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1 EINLEITUNG 
 
Die stetig steigende Anzahl von Ratten in Tierversuchen und die gesetzlich verankerten Bestimmungen zum 
3R-Prinzip (Replace, Reduse, Refine) fordern in Deutschland tiergerechte und dem aktuellen Stand der For-
schung entsprechende Versuchsmethoden. Tierversuche sind ein ethisch umstrittenes Thema im Spannungs-
feld zwischen Tierschutz- und Verbraucherschutzinteressen (Sucker-Sket 2012). Umso entscheidender ist es, 
dass Tierversuche, die nur im komplexen Organismus erforscht werden können, ausschließlich eine Geneh-
migung erhalten, wenn der Ansatz bzw. die Methode tatsächliche oder mögliche Schmerzen und Disstress 
verhindert oder reduziert und das Wohlbefinden des Versuchstiers verbessert (Buchanan-Smith et al. 2005). 
Zur Durchführung einer Allgemeinanästhesie sind Experimentatoren verpflichtet, jeweils nach dem gegen-
wärtigen Kenntnisstand von Wirkstoffen und Methoden das schonendste Betäubungsmittel zu verwenden 
(Heavner 2001; Hermann et al. 2011). Tatsächlich werden heutzutage Methoden zur Anästhesie von Labor-
tieren häufig nicht auf Basis einer wissenschaftlichen Grundlage ausgewählt. In vielen Fällen ergibt sich die 
Verwendung aus Gründen der Einfachheit oder Tradition oder um Daten zurückliegender Versuche mit dem 
Tiermodell mit neueren vergleichen zu können (Perkin et al. 1991; Vachon et al. 1999). Bei Ratten besteht in 
der Narkose ein erhöhtes Risiko für Komplikationen und letale Notfälle durch Atem- und Kreislaufdepressi-
on sowie Hypothermie (Henke und Reinert 2006; Brodbelt 2007). Inhalationsanästhesien mit Isofluran gelten 
deshalb aufgrund ihrer Steuerbarkeit als das Mittel der Wahl (Wixon und Smiler 1997; Henke und Erhardt 
2012a, Flecknell 2009, Wolfensohn und Lloyd 2013). Doch verfügen viele der Laboratorien über keine Inha-
lationsnarkosegeräte (Ullmann 2012). Einfacher anwendbare Injektionsanästhesien sind mit verlängerten 
Nachschlafzeiten verbunden, in denen das Tier für Hypothermie, respiratorische Depression und Flüssig-
keitsverluste anfällig bleibt (Hu et al. 1992; Flecknell 1993). Reversible bzw. antagonisierbare Anästhesie-
methoden bieten eine gewisse Steuerbarkeit, indem in Notfallsituation die Wirkung der einzelnen Bestandtei-
le aufgehoben oder die Anästhesie am Ende der Operation beendet werden kann (Tacke 2010). Gerade in 
jüngster Zeit wird vermehrt auf den Nutzen der sog. vollständig antagonisierbaren Anästhesie (VAA) mittels 
der Kombination aus Medetomidin, Midazolam und Fentanyl bei vielen Nagerspezies hingewiesen (u.a. 
Mantel 2000; Rölgten 2002; Hjálmarsdóttir 2005). Allerdings finden sich Hinweise auf eine mögliche Belas-
tung der Tiere durch die Antagonisierung (Mantel 1999; Hjálmarsdóttir 2005; Arras 2008). Häufige Anwen-
dung findet bis heute das „alte“ und stark umstrittene Hypnotikum Chloralhydrat. Es herrscht Uneinigkeit 
darüber, inwieweit sich solche Monoanästhesien zur Erzeugung einer chirurgisch belastbaren Allgemeinanä-
sthesie eignen (Antognini et al. 2005; Erhardt et al. 2012b). Eine weitere Alternative bietet die Verwendung 
des schnellen und kurzwirksamen, intravenösen Injektionsanästhetikums Propofol bei der Ratte (Brammer et 
al. 1993). Die Venenpunktion am wachen Tier ist mit zusätzlichem Disstress und Schmerz verbunden. Der in 
experimentellen Versuchen verursachte Schmerz stellt eine emotionale und physische Belastung ohne förder-
liche Funktion für das Tier dar und kann unerwünschte Auswirkungen auf den Versuch haben (Henke et al. 
2008; Flecknell 2009). Eine „Goldstandard-Methode“ zur objektiven Erkennung von Schmerz- und/oder 
Disstress steht beim Tier nicht zur Verfügung (Murrell und Johnsen 2006). Unter Allgemeinanästhesie müs-
sen Empfindungen während schmerzhafter Manipulationen unterdrückt bzw. ausgeschaltet sein (Flecknell 
2009). Im Rahmen dieser experimentellen Arbeit sollen anhand ausgewählter physiologischer (objektiver) 
und subjektiver Kriterien, Erkenntnisse darüber gewonnen werden, welche der untersuchten Injektionsanäs-
thesien sich für eine stereotaktische Operation bei männlichen und weiblichen Sprague-Dawley-Ratten am 
besten eignet. Hierbei soll die intraanästhetische sowie die für das Tierwohl entscheidende und tierschutzre-
levante, postoperative Phase untersucht werden. Der Vergleich soll eine Anästhesie mit dem traditionellen 
Hypnotikum Chloralhydrat (als Monoanästhesie und in Kombination mit Buprenorphin), die vollständig 
antagonisierbare Anästhesie (mit und ohne Antagonisierung) sowie eine Anästhesie mit Propofol mittels 
neuem Ansatz (i.p. Bolus als Einleitung plus i.v. Aufrechterhaltung der Anästhesie) umfassen.  
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2 LITERATURÜBERSICHT 
 
2.1 Refinement von Tierversuchen 
 
Das „3R“-Prinzip ist heutzutage international anerkannt (Buchanan-Smith et al. 2005) und umfasst die Be-
strebungen, Tierversuche durch in vitro-Methoden (z.B. Zellkulturen) bzw. computergestützte Verfahren zu 
ersetzen (Replacement), die Anzahl der Versuchstiere zu minimieren (Reduction) sowie das Leiden der Tie-
re im Tierversuch zu minimieren (Refinement). Von Russel und Burch (1959) eingeführt, bezeichnete Refi-
nement die Verbesserung von Tierversuchen durch eine Verringerung von Schmerz und Disstress auf ein 
Minimum. Es kennzeichnete den Beginn eines tierschutzgerechteren Umgangs mit Versuchstieren und ge-
wann ab den 70er Jahren zunehmend an Einfluss und Bedeutung in der Wissenschaft (Riskes-Hoitlinga et al. 
2006). Die Anwendung des 3R-Konzepts wird sowohl von der EU-Tierversuchs-Richtlinie (2010/63/EU, seit 
22.09.2010 in Kraft) als auch u.a. vom deutschen Tierschutzgesetz (TierSchG) gefordert. Buchanan-Smith et 
al. (2005) führte, wie viele Autoren vor ihm, die ursprüngliche Aussage zum Refinement fort und beschrieb 
es als „jeglichen Ansatz/Methode, welche tatsächliche oder mögliche Schmerzen, Disstress und andere nega-
tive Auswirkungen während des Lebens eines Versuchstiers verhindert oder reduziert und deren Wohlbefin-
den verbessert“. Diese Definition vereint alle für das Lebewesen wichtigen Aspekte wie Haltung, Zucht und 
Pflege, Techniken in wissenschaftlichen Versuchen, Fürsorge und Sorgfalt vor dem Versuch, Überwachung 
der Tiergesundheit und des Tierwohls. Diesen Aspekten soll zukünftig ein noch höherer Stellenwert beige-
messen werden (Smaje et al. 1998), da in vielen Fällen der Ersatz von Tierversuchen noch nicht möglich ist 
(Riskes-Hoitlinga et al. 2006). Im Jahr 2010 unterzeichneten Wissenschaftler aus verschiedenen europäi-
schen Ländern, zusätzlich zu den bereits bestehenden nationalen und internationalen verbindlichen Bestim-
mungen, die „Basler Deklaration“, welche die Wissenschaftler zu einer stärkeren Förderung von „3R“-
Konzepten verpflichtet (Sucker-Sket 2012). Heute noch unverzichtbare Tierversuche sind zum einen die 
behördlich vorgeschriebenen Sicherheitsprüfungen für Chemikalien und Arzneimittel (Sotocinal 2011), zum 
anderen Versuche zu unterschiedlichen biomedizinischen Fragestellungen zur Pathophysiologie von Erkran-
kungen beim Menschen und Entwicklung von Therapiemaßnahmen, die nur in einem komplexen, funktiona-
len Organismus geklärt werden können (Antognini et al. 2005; Sucker-Sket 2012).  
Ein Ziel des Refinements im Tierversuch ist es, durch Maßnahmen wie eine geeignete Anästhesie und 
Schmerztherapie, frühe humane Endpunkte (Abbruchkriterien) und schmerz- und stressfreie Tötungsmetho-
den, die Belastung des Tieres auf ein unerlässliches Maß zu beschränken ohne dabei die wissenschaftliche 
Qualität und Aussagekraft des Versuchs zu minimieren. So steht es den zuständigen Behörden in Deutsch-
land notfalls frei, Tierversuchsanträge abzulehnen, wenn in diesen vier Bereichen Mittel und Methoden an-
gewandt werden, die dem Refinement nur mangelhaft Rechnung tragen (Hermann et al. 2009). Refinement 
kann die Verlässlichkeit und Wertigkeit von Tierversuchen verbessern und wirtschaftliche Kosten sparen 
(Smaje et al. 1998). Ein weiteres Anliegen des Refinements ist es, Forscher darin zu bestärken, auch sog. 
„Negativdaten“ oder experimentelle Fehlversuche zu publizieren, um unnötige Wiederholungen von Tierver-
suchen zu verhindern (Magalhães-Sant´Ana et al. 2009). 
In einer Studie von Carlsson et al. (2004) wurden zwischen 1970 und 2000 14 internationale Journals auf 
deren Bestrebungen untersucht, das „3R“-Prinzip in deren biomedizinische Forschung zu integrieren. Es 
zeigte sich, dass die deutlichsten Fortschritte auf den Gebieten Replacement und Reduction gemacht wurden. 
Hinsichtlich des Refinements war nur ein gesteigertes Bewusstsein für die Herkunft und Qualität der Tiere 
sowie für deren Pflege und Haltung zu finden. Refinement von Tierversuchen impliziert eine Sicherstellung 
der intra- und postoperativen Analgesie bei chirurgischen Eingriffen. Wie die Studie von Stokes et al. (2009) 
zeigte, ist der Einsatz von Analgetika zwar in den vergangen Jahren gestiegen, aber die Mehrzahl an Studien 
mit schmerzhaften Eingriffen sparen eine Berichterstattung über Verwendung, Dosierung und Dauer der 
3 
 
Analgesie aus. Um Wissenschaftlern eine bessere Möglichkeit zu geben, Refinement stärker zu integrieren, 
haben Lloyd et al. (2008) den „Refinement Kreislauf“ etabliert (s. Abb. 1). Demnach sollen sich Forscher 
kritisch mit deren Versuchen auseinander setzen und anschließend Verbesserungsstrategien entwerfen und 
umsetzen, welche wiederholt auf deren Effizienz geprüft werden müssen.  
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 1: Der Refinement-Kreislauf nach Lloyd et al. (2008). 
 
2.2 Schmerz und Disstress 
 
2.2.1 Definition Schmerz und Disstress 
 
Das Phänomen Schmerz wird als eine der größten wissenschaftlichen Herausforderungen in der Medizin 
und Biologie betrachtet (FELASA 1994). Laut dem Komitee für Toxonomie von der International Associati-
on of Pain (IASP) wird Schmerz beim Menschen bezeichnet als „eine unangenehme sensorische und emoti-
onale Erfahrung, die mit tatsächlicher oder potentieller Gewebsschädigung einhergeht oder im Sinne einer 
solchen Schädigung beschrieben wird" (IASP 1979). Eine Definition für Schmerz bei Tieren äußerte Zim-
mermann (1986) und bezeichnete Schmerz hingegen als eine „unwillkommene, sensorische Erfahrung, die 
protektive motorische Handlungen hervorruft, in erlerntem Meidungsverhalten resultiert und speziesspezifi-
sche Verhaltenszüge einschließlich des Sozialverhaltens modifizieren kann“. Beide Definitionen unterschie-
den sich darin, dass die Definition für das Tier eher die Auswirkungen auf das Verhalten beschrieb. Beide 
beziehen sich jedoch auf physischen Schmerz, der ein während der Evolution hochkonserviertes Merkmal 
darstellt und als protektiver Mechanismus dem Überleben des Individuums und der Arterhaltung dient (Mor-
ton 2000) und betonen, dass Schmerz eine Erfahrung darstellt. Als gegeben angesehen wird heutzutage, dass 
Säugertiere die Fähigkeit der bewussten Wahrnehmung von Schmerzen besitzen (FELASA 1994) und eben-
so Schmerz empfinden wie der Mensch (Le Bars et al. 2001). Heute wird die Definition der ISAP auch in der 
Veterinärmedizin übernommen (Murrell und Johnsen 2006). Die American Association for Laboratory Ani-
mal Science (ACLAM 2007) schaffte erstmalig eine zusammengesetzte Definition für Schmerz beim Ver-
suchstier und bezeichnet ihn als “eine unangenehme sensorische und emotionale Erfahrung, die im Zusam-
menhang mit tatsächlicher oder potentieller Schädigung steht und mit welcher bei einem Tier gerechnet wer-
den muss, wenn Verfahren oder Krankheitsmodelle untersucht werden, die beim Menschen Schmerz verur-
sachen könnten“. Diese Definition hebt zudem die Tatsache hervor, dass Mensch und Tier Schmerz gleich-
ermaßen empfinden und dieser auch einer gleichen Behandlung bedarf (Murrell und Johnson 2006).  
 
Stress per se stellt für Mensch und Tier einen integralen Bestandteil des Lebens dar (Stressoren in Form von 
Paarung, Jagd, Exploration etc.) und ist per se nicht negativ (Moberg 2000). Selye (1974) definierte Stress 
als „unspezifische Antwort des Körpers auf jegliche, an ihn gerichtete Anforderung“. Ein Stressor stellt eirne 
potentielle Bedrohung der inneren Homöostase dar (Moberg 2000). Mit Hilfe seiner Erkenntnisse aus Lang-
zeitstress-Experimenten an Tieren begründete Selye (1974) den Ausdruck “Adaptationssyndrom“, ein aus 
Kritische Prüfung der wissenschaftlichen Verfahren 
und der Gesundheit der Versuchstiere 
Umsetzung, Bewertung 
und Veröffentlichung 
der „guten“ Verfahren  
Auswahl der verbesserten Strategien 
Erkennen von Schmerzen  
und geringen Wohlbefinden 
Diagnose des Problems 
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drei Phasen bestehendes Reaktionsmuster von Lebewesen auf lang anhaltende Stressreize (initiale Alarmre-
aktion, Stadium der Anpassung/des Widerstandes und möglicherweise Stadium der Erschöp-
fung/Überanstrengung). Auf Selye (1956) geht auch die Unterscheidung zwischen Eustress und Disstress, 
also zwischen positiv und negativ erlebten Stress, zurück. So kann eine erfolgreiche Stressbewältigung 
psychophysiologisch durchaus positive Auswirkungen auf den Organismus haben (Folkmann und Mosko-
witz 2000).  
Disstress in der Veterinärmedizin ist heute als Zustand definiert, „in dem das Tier einen beträchtlichen Teil 
seiner Anstrengungen bzw. seiner Ressourcen adaptiven Reaktionen widmen muss, die darauf gerichtet sind, 
der Herausforderung einer bestimmten Umweltsituation zu begegnen“ (UFAW 1989). Bedingungen und 
Situationen können mehr oder weniger Disstress im Tier hervorrufen, je nachdem wie gut das Tier in der 
Lage ist, mit Ihnen umzugehen (coping) (LASA 1990). Disstress wird als negativer, aversiver Zustand be-
schrieben und ist vergleichbar mit mentalem oder emotionalem Schmerz (FELASA 1994). Daraus ergibt 
sich, dass unbehandelter Schmerz Disstress verursachen kann (Stasiak 2003). Disstress kann ebenso gut in 
Konfliktsituationen, bei Aufregung oder Angst ohne Schmerz einhergehen, aber einen erfahrenen Beobachter 
fälschlicherweise auf Schmerz beim Tier schließen lassen (z.B. Ratte vokalisiert laut beim Hochheben). So-
wohl akuter als auch chronischer Stress kann Disstress hervorrufen. Obgleich meistens von kurzer Dauer, 
kann dieser von so großem Ausmaß sein, dass der biologische „Preis“, welchen das Tier zahlen muss um 
damit umzugehen, so hoch ist, dass die biologischen Reserven des Tieres nicht dafür ausreichen oder der 
Stressor entscheidende, zeitlich eng gefasste biologische Funktionen für das Überleben (z.B. Ovulation) ne-
gativ beeinflusst. Zurückliegende Erlebnisse, Genetik, Alter und der gegenwärtige physiologische Zustand 
sind Beispiele für Modulatoren, die die Stressantwort beeinflussen können (Moberg 2000). Bei Labornagern 
können viele dieser Variablen kontrolliert und einberechnet werden (Carstens und Moberg 2000). Eine Kon-
sequenz aus Schmerz und Disstress, wenn dieser lange und von großer Intensität ist, kann Leiden sein. Je 
größer dabei die Intensität, desto weniger Zeit ist nötig, um Leiden zu produzieren (FELASA 1994).  
 
2.2.2 Physiologie des Schmerzes  
 
Ausgenommen der emotionalen Komponente wird physischer Schmerz als „Nozizeption“ bezeichnet. Nozi-
zeption ist definiert als „Aufnahme, Weiterleitung und Verarbeitung schmerzauslösender Reize im periphe-
ren und zentralen Nervensystem“ (Pfannkuche 2008). Es wird zwischen nozizeptivem Schmerz, neuropathi-
schem und funktionalem Schmerz unterschieden. Im Folgenden wird nur auf den nozizeptiven Schmerz ein-
gegangen, welcher durch reale oder potenzielle Verletzungen oder entzündliche Mediatoren hervorgerufen 
wird (Meintjes 2012).  
Der Weg des Schmerzes vom Schmerzstimulus bis zur kognitiven Wahrnehmung des Schmerzes kann in 5 
Schritte unterteilt werden (s. Abb. 2). Parallel dazu läuft die periphere Sensibilisierung ab (Abb. 3): 
 
1. Aufnahme des Schmerzreizes und die sensorische Weiterleitung ins Rückenmark (RM) 
2. Verarbeitung des Schmerzes in der Dorsalwurzel des Rückenmarks 
3. Das aszendierende System (Richtung Gehirn projizierende Bahnen) 
4. Verarbeitung des Schmerzreizes im Gehirn 
5. Das dezendierende System – endogene Schmerzunterdrückung 
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Abb. 2: Schematische Darstellung des nozizeptiven Systems. [1] freie Nervenendigungen von Nozizepto-
ren, [2] Dorsalwurzelganglion, [3] RM, [4] Projektion motorischer Neurone aus der Ventralwurzel, [5] Pro-
jektion zum vegetativen Nervensystem, [6] aszendierendes System, [7] wichtige supraspinale Zentren des 
aszendierenden und [8] deszendierenden Systems (nach Pfannkuche 2008). 
 
Das nozizeptive System besteht aus peripheren und zentralen Komponenten. Den peripheren Anteil stellen 
die Nozizeptoren (NZ). NZ sind Nervenzellen, deren Zellkörper in den Dorsalwurzelganglien lokalisiert sind 
und deren Axone zum einen in die Peripherie (Haut) und zum anderen ins RM projizieren (Pfannkuche 
2008). Als eine Art Übersetzer wandeln sie einen mechanischen oder thermischen Schmerzreiz in ein Akti-
onspotential um (Transduktion). Schmerzrezeptoren reagieren auf potentiell zellschädigende Reize (Hitze, 
Druck, Vibrationen und Chemikalien die während einer Entzündungsreaktion ausgeschüttet werden) und 
können uni- oder polymodal (ansprechbar für eine oder verschiedene Reizraten sein) sein (Meintjes 2012). 
Des Weiteren unterscheidet man oberflächliche NZ (scharfer, gut lokalisierbarer Schmerz), tiefe somatische 
NZ (dumpfer, weniger gut lokalisierbar) und viszerale NZ (Erregung durch starke Dehnung möglich, keine 
Lokalisation ausmachbar). Der zentrale Teil setzt sich hauptsächlich aus nozizeptiven Neuronen im RM, aus 
dem thalamokortikalen und dem sog. deszendierenden System zusammen. Bei allen NZ, die durch einen 
noxischen Reiz erregt werden (physiologischer Nozizeptorenschmerz), handelt es sich um Ionenkanäle, die 
durch den adäquaten Reiz geöffnet werden, wodurch es zum Auslösen eines Aktionspotentials kommt 
(Pfannkuche 2008). In den Axonen der NZ wird das Aktionspotential über Fasern vom Aδ-Typ (myelinisiert, 
schnell mit 2,5 - 30 m/s ausgehend von unimodalen NZ) und C-Typ (unmyelinisiert, langsamer mit < 2,5 m/s 
ausgehend von multimodalen NZ) über die Dorsalwurzel ins RM geleitet (Transmission) (Julius und Bas-
baum 2001). 
Neben dem durch die Aktivierung der NZ ausgelösten Primärprozess führt die gleiche Aktivierung zu einer 
Anzahl verschiedener Vorgänge, die den Charakter und die Intensität weiterer Reaktionen der anschließen-
den Stimulation bestimmen (Hellebrekers 2001). Aus geschädigtem Gewebe werden vasoaktive Amine (Ent-
zündungsmediatoren wie Prostaglandine, Interleukine, Histamin und Bradykinin) freigesetzt, welche ge-
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meinsam mit anderen Stoffen (s. Abb. 3) zu einer Erregung und Sensibilisierung von NZ führen (Julius und 
Basmaum 2001). Im Folgenden werden über Second-messenger-Kaskaden weitere Botenstoffe und Enzyme 
(z.B. weitere Zytokine wie TNF-α) gebildet bzw. aktiviert (periphere Sensibilisierung, s. Abb. 3), sodass 
die freien Nervenendigungen der afferenten NZ in Entzündungsmediatoren und anderer Stoffe baden („sen-
sitizing soup“) (Hellebrekers 2001). Dies induziert die Öffnung von Kationenkanälen an den NZ oder zu-
mindest deren Sensibilisierung (Julius und Basbaum 2001). Diese gesteigerte Empfindlichkeit der (ursprüng-
lich) hochschwelligen NZ (= Absenkung der Schmerzschwelle) hat zur Konsequenz, als dass es für das Tier 
zur einer verstärkten Wahrnehmung des Schmerzes kommt (primäre Hyperalgesie) und so Stimulationen, die 
vorher als nicht schmerzhaft empfunden wurden (z.B. leichte Berührungen, Tempertaturveränderungen), es 
nun sind (Allodynie) (Woolf und Chong 1993). Beide Zustände „hypersenitiven“ das geschädigte Gebiet, um 
es vor erneuter Verletzung zu schützen und die Heilung zu begünstigen (Meintjes 2012). Bei überlanger 
Schmerzdauer oder übermäßiger Intensität können sie pathologische Effekte nach sich ziehen (Henke et al. 
2012b). Auch sog. „schlafende NZ“ (NZ die unter physiologischen Bedingungen auch durch noxische Reize 
nicht erregt werden) werden in Folge der relativ kurz andauernden Entzündung erregt, was zur Verstärkung 
des Schmerzes führt (Pfannkuche 2008). NZ besitzen zudem efferente Funktionen. Sie entsenden Neuropep-
tide (Substanz P, Calcitonin gene related petide), die Vasodilatation (für eine erhöhte Einwanderung von 
Leukozyten, als Hautrötung wahrgenommen) und die Extravasation von Eiweißen induzieren. Substanz P 
aktiviert zudem Mastzellen, die wiederum Histamin sezernieren, was eine Ausbreitung des Entzündungsge-
schehens fördert (Julius und Basbaum 2001). 
 
 
 
Die Axone der primären NZ projizieren in verschiedene Schichten (Laminae), der in der grauen Substanz des 
RM lokalisierten Nervenzellen (oberflächliche und tiefe Laminae). Vermutet wird, dass oberflächliche La-
minae zu Schaltkreisen gehören, welche für die Vermittlung der affektiven emotionalen Komponente stehen, 
tiefe eher die objektive, sensorische deskriptive Komponente vermitteln (Sewards und Sewards 2002). Auch 
andere, nicht nozizeptive Sinneszellen wie z.B. intersegmentale Neurone, Neurone des aszendierenden Sys-
tems α-motorische Neurone) treten ins Dorsalhorn ein und geben ihre Informationen an Nervenzellen in tie-
fen Laminae und werden umgeschaltet. Erregte Motoneurone sind für efferente Reflexreaktionen verantwort-
lich (das reflektorische Wegziehen einer Extremität, noch bevor die Ursache als schädlich erkannt wurde = 
„Flexorreflex“) (Meintjes 2012). Es kommt auch zur Weiterleitung der Erregung ins vegetative Nervensys-
tem über nozizeptive Neurone auf RM-Ebene und über supraspinale Zentren. Über die Formatio reticularis 
des Hirnstamms werden Atem- und Kreislaufzentrum beeinflusst. Entsprechende vegetative Reaktionen 
werden ausgelöst (s. 2.2.3) (Pfannkuche 2008). Über das aszendierende System werden die Reaktionen ins 
Abb. 3: Schematische Darstellung der 
peripheren Sensibilisierung.  
Verschiedene Primärereignisse können ein 
sensibilisierendes Umfeld um die periphe-
ren Nervenendigungen der NZ erzeugen 
(„sensitizing soup“: eine Vielzahl von 
Entzündungsmediatoren verschiedenen 
Ursprungs), wodurch eine gesteigerte 
Sensibilität der NZ erzeugt wird (nach 
Woolf und Chong 1993). 
7 
 
Großhirn geleitet. Der Thalamus stellt dabei eine wichtige Integrationsstelle dar. Bis hierher erfolgt die Pro-
jektion vom RM im sog. Tractus suprathalamicus und Tractus spinoreticularus und die Weiterleitung von 
Informationen anderer Organe über eine Vielzahl anderer Bahnen (FELASA 1994). Vom Thalamus aus wer-
den Informationen zum Kleinhirn, limbischen System und zum Kortex geleitet. Die Projektionen in den Kor-
tex münden speziell im SI und SII somatosensorischen Kortex, im insularen Kortex und im anterior cingulate 
gyrus (Meintjes 2012). Während im Kortex die Bewertung der Lokalisation und Intensität des Schmerzes 
geschieht, ist das limbische System für die affektive Komponente zuständig (Perzeption) (Sewards und Se-
wards 2002). Die bedeutendsten Neurotransmitter des nozizeptiven Systems sind Glutamat und Substanz P, 
die an unterschiedlichen Rezeptortypen binden (z.B. NMDA[N-methyl-D-aspartat]-Rezeptoren). Viele dieser 
Rezeptoren im RM sind an der Weiterleitung nichtnoxischer Reize beteiligt. Kommt es neben einem nicht-
noxischen auch zu einem noxischen Reiz oder findet eine dauerhafte, gleichbleibend starke Stimulation der 
Fasern vom C-Typ statt, so ist die Summe der Stimulation so hoch, dass NMDA-Rezeptoren geöffnet wer-
den. So kommt es neben einem Natrium- auch zu einem Kalziumeinstrom (Eide 2000). Mit steigender Kal-
ziumkonzentration können die genannten Transmitter innerhalb weniger min bis h bereits zu einer Geninduk-
tion („immediate early genes [IEG]“ wie c-fos, s. 2.2.5). Eine erhöhte Produktion von Neuropeptiden und 
eine veränderte Rezeptorsynthese sind die Folgen (zentrale Sensibilisierung) (Woolf und Chong 1993). Diese 
kumulative Depolarisation wird als Langzeitpotenzierung („wind up“) bezeichnet. Sie ist größtenteils bei der 
Chronifizierung von Schmerzen beteiligt (Eide 2000).  
Neben dem aszendierenden Systems verfügt der Körper auch über ein dezendierendes, der körpereigenen 
Schmerzunterdrückung dienendes System. Wichtige Kerngebiete des Systems sind das periaquäduktale 
Grau, Teile der Medulla und die Formation reticularis. Es gibt eine Vielzahl an Substanzen, die im Dorsal-
horn hemmenden Einfluss haben (z.B. GABA, Enkephalin). Sie inhibieren an verschiedenen Stellen den 
Kalziuminflux und senken damit den Neurotransmitterausstoß. Andere endogene Opioide (wie z.B. Enke-
phalin) verändern die Aktivität primärer Transmitter (z.B. Glutamat, Substanz P). Über verschiedenste Opio-
idrezeptoren (μ/κ/δ) binden die endogenden Opioide, womit sich eine intrazelluläre Kaskade in Gang setzt 
und die Erregbarkeit des Neurons im aszendierenden System herabgesetzt wird. Hierdurch wird u.a. eine 
Analgesie erzeugt (Riedel und Neeck 2001). Dieses schmerzhemmende System erlaubt dem Organismus, in 
extremen Stresssituationen bzw. Notsituationen durch die Unterdrückung lähmender Schmerzreaktionen, 
seine Handlungsfähigkeit vorübergehendaufrecht zu erhalten (Pfannkuche 2008). 
Die Schmerzintensität und Dauer bei einem chirurgischen Eingriff ist abhängig vom Operationsgebiet (Re-
zeptortypen, Rezeptor-Dichte, Größe des Rezeptorfeldes). So sind u.a. Auge, Gonaden, Kopf, Mundhöhle, 
Ohr, Thorax und das Periost hochgradig schmerzhaft, das kaudale Abdomen, Knochen und große Gelenke 
mittelgradig und Haut geringgradig schmerzhaft (Tacke et al. 2007). Im Gehirn selbst gibt es keine NZ (LA-
SA 1990). Akuter, klinischer Schmerz wird durch die Anästhesie, die Erfahrungen des Operateurs, die indi-
viduelle Sensibilität auf Schmerzen und durch das Vorliegen metabolischer Störungen etc. beeinflusst (Mogil 
1999; Arras 2008). 
 
2.2.3 Die akute Stressreaktion  
 
Gemeint ist primär eine Aktivitätssteigerung des adrenergen Nervensystems und der Hypothalamus-
Hypophysen-Nebennieren-Achse (HHNA) (Henke et al. 2008). Akuter Stress zieht aber auch auf direktem 
und indirektem Wege sekundär vielfältige Änderungen im endokrinologischen, haematopoetischen und Im-
munsystem (s. Tab. 1) und letztlich im Verhalten (s. 2.2.5) nach sich (Moberg 2000; Pekow 2005). Diese 
Reaktionen treten sowohl in Situationen mit physiologischem als auch pathologischem Stress (Disstress inkl. 
Schmerz) auf. Die Aktivierung des autonomen Nervensystems im Hypothalamus führt innerhalb weniger 
Sekunden zu einer Ausschüttung der Katecholamine (KA) Adrenalin (A) und Noradrenalin (NA) („flight or 
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fight-Reaktion“) (s. Abb. 4) (Pekow 2005; Lepschy et al. 2008). A wird vom Nebennierenmark ausgeschüt-
tet, während NA von den Nervenendigungen der sympathischen Nervenfasern ins Blutplasma entlassen wird 
(Weissman 1990). Dies wird durch eine Erhöhung der Atemfrequenz (AF), der Herzfrequenz (HF), des Blut-
drucks (BD), der Glukoseverfügbarkeit (Weissman 1990; Palme 2005; Lepschy et al. 2008) und der 
Schweißsekretion sowie einer Hemmung der gastrointestinalen Motilität deutlich (FELASA 1994). Gluko-
kortikoide (GK) werden in der Nebennierenrinde synthetisiert. Bei der Ratte ist Corticosteron (CS) das bio-
logisch wichtige GK (Pihl und Hau 2003), welches ca. 20 min nach der Aktivierung verstärkt ausgeschüttet 
wird (Mende 1999). Gesteuert wird dieser Mechanismus durch eine Erhöhung des Adrenocorticotropen-
Hormons (ACTH) (Palme et al. 2005). Bereits vor der geplanten Anästhesie haben Nager aufgrund von 
Furcht und Aufregung hohe KA-spiegel (Weissman 1990). Die Anästhesie selbst hat ebenfalls eine Auswir-
kung auf die autonome und neuroendokrine Stressantwort, ohne, dass es einer zusätzlichen chirurgischen 
Manipulation bedarf (Otto 2008). Eine Studie mit Ponys unter Halothannarkose ohne einen chirurgischen 
Eingriff ergab erhöhte ACTH-, Cortisol-, Glukose- und Laktatkonzentrationen im Plasma der Tiere. Diese 
Reaktionen stellten sich unter Barbituratnarkose in einer späteren Studie nicht ein (Taylor 1990).  
        
Abb. 4: Die akute Stressreaktion des Körpers als Folge auf einen chirurgischen Eingriff. Sie geht mit 
Veränderungen des autonomen und neuroendokrinen Systems sowie des Immunsystems einher (modifiziert 
nach Desborough 2000; Pekow 2005). 
 
2.2.4 Auswirkung und Bedeutung von Schmerz und Disstress im Tierversuch 
 
Es gibt nur wenige Studien, die sich mit den Folgen von Schmerz beschäftigen. Häufiger werden Stressreak-
tionen und deren Folgen beschrieben (s. 2.2.3) (Weissman 1990; Desborough 2000; Möstl und Palme 2002; 
Pekow 2005). Allgemein kann deshalb aus den Auswirkungen der Aktivierung des Vegetativums und Endo-
krinums sekundär auf die Folgen von Schmerz geschlossen werden (FELASA 1994). Voraussetzung für die 
Beurteilung der Auswirkung und Bedeutung von Schmerz und Disstress im Tierversuch ist, wie lange (akut, 
subakut oder chronisch) und in welcher Stärke ein Individuum Schmerz ausgesetzt ist. Im Gegensatz zu aku-
tem, unvermittelt auftretendem Schmerz, welcher eine Lern– und Warnfunktion hat, ist zu erwartender (bei-
spielsweise im Zusammenhang geplanter chirurgischer Eingriffe) und anhaltender bzw. chronischer Schmerz 
eine sinnlose Erscheinung ohne förderliche Funktion und eine emotionale und physische Belastung für das 
Tier (Henke et al. 2008). Die emotionale Komponente eines erlebten Schmerzes (Schmerz, Angst, Disstress) 
ist von Tierschutzrelevanz. Sie lässt sich beim Tier schwer bewerten (Pfannkuche 2008). Das Endergebnis 
der unter 2.2.3 beschriebenen Aktivierung der Stressachse ist eine gesteigerte Freisetzung kataboler Hormo-
ne im Körper (Desborough 2000) mit metabolischen, teilweise lang anhaltenden Auswirkungen auf das en-
chirurgischer 
Eingriff 
(oder 
Verletzung 
bzw. 
Infektion) 
AdrenalinĹ  
NoradrenalinĹ 
ACTHĹ  
ĺ GlukokortikoideĹ 
 
- LipolyseĹ 
- ProteinkatabolismusĹ 
-  GlukoneogeneseĹ 
- GlykogenolyseĹ  
Weitere hormonelle  
Veränderungen  
(z.B.: WachstumshormoneĹ, 
Tyreoidia-stimulierendes Hor-
mon [TSH]ĹĻ, ThyroxinĻ und 
Tri-IodthyroninĻ, Follikel-
stimulierendes Hormon [FSH] 
und Luteinisierendes Hormon 
[LH]ĹĻ, InsulinĻ, Glukagon[Ĺ], 
ZytokineĹ und Leukozytose) 
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dokrine System (Pekow 2005). Evolutionär betrachtet ermöglicht es verletzten Tieren das Überleben, in dem 
sie ihre gespeicherten Reserven abbauen können. Es wird allerdings argumentiert, dass diese Reaktionen in 
der gegenwertigen Chirurgie unnötig sind (Weissman 1990; Desborough 2000). Die Erhöhung des GK- und 
KA-Spiegels hat, gemeinsam mit der Stimulation des autonomen Nervensystems, Auswirkungen auf das 
Immunsystem. Immunsuppression und damit verschlechterte Wundheilung sowie gesteigerte Infektionsge-
fahr können die Folge sein (Henke et al. 2008). Auch Schmerzmediatoren, welche als Antwort auf Schmerz-
reize ausgeschüttet werden, nehmen Einfluss auf verschiedenste Körperfunktionen. Die Substanz P bei-
spielsweise verändert nachweislich kardiovaskuläre Funktionen (Urbanski et al. 1989). Zudem kann sich als 
Folge eines chirurgischen Eingriffs ein anhaltender (chronischer) Schmerz entwickeln. Geschädigtes Gewebe 
und dessen Umgebung kann z.B. nach einem Hautschnitt eine höhere Schmerzempfindlichkeit entwickeln 
(Hyperalgesie) (Carstens und Moberg 2000). Die Folgen von langanhaltendem Schmerz sind weitaus gravie-
render. Möglich sind u.a. Automutilationen, Verhaltensänderungen (z.B. Depression, Aggressivität) oder 
auch ein Kreislaufkollaps (Henke et al. 2008). Ein Grund für die Ablehnung oder den verhaltenen Einsatz 
von Analgetika von Wissenschaftlern ist u.a. mangelndes Wissen über die richtige Anwendung und ein be-
fürchteter, potentiell negativer Einfluss der analgetischen Substanzen auf Ihre Versuchsergebnisse (Murell 
and Johnson 2006). Laut Flecknell (2009) können die ausgelösten Stressreaktionen im Körper alle möglichen 
Nebenwirkungen von Analgetika überschatten. Schmerz (und die daraus resultierenden Auswirkungen) ist 
folglich ein Faktor, welcher die Variabilität von Versuchsergebnissen erhöht (FELASA 1994; Arras 2007; 
Flecknell 2009) und die Interpretation eines Tierversuchs erheblich erschweren kann (ACLAM 2007). Somit 
ist die Vermeidung von Schmerz, abgesehen von Versuchen, die sich mit der Untersuchung von Schmerz an 
sich befassen (FELASA 1994), essentiell und mindestens eine postoperative analgetische Behandlung somit 
nicht nur aus tierschutzrechtlichen (TierSchG §9 (2) Satz 4) und ethischen Gründen geboten, sondern für den 
Erhalt reproduzierbarer Versuchsergebnisse von Belang (FELASA 1994; Flecknell 2009). 
 
2.2.5 Erkennung und Quantifizierung von intra- und postoperativen Schmerz und Disstress bei Na-
gern 
 
Evidenzbasiertes Schmerzmanagement resultiert daraus, dass es eine Möglichkeit zur effektiven Erkennung 
von Schmerz gibt und die Mittel und Möglichkeiten, diesen zu lindern (Stafford und Mellor 2007). Beim 
Tier ist die Schmerzerkennung aufgrund der fehlenden verbalen Schmerzmitteilung schwierig (FELASA 
1994) und wird bereits durch die Tatsache erschwert, dass deren Normalverhalten nicht gleich schmerzfreies 
Verhalten sein muss. Denn wer als Beutetier gegenüber Fressfeinden Schmerz äußert, kann in der Natur die-
sen schnell zum Opfer fallen. Es scheint also nur eine Teilwahrheit, wenn Wissenschaftler und Tierärzte wie 
häufig verwendet, nur bei Abweichungen vom Normalverhalten auf Schmerz schließen. Auch Gruppenhal-
tung kann die Identifizierung schmerzhafter bzw. kranker Tiere erschweren (ACLAM 2007). Häufig werden 
Anzeichen von Schmerz beim Labornager der Ansicht nach Roughan und Flecknell (2003) schlicht überse-
hen. Der Mangel an Beweisen sollte nicht zur Schlussfolgerung haben, dass kein Schmerz existiert oder kei-
ne Schmerzbehandlung verlangt ist (Meintjes 2012). 
Zur Dosisfindung von Analgetika und zur Erforschung von Schmerzen und von Behandlungsmethoden wer-
den beim Tier analgesiometrische Tests angewendet. Beurteilt wird dabei das Verhalten der Tiere nach 
akuten Schmerzreizen, wobei sich die Tests immer auf kurze Reaktionen oder Reflexe beziehen (Arras 
2008), welche sehr spezifisch für einen lokal ausgelösten Schmerz und die daraus resultierende motorische 
Reaktion stehen (Stasiak et al. 2003). Gebräuchliche analgesiometrische Test sind beispielsweise die Ab-
wehrbewegung des Schwanzes aufgrund lokaler Erwärmung („tail flick-test“), die Zeit bis zum Anheben und 
Lecken der Pfote wenn der Nager auf einen heißen Untergrund gesetzt wird („hot-plate-test“) oder die Kon-
traktion der Bauchdecke nach Injektion einer reizenden Flüssigkeit („writhing-test“) (zur Übersicht Magal-
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hães-Sant´Ana et al. 2009). Darüber hinaus gibt es Modelle zur Beurteilung von Hyperalgesie und Allodynie. 
Alle diese Modelle werden bevorzugt an Ratten durchgeführt und sind standardisiert und verbreitet (Arras 
2008), allerdings sind sie deutlich abzugrenzen von Schmerzerkennung von akutem, klinischen Schmerz bei 
Tieren (Stasiak et al. 2003; Arras 2008). Hierbei steht das natürliche Verhalten als Antwort auf einen 
Schmerzreiz (z.B. durch chirurgische Eingriffe, nach künstlich induzierten Entzündungsreaktionen bei Anti-
körperproduktion) im Mittelpunkt des Interesses (Stasiak et al. 2003). Bisher bediente man sich der Erfas-
sung nozizeptiver Reaktionen, die im Zusammenhang mit dem schädigenden Reiz stehen (physiologische 
bzw. objektive Parameter) (Otto 2008) oder der Beurteilung des Tierverhaltens und des Erscheinungsbildes 
(subjektive Parameter) (Stasiak et al. 2003). Doch objektive Parameter werden auch durch Aufregung, 
Angst und Stress beeinflusst und subjektive Parameter unterliegen trotz aller Bemühungen zur Objektivie-
rung der subjektiven Einschätzung des Beobachters (Tacke et al. 2007). Physiologische Bewertungskrite-
rien wie die Veränderungen der HF, der AF, des Atemmusters, der Körperkerntemperatur (KT) (Conzemius 
et al. 1997), des BD, der Pupillengröße, der Schweißsekretion und der Magen-Darm-Motilität können also 
auf das Vorhandensein von Schmerzen hinweisen, eine tatsächlich bewusste Schmerzempfindung beweisen 
sie aber nicht, da sie auch unter Ausschaltung des Bewusstseins (z.B. unter Anästhesie) auftreten können 
(FELASA 1994). Biochemische Marker wie der Anstieg von KA, GK oder anderer Hormone im Plasma 
kann aber die Annahme verstärken, dass ein Tier Schmerz empfindet (ILAR 1992). Der „Erhalt“ dieser 
Stresshormone impliziert aber selbst Stress und Schmerz durch die Blutabnahme (Morton 2000; Pekow 
2005) und die begleitenden Manipulationen bergen die Gefahr einer starken zusätzlichen Beeinträchtigung 
des Versuchstieres (FELASA 1994). So unterliegen sie demzufolge bereits bei der Probenentnahme zur Be-
stimmung der Normwerte Veränderungen (Morton und Griffiths 1985; FELASA 1994). Daher kommen sie 
eher für die intraoperative Messung in Betracht (Morton et al. 2000) und sind folglich für eine routinemäßi-
ge, postoperative Schmerzbewertung wenig von Nutzen (Conzemius 1997). Berücksichtigt werden muss 
dabei auch die geringe Blutmenge bei Ratten (durchschnittliches Blutvolumen 58-70 ml/kg KGW, d.h. bei 
einem Körpergewicht von 250 g sind das ca. 16 ml Blut). Die häufige Entnahme kleiner Blutmengen ist laut 
Diehl et al. (2001) unproblematisch. So lassen sie relativ „stressfrei“ KA (Bühler et al. 1978; Grouzmann et 
al. 2003) und GK (Vahl et al 2005) durch den Einsatz chronisch implantierter Katheter messen. Für Lang-
zeitmessungen (> 1 d) muss der Katheter chirurgisch in die Vene implantiert werden und es besteht die Ge-
fahr, dass Käfiggenossen den Katheter zerbeißen oder beschädigen (folglich ist Einzelhaltung notwendig) 
oder der Katheter die Vene penetriert (Diehl et al. 2001). Eine weitere Möglichkeit für die Messung von GK 
ohne die Gefahr, das Tier durch regelmäßige Blutabnahmen zu belasten, ist die Messung aus dem Kot der 
Tiere (Touma et al. 2003; Palme et al. 2005). In den letzten Jahren wurden Messungen von GK und seinen 
Metaboliten bei einer Vielzahl von Spezies etabliert (Millspaugh und Washburn 2004; Palme 2005). Bei der 
Ratte wird CS in der Leber metabolisiert (unmetabolisiertes CS selbst wird kaum ausgeschieden) und mit 
dem Gallensaft in den Darm sezerniert. Ca. 80 % werden mit dem Kot, der übrige Teil über den Urin ausge-
schieden (Bamberg et al. 2001). Die Route und Dauer der Ausscheidung von GK sowie deren Metabolite 
können zwischen Tierarten und Geschlechtern variieren (Palme 2005). Die Angaben aus Studien zur Zeit-
verzögerung durch die Darmpassage mit radioaktiv markiertem CS bei Ratten liegen zwischen 7 und 24 h 
(Bamberg et al. 2001). Der in Studien am häufigsten ermittelte Zeitraum liegt zwischen 12 und 14 h (Bam-
berg et al. 2001; Royo et al. 2004; Eriksson et al. 2004; Lepschy et al. 2007). Diese Methode ist nichtinvasiv 
und das Sammeln der Kotpellets kann erfolgen, ohne die Tiere anzufassen und so zu stören. Sie spiegeln 
allerdings keinen einzelnen Zeitpunkt wieder, sondern repräsentieren die zirkulierenden CS-Spiegel über 
einen gewissen Zeitraum (Palme 2005). Arras (2008) bemängelt die ungenaue Dokumentation der Zeitdauer 
und des Ausmaßes der Belastung bei Anwendung der Methodik. Studien zu fäkalen Exkretionen zu KA bei 
Ratten brachte keine aussichtreichen Ergebnisse (Lepschy et al. 2008). 
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Auch neurophysiologische Techniken wie das Elektroenzephalogramm (EEG), der Bisspektral-Index (BIS) 
und sensorisch evozierte Potenziale (SEP) wurden auf deren Aussagekraft bezüglich der Schmerzerkennung 
geprüft. Diese aus der Humanmedizin stammenden, aufwendigen Überwachungsmethoden sind auch beim 
Menschen nur mehr oder minder erfolgreich (SEP > EEG > BIS), teilweise nicht auf das Tier übertagbar und 
bedürfen noch der technischen Weiterentwicklung (Murrell und Johnsen 2006).  
In der Humanmedizin wurden in den letzten Jahren zur Quantifizierung von Schmerz verschiedene pragmati-
sche Punktesysteme eingeführt. In der Veterinärmedizin haben sich die numerische Bewertungstabelle und 
die visuelle Analog-Skala durchgesetzt (Otto 2001). Grundsätzlich vorausgesetzt bei der Anwendung dieser 
subjektiven Bewertungskriterien sind fundierte Kenntnisse der Physiologie und des Verhaltens, des Erschei-
nungsbildes und der anatomischen Charakteristika der jeweiligen Spezies (Otto 2008) und des Tierstammes 
(Schamann 1999). Die numerische Bewertungstabelle ist die am häufigsten Verwendete Methode (Otto 
2001). Sie wird in Form von Datenerfassungsblättern („Score-Sheets“) zum Festhalten von Abbruchkriterien 
(„humane endpoints“) in Tierversuchen von der Behörde zugrunde gelegt. So wird darin u.a. die Reduktion 
der Körpermasse erfasst (Arras 2008). Das Sistieren der Nahrungsaufnahme und daraus resultierenden Ge-
wichtsveränderungen (Hawkins 2002; Stasiak 2003; Flecknell 1993; Arras 2007b; Flecknell 2009) sowie 
gelegentlich auch der Trinkwasseraufnahme (Morton und Griffiths 1985; Stasiak 2003) sind unter Schmer-
zen und Leiden häufig beschrieben worden. Nachteilig ist die nötige Einzelhaltung der Tiere für die Erfas-
sung (Arras 2008). Eine Vorreiterrolle auf dem Gebiet der Bewertung klinischer Schmerzen übernahmen 
Morton und Griffiths (1985). Ihr entworfenes Scoring System wurde als großer Fortschritt betrachtet und 
bildete die Basis für alle später entwickelten Bewertungstabellen. Sie teilten die Kategorein von 0 (normal 
bis mild) bis 3 (schwerwiegend) ein. Mittels Gesamtscore sollte die Schwere der Veränderung der Tierkon-
stitution beurteilt werden. Dennoch war es nicht auf alle Situationen und Schmerzarten übertragbar (Fleck-
nell 2009). Scharmann (1999) und Flecknell (2009) empfehlen daher eine Modifizierung der Bewertungsska-
len von Morton und Griffiths (1985), indem zusätzlich spezifische Kriterien für die Art des chirurgischen 
Eingriffs aufgenommen werden, auch wenn dadurch die Befunde auf versuchsspezifische Daten beschränkt 
bleiben (Arras 2008). Je detaillierter und umfangreicher ein solches Score-Sheet ist, desto mehr Zeit ist nö-
tig, um alle Beobachter anzulernen und eine große Population Tiere zu untersuchen (ACLAM 2007). Da 
Ratten nachtaktiv sind, ist eine Verhaltensbeurteilung während der Lichtphase nur bedingt nützlich (Fleck-
nell 1993). 
Ein allgemeines Problem von Verhaltens-basierenden Bewertungen ist, dass sie auf einer schnellen Erholung 
der Tiere von der Anästhesie beruhen. Wenn die Erholung verzögert ist oder mit verlängerter Sedation ein-
hergeht, kann es passieren, dass Tiere kein Schmerzverhalten zeigen (Flecknell 2009).  
 
Die nachfolgend aufgeführten spezifische Anzeichen, welche bei der Ratte Disstress oder Schmerz aus-
drücken, sind von vielen Autoren zusammengefasst wurden (Morton und Griffiths 1985; Otto 2001; FELA-
SA 1994; Tacke et al. 2007; ACLAM 2007; Flecknell 2009). Sie können aber auch Ausdruck von Krankheit 
oder Unwohlsein sein (Scharmann 1999):  
 
Veränderungen des äußeren Erscheinungsbildes: 
- ungepflegtes, glanzloses, gesträubtes Haarkleid  
- Piloerektion 
- flach anliegende Ohren 
- rötliche Verklebungen um die Nasenöffnungen und die Augen (sog. „Brillenauge“ durch mangelndes Putz- 
  verhalten von nicht entferntem Hämatoporphyrin aus den Harderschen Drüsen) 
 
Veränderungen von Haltung und Gang: 
- abnorme Haltung 
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- aufgewölbter Rücken (v.a. bei Schmerz im Abdominalbereich) durch angespannte Bauch- und Rücken- 
  muskulatur 
- vermehrtes Strecken des Körpers 
- zusammengekauerte Position, bei der der Kopf gegen den Bauch gedrückt wird 
- Andrücken des Abdomen an den Boden 
- verspannter Gang 
- Ataxie 
 
Allgemeine Verhaltensänderungen: 
- exzessives Lecken und Kratzen bis hin zur Automutilation 
- Winden des Körpers 
- häufige, abrupte Bewegungen während des Ruhens; häufiges Aufstehen und Niederlegen 
- Vokalisation bei Einwirkung von akutem Schmerz (ruhige, einzelne Laute, anhaltende laute, ungewöhn- 
   liche Töne, Zähneknirschen, Ultraschallvokalisation) 
- reduziertes Putzverhalten 
- gestörtes Schlafmuster 
- Allotriophagie (Auffressen der Jungtiere und/oder der Einstreu) 
 
Veränderungen des Verhaltens gegenüber dem Menschen (provoziertes Verhalten): 
- ungewöhnlich aggressives Verhalten während des Handlings 
- auffällig ruhiges Verhalten während des Handlings 
 
Veränderungen des Sozialverhaltens: 
- Isolation/Absonderung von den Käfiggenossen 
- Ausgestoßenwerden/Angegriffenwerden durch Gruppenmitglieder 
 
Veränderungen des Bewegungsverhaltens: 
- verringerte Aktivität bis hin zur Immobilität 
- verringertes Erkundungsverhalten 
- Manegelaufen 
 
Veränderungen des Ernährungsverhaltens: 
- Verringerung der Wasser- und Futteraufnahme 
- Inappetenz 
- verändertes Fressverhalten: Fressen von Einstreu u./o. der Nachkommen 
 
Veränderungen des Ausscheidungsverhaltens: 
- verringerter Harn- und Kotabsatz 
 
Veränderungen physiologischer Parameter: 
- Gewichtsverlust 
- kardiovaskuläre Anzeichen, wie dunkel verfärbte Klauen und Gliedmassenspitzen, vorgewölbte, blasse  
  Augäpfel (bei Albinos) 
- dilatierte Pupillen 
- respiratorische Anzeichen, wie flache und hochfrequente Atmung, Stöhnen bei der Exspiration 
 
Eine einfache Bestätigung des Vorhandenseins von Schmerzen kann mit der Gabe von Analgetika geprüft 
werden, wenn das Normalverhalten des Tieres hierdurch wiederherstellt werden kann (Scharmann 1999). Bei 
einem solchen Vorgehen sollte allerdings die Möglichkeit der Beeinflussung der zu untersuchenden Parame-
ter durch unspezifische Effekte dieser Substanzen abgeklärt werden (Morton und Griffiths 1985).  
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Nützlich zur Schmerzerkennung sollen auch emittierte Laute sein. Nur auf akuten Schmerz reagieren Ratten 
mit hörbaren Lautäußerungen (Henke et al. 2012b). Nager verfügen über die Fähigkeit, Rufe im Ultra-
schallbereich (Ultraschallvokalisation = USV) auszusenden und zu detektieren. Sie liegen oberhalb der hör-
baren Grenze des menschlichen Gehörs (über 20 kHz) und sind nur mit spezieller Technik darstellbar. USV 
sind abhängig vom Alter, den Umweltbedingungen und vom emotionalen Zustand des Tieres. Es sind 3 ver-
schiedene Arten der USV bei Ratten bekannt (Portforts 2007). Frequenzen zwischen 21-32 kHz (sog. „22 
kHz calls“ oder „Disstress“- oder „Alarm calls“) signalisieren negative Gefühle (Knutson et al. 2002). Ratten 
senden diese in bedrohlichen, ausweglosen Situationen, wie bei Konfrontation mit einem Raubtier 
(Blanchard 2001), bei Rangkämpfen (Portavelle et al. 1993) oder beim Handling (Brudzynski 2001) aus. So 
dienen sie wahrscheinlich als „Alarmfunktion“, um Artgenossen zu warnen. Angstlösende Medikamente 
können die Häufigkeit dieser Laute verringern (Sanchez 2003). Han (2005) ermittelte diese Laute auch nach 
Schmerzinduktion bei Ratten mit Arthritis und befanden sie als verlässlichen Indikator für schmerz-
induziertes Verhalten. Williams et al. (2008) entdeckten bei ihren Versuchen mit Mäusen, die sie akutem 
Schmerz (Einschnitt ins Ohr, Abschneiden der Schwanzspitze) aussetzten, dass die Tiere neben USVs zu-
sätzlich immer einen hörbaren Laut absetzten. Somit messen sie USVs keinen höheren Informationswert zu. 
Lautfrequenzen unter 20 und über 30 kHz werden in alarmierenden Situationen extrem selten ausgesendet 
(Brudzynski 2001).  
Vielversprechend scheint auch die Detektion eines „immediate early gene“ (IEG) wie c-fos, welches 
durch Stress und somato-viscerale Schmerzen als Mediator der Langzeit-Reaktionen eine gesteigerte Gehirn-
aktivität in den Neuronen des ZNS markiert (Emmert und Hermann 1999; Sinniger et al. 2004). Die Tran-
skription von IEGs geschieht rasch und ist vorrübergehend nach Depolarisation einer geschädigten Zelle 
(Sheng und Greenberg 1990). Verschiedene Methoden wurden bereits etabliert, um die Expression von c-fos 
mittels In-situ-Hybridisierung von c-fos mRNA zu messen oder das c-Fos-Protein durch Immunhistochemie 
zu markieren und sichtbar zu machen (Emmert und Hermann 1999; Sinninger et al. 2004; Hwang et al. 
2007). 
Neuere Konzepte, die sich mit Schmerz-Scoring von akuten Schmerzen befassen, basieren auf computerge-
stützten Bewertungen des Schmerzgesichts bei Ratten (Rodent Face Finder®) durch verblindete Bewerter 
nach spontanem Schmerz u.a. nach durchgeführter Laparotomie mit und ohne Analgetikagabe (Sotocinal et 
al. 2011). Da für die Laparotomie-Untersuchung eine Inhalationsnarkose mit Isofluran und Sauerstoff ver-
wendet worden ist, die eine schnelle Erholung ermöglicht, ist die Übertragbarkeit auf Injektionsanästhesien 
und den dahingehenden Einfluss auf das Verhalten (Nachschlafdauer, verzögerte Erholung etc.) schwierig.  
Arras (2007b) entdeckte in ihren Studien an Mäusen Unterschiede im Nestbauverhalten im Anschluss an 
eine Vasektomie mit Embyotransfer mit und ohne Schmerztherapie. Zusätzlich erbrachten ihre Studien mit 
telemetrischen, implantierten Sendern bei Mäusen interessante Ergebnisse. So veränderte sich die HF posto-
perativ bei Tieren, die keine Analgesie erhalten hatten im Gegenzug zu Tieren, die analgetisch versorgt wa-
ren (Arras 2005). Diese Veränderungen wurden bei Tieren, welche nur der Narkose ohne OP oder nur einer 
Analgesie plus Vehikelinjektion unterzogen wurden, nicht beobachtet. 
Abschließend betrachtet zeigen die Ausführungen auf, dass es aktuell keine „Goldstandard-Methode“ zur 
Schmerz- und Disstress-Erkennung beim Tier gibt (Murrell und Johnsen 2006). Die systematische 
Schmerzerkennung mittels Datensammlung kann unter der Verwendung der heutigen Methoden als relativ 
objektiv angesehen werden. Da aber bekannt ist, dass Schmerz und Disstress höchst subjektive Erfahrungen 
sind, die durch seelische Emotionen beeinflusst und modifiziert werden, ist eine vollkommen objektive Art 
der Feststellung und Messung folglich nicht möglich (Scharmann 1999; Otto 2008). Sie kann nur indirekt 
und annährungsweise über eine Kombination objektiver und subjektiver Bewertungskriterien bzw. Parameter 
erfolgen (Otto 2008). So bleibt die „Übersetzung“ der erhaltenen Daten immer noch eine subjektiv menschli-
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che Interpretation (Henke et al. 1999) und ist von den Fähigkeiten, der Erfahrung und Einstellung des jewei-
ligen Untersuchers abhängig (LASA 1990). 
 
2.3. Definition und Zweige der Anästhesiologie allgemein und bei Labornagern 
 
Die Definition bzw. das Verständnis für Anästhesie und deren Bestandteile hat sich seit der Einführung vor 
150 Jahren erheblich verändert. Den Anfang der Anästhesiologie bildet die sog. “Etherisation“, welche ein 
pharmakologisches Verfahren beschrieb, in welchem ein Patient Äther vor einer Operation inhalierte. Kurz 
darauf kamen zwei Begriffe im Zusammenhang mit der “Etherisation“ auf: Anästhesie (griech. ohne Gefühl) 
und Narkose (griech. Stupor, Paralyse). Demnach war ein mit Äther behandelter Patient bewegungslos und 
frei von unangenehmen und schmerzhaften Empfindungen (Urban und Bleckwenn 2002). Folglich ist „eine 
Arzneimittel-induzierte Empfindungslosigkeit“ die traditionelle Definition der Anästhesie (Heavner 2001). 
Die moderne Definition des American Board of Anesthesiology (2012) besagt: „Anästhesiologie ist die me-
dizinische Methode, um Unempfindlichkeit gegenüber chirurgischen, geburtshilflichen, therapeutischen und 
diagnostischen Verfahren zu gewährleisten“. Unempfindlichkeit gegenüber Schmerzen impliziert deren 
Meinung nach nicht zwingend Bewusstlosigkeit oder einen Mangel an Empfindsamkeit, sondern ist auch 
durch lokale bzw. regionale Anästhesie produzierbar. Demnach unterscheidet man bei der Anästhesie allge-
mein zwischen Regional- bzw. Lokalanästhesie und der Allgemeinanästhesie. Die Begriffe Anästhesie und 
Narkose werden heute zum Teil gleichbedeutend verwendet (Erhardt 2012). 
Zur Erzeugung einer Allgemeinanästhesie (oder auch Vollnarkose) kann man zwischen der Inhalations-, 
Injektions- und balancierten Anästhesie (Kombination unterschiedlich wirkender Medikamente und Anästhe-
sieformen) wählen (Tacke 2010). Eine universelle Definition von Allgemeinanästhesie ist schwierig, da kein 
Konsens über die essentiellen Bestandteile herrscht. Kissin (1993) bezeichnete Allgemeinanästhesie als ei-
nen „pharmakologische Eingriff, der vor psychologischen und somatischen Nebenwirkungen eines chirurgi-
schen Verletzung schützen soll und dazu dient, günstige Bedingungen für die Chirurgie zu schaffen“. Die 
Begriffe „Narkose“ und „Anästhesie“ stellen die Bestandteile Muskelrelaxation bzw. Immobilität und Un-
empfindlichkeit (inklusive Analgesie) heraus (Urban und Bleckwenn 2002). Nach Auffassung von Heavner 
(2001) ist die Allgemeinanästhesie ein „wirkstoffinduzierter, veränderter Bewusstseinszustand, in welchem 
ein Patient schmerzfrei und ohne Erinnerungsvermögen ist (Amnesie: griech. ohne Erinnerung, Gedächtnis) 
und sein Verhalten unterdrückt ist. Analgesie ist definiert als „eine verminderte oder fehlende Schmerzemp-
findung in einem ansonsten bewussten Patienten“ (Prys-Roberts 1987). Die Auswahl der essentiellen Be-
standteile der Allgemeinanästhesie und somit auch die Wahl des Anästhetikums bzw. der Anästhesiemethode 
ist maßgeblich abhängig vom Versuchsziel (Kissin 1993; Urban und Bleckwenn 2002) und richtet sich nach 
der individuellen Sichtweise des Wissenschaftlers/Anästhesisten. Die Bestandteile einer Allgemeinanästhesie 
lassen sich so in gewollte und ungewollte Bestandteile einteilen. Zu den gewollten Bestandteilen zählen Am-
nesie, Bewusstlosigkeit und Angstfreiheit, Muskelrelaxation/Immobilisation und die Unterdrückung von 
Reaktionen auf schmerzhafte Stimulationen. Die Analgesie kann ist je nach Betrachtungsstandpunkt bereits 
durch die Bewusstlosigkeit oder erst durch die Unterdrückung von Reaktionen auf schmerzhafte Stimulatio-
nen erreicht werden. Instabilität des Herz-Kreislaufs- und/oder des Atemsystems, Exzitationen und Konvul-
sionen, Erbrechen sowie Zittern gelten als ungewollte Bestandteile der Allgemeinanästhesie (Urban und 
Bleckwenn 2002). Die Wirkungsweise der Allgemeinanästhetika ist komplex und noch nicht vollständig 
erschlossen. Zudem ist sie nicht für alle Substanzen einheitlich (Urban und Bleckwenn 2006; Erhardt 2012).  
Bei einer Lokalanästhesie wird das Anästhetikum (hier: Lokalanästhetikum [LA]) auf oder direkt in das Ge-
webe appliziert, in welchem ein kleiner chirurgischer Eingriff vorgenommen werden soll oder wird bei der 
Regionalanästhesie in die Nähe eines Nervengeflechts injiziert, was eine absolute Gefühlslosigkeit des zu 
operierenden Gebietes ohne Bewusstlosigkeit zur Folge hat (Urban und Bleckwenn 2002; Erhardt 2012). Das 
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LA blockiert spannungsabhängige Natriumkanäle und dadurch die Fortleitung von Aktionspotentialen (Rich-
ter 2010). Für Nager allgemein sind nur wenige Anwendungen der Lokalanästhesie gebräuchlich (Tacke et 
al. 2007), wie z.B. die Oberflächenanästhesie am Auge. Ullmann (2012) bezeichnet eine alleinige Anwen-
dung von Lokalanästhetika als ungeeignet, weil die Tiere durch den Stress der Fixierung und Behandlung 
stark belastet werden.  
 
2.3.1 Anästhesiestadien 
 
Die Stadien der Anästhesie wurden im Jahr 1951 bei der Ethernarkose eines Menschen von Arthur Guedel in 
Stadium I (Analgesie- oder Einleitungsstadium), Stadium II (Exzitationsstadium), Stadium III (Chirurgisches 
Toleranzstadium) und Stadium IV (Asphyxsiestadium) unterteilt (s. Tab. 1). Sie werden im Normalfall mit 
zunehmender Etherkonzentration der Reihe nach durchschritten und gegen Ende der Anästhesie auch wieder 
retrograd durchlaufen (Ausnahme: kompetitive Antagonisierung aller Komponenten) (Erhardt und Haberst-
roh 2012).  
 
Stadium I: 
ANALGESIE 
 Patient ist jederzeit weckbar  willkürliche Bewegungen   Analgesie: keine ausreichende; Schmerzreize führen zu HF- und BD-Anstieg 
Stadium II: 
EXZITATION 
 Reaktion auf Weckversuche verzögert; keine bewusste Wahrnehmung  Erhöhter Skelettmuskeltonus  Übersteigerte Reflexerregbarkeit bis hin zu Krämpfen  Analgesie: keine ausreichende; schnelle, unregelmäßige Atmung, hohe HF, 
BD-Anstieg; verstärkt bei Schmerzreizen 
Stadium III: 
TOLERANZ 
 
Stufe 1: Hypnosestadium  Patient bewusstlos = Reaktionslosigkeit auf Umweltreize  Muskelrelaxation  Analgesie: schwach; bei Schmerzreizen Steigerung der HF, BD-Erhöhung und 
unkoordinierte Bewegungen  
 
Stufe 2: Stadium der chirurgischen Toleranz (cT)  Schmerzreflexe werden uneindeutig/fallen aus  ruhige, regelmäßige Atmung  BD und HF leicht erniedrigt  Analgesie: ausreichend; aber starke Schmerzreize → leichter Anstieg HF
 
und/oder des BD 
 
Stufe 3: Stadium der physischen Depression  nahezu Reflexfreiheit  Atmung flach und uneffektiv  Kompensatorische HF-Erhöhung aufgrund niedrigen BD  Analgesie: ausreichend 
Stadium IV: 
ASPHYXIE 
 komplette Reflexfreiheit  Schnappatmung bis hin zu Atemstillstand  Analgesie: stark ausgeprägt 
 
Tab. 1: Einteilung der Anästhesiestadien beim Menschen und Auswirkungen auf die Herzfrequenz (HF), 
den Blutdruck (BD) und die Atmung sowie die Ausprägung der Analgesie (nach Guedel 1951).  
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Der Verlust des Bewusstseins markiert die Grenze zwischen Stadium I und II, das Sistieren spontaner, ge-
richteter Muskelbewegungen die Grenze zwischen Stadium II und III. In dem oberflächlichen Anästhesiesta-
dium III/1 können Schmerzreize zu haemodynamischen Reaktionen und ungerichteten Muskelbewegungen 
führen, wohingegen sie in Stadium III/2 ausbleiben bzw. gedämpft sind (Haskins 2007). In Stadium III/2 ist 
eine ausreichende Analgesie gewährleistet, die bei einer Allgemeinanästhesie für chirurgische Eingriffe nach 
Erhardt und Haberstroh (2012) nötig ist. Andere Autoren verstehen Analgesie nicht als essentiellen Bestand-
teil für eine Allgemeinanästhesie (s. 2.3.2) (Prys-Roberts 1987; Antognini 2005; Haskins 2007), da Schmerz 
per definitionem eine bewusste Wahrnehmung ist und ein bewusstloser Patient folglich keinen Schmerz spü-
ren kann. Folglich bezeichnen sie das Stadium III/1 als ausreichend für chirurgische Eingriffe. Für Erhardt 
(2012) sowie Wolfensohn und Lloyd (2013) ist die Analgesie neben Hypnose und Skelettmuskelentspannung 
(Relaxation, Immobilisation = Unterbindung von Spontanbewegungen) fester Bestandteil der Allgemeinanä-
sthesie. Das Tempo, mit welchem die einzelnen Stadien durchlaufen werden und die Erscheinungsform der 
Stadien, richtet sich nach Anästhesiemethode, der Applikationsform, der Spezies und dem Status praesens 
des Tieres (Erhardt und Haberstroh 2012). So laufen sie bei einer intravenösen (i.v.) Injektion sehr rasch ab 
oder werden bei einer sedativen Prämedikation gewollt verwischt. Das Guedel-Schema beruht auf einer 
Vielzahl klinisches Anzeichen (Muskeltonus, Bulbusstellung, Pupillengröße, Atemmuster etc.) und wurde 
inzwischen von vielen Autoren modifiziert. Von einzelnen Autoren wird die klassische Einteilung zur Beur-
teilung der Narkosetiefe beim Tier als nur bedingt aussagekräftig bis hin zu nicht hilfreich angesehen (Green 
1979; Urban und Bleckwenn 2002) und trifft in dieser Form nur auf Inhalationsanästhesien mit einer Sub-
stanz zu. (Guedel 1951). 
 
2.3.2 Anästhesietiefe 
 
Die Anästhesietiefe bei Nagern wird allgemein von der klassischen Stadieneinteilung des Menschen abgelei-
tet (s. Tab. 2) (Whelan und Flecknell 1992). Es wird grundsätzlich angenommen, dass ein Tier während der 
Allgemeinanästhesie bewusstlos und damit unfähig ist, Schmerz wahrzunehmen (s. Definition Schmerz 2.2) 
(Antognini 2005; Otto 2008). Durch steigende Konzentration des Allgemeinanästhetikums entfalten sich 
nach nacheinander folgende Wirkungen: 
 
1. Amnesie  
2. Erlöschen somatosensorischer Reaktionen → Bewusstlosigkeit 
3. Erlöschen somatomotorischer Reaktionen  
4. Erlöschen autonomer respiratorischer Funktionen 
5. Erlöschen autonomer hämodynamischer Funktionen 
6. Erlöschen autonomer hormoneller Funktionen 
 
Von Studien am Menschen ist bekannt, dass die benötigten Konzentrationen, um Amnesie bzw. Bewusst-
seinsverlust hervorzurufen, sehr dicht bei einander liegen (Antognini 2005). Als Zeitpunkt der Bewusstlosig-
keit wird beim Tier zumeist der Verlust des Stellreflexes (loss of righting reflex = LORR) verwendet (Franks 
2008). Zusätzlich wird für das Bestehen der Bewusstlosigkeit in verschiedenen Studien das Erlöschen des 
Lidreflexes, bei Inhalationsanästhetika eine endexpiratorische Konzentration von mehr als 1,3 MAC und 
eine Medianfrequenz von 2-6 Hz im EEG genannt (Otto 2008). Als wesentlicher klinischer Endpunkt für das 
Erreichen einer adäquaten chirurgischen Narkosetiefe (chirurgische Toleranz = cT) gilt das Erlöschen soma-
tomotorischer Reaktionen (Abwehrreaktionen, Erhöhung des Skelettmuskeltonus) (De Beer et al. 1996). Das 
Erreichen dieses Punktes variiert zwischen den verschiedenen Tierspezies und den angewendeten Anästheti-
ka (Whelan und Flecknell 1992). Laut der Ansicht von Otto (2008) kann allgemein angenommen werden, 
dass der Übergang vom Wachzustand zu Anästhesie und somit die Unterdrückung der Schmerzwahrneh-
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mung am besten durch das Erlöschen somatomotorischer Reaktionen angezeigt wird. Nach der oben aufge-
führten Reihenfolge bedeutet dies, dass Tiere, welche sich bei Setzen eines Schmerzreizes nicht mehr bewe-
gen, bewusstlos sind und nicht in der Lage, Schmerz zu empfinden (Otto 2008). 
Um die Nebenwirkungen von Anästhetika, aber auch den Einfluss von Anästhetika auf das Experiment spe-
ziell in neurowissenschaftlichen Studien (Antognini et al. 2005) zu reduzieren und damit die Aussagekraft 
der statistischen Daten zu verbessern, sollte laut Whelan und Flecknell (1992) und Haskins (2007) die Anäs-
thesietiefe gewählt werden, die minimal für den geplanten Eingriff benötigt wird. Nach der Auffassung von 
Haskins (2007) geht der Trend auch bei Labortieren zu oberflächlicheren Anästhesiestadien. Antognini et al. 
(2005) empfehlen dieses Vorgehen zumindest für ausgewählte Eingriffe (z.B. neurophysiologische Studien). 
Das senke die Mortalität und Morbidität, spare Medikamente, Personal- und Einrichtungskosten (Haskins 
2007) und macht, im Falle neurophysiologsicher Studien, einen geringen Unterschied zum normalen, wachen 
Zustand aus (Antognini et al. 2005). Gegen diese „je weniger Anästhetikum desto besser“-Hypothese spricht, 
dass so weiterhin physiologische und autonome Reaktionen auf einen Schmerzreiz (Erhöhung der KA-
Konzentration, Erhöhung der HF etc.) bestehen, welche nachteilige Auswirkungen (z.B. metabolische, rena-
le, myokardiale Effekte) auf das Tier und die experimentellen Ergebnisse haben können (Roizen et al. 1981; 
Antognini et al. 2005). Außerdem behindere das Bestehen von Bewegungen ein sicheres chirurgisches Ar-
beiten (Flecknell 2009). In der Humanmedizin werden zu diesem Zweck großflächig Muskelrelaxantien ein-
gesetzt, deren Einsatz in der Tiermedizin eher weniger gebräuchlich ist (McDonell und Kerr 2007). Haskins 
(2007) gibt an, dass für bestimmte Anästhetika spontane Bewegungen charakteristisch sind (z.B. für Opiode, 
Propofol) und sie somit nicht per se mit mangelhafter Anästhesietiefe gleich gesetzt werden sollten. Die Ge-
fahr bei der Unterdrückung haemodynamischer Reaktion bestehe allerdings in einer potenziell stärkeren De-
pression der Atem- und Herzfunktion und einer größeren Wahrscheinlichkeit der Toxizität der Anästhetika 
(Roizen et al. 1981). Vorab eines Versuchs sollte ein Experimentator deshalb anhand der Art des Vorhabens 
am Tier (manipulatorisch, chirurgisch mit geringen Schmerzen, chirurgisch mit starken Schmerzen) festle-
gen, wie tief die Narkose für das geplante Vorgehen sein muss (Whelan und Flecknell 1992). 
 
2.3.3 Anästhesiezeichen 
 
Unter den Autoren herrscht keine Einigkeit, welche Parameter eine genaue Bestimmung der Narkosetiefe bei 
Labornagern ermöglichen (Smith 1993; Antognini et al. 2005). Häufig wird der Verlust von Reflexen zu 
Beurteilung herangezogen (Whelan und Flecknell 1992).   
In der Humanmedizin finden vielfach Messmethoden wie der BIS zur Erfassung hypnotischer Effekte 
(Heavner 2001) oder das Latenzverhalten akustisch evozierter Potenziale (AEP) Anwendung. Sie sollen die 
Vorhersage einer möglichen Schmerzreaktion zulassen (Erhardt und Haberstroh 2012). Die Vorhersage defi-
nierter Reaktionen auf einen chirurgischen Schmerzreiz mittels EEG-Messungen ist nicht eindeutig möglich 
(Dwyer et al. 1994). Mit Hilfe des BIS gelang es aber beispielsweise, die intraoperative Wachheit in der 
Humanmedizin signifikant zu reduzieren (Punjasawadwong et al. 2007). Mängel zeigten sich was die Vor-
hersage motorischer Reaktionen auf Schmerzreize mittels BIS betrifft (Send 2012). AEP und andere SEP 
eignen sich nicht für sich schnell ändernde Anästhesiesituationen (Whelan and Flecknell 1992) und variieren 
genau wie der BIS je nach verwendetem Anästhetikum (Send 2012). Da jede Methode für sich allein Nach-
teile birgt, ist weiterführende Forschungsarbeit notwendig und eine Kombinationen aus mehreren Messme-
thoden ratsam (Kaul und Bharti 2002; Otto 2008). In der Tiermedizin sind solche Messmethoden aus der 
Humanmedizin kaum evaluiert und nicht praktikabel für den routinemäßigen Einsatz (Antoginini et al. 2005; 
Erhardt und Haberstroh 2012). Bei der Vielzahl von Tierspezies und den sehr unterschiedlichen Reaktionen 
auf Substanzklassen ist eine universelle Anwendbarkeit von humanmedizinischen Geräten schwierig oder 
gar ungeeignet (Jang et al. 2009; Silva und Antunes 2012). 
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In der Anästhesiologie von größeren Tieren und auch vom Menschen werden seit Jahren erfolgreich physio-
logische Parameter wie Veränderungen der AF, der HF und/oder des arteriellen BD zur Bestimmung der cT 
herangezogen (Arras 2001). Eine plötzlich ansteigende der HF, der AF oder des BD werden generell als Zei-
chen für eine ungenügende Anästhesietiefe betrachtet (Haskins 2007). Da Labornager aufgrund ihrer Größe 
sehr hohe physiologische Werte aufweisen (s. Tab. 3), ist für eine routinemäßige Überwachung eine spezielle 
technische Ausstattung von Nöten, deren Bedienung und Überwachung bei routinemäßigen Eingriffen bei 
Labornagern (häufig viele in kurzer Zeit), den notwendigen zeitlichen und personellen Aufwand nicht recht-
fertigen (Arras 2001). Laut Ullmann (2012) ist die Narkoseüberwachung von Nagetieren im Labor oft nur 
klinisch möglich, da es an speziellen Gerätschaften fehlt. Reflextests und andere klinische Beobachtungen 
sind einfach durchführbar und bedürfen keiner teuren Ausstattung (Arras 2001). Nach Ansicht von Shafer 
and Stanksi (2008) gibt es keinen Stimulus und keine Reaktionsmessung beim Tier, welche die Anästhesie-
tiefe im klinischen und auch im wissenschaftlichen Sinn vollständig erfasst. Wenn aber das Verhindern von 
Schmerzempfinden bei chirurgischen Eingriffen ein wichtiges Ziel der Anästhesie ist, kann folglich die 
Antwort auf Schmerzreize ein wichtiger Anhaltspunkt für die Messung der Anästhesietiefe sein (Flecknell 
2009). Von geringer Relevanz ist der Cutaneusreflex (Smith 1993; Arras 2001), da bereits lauffähige Tiere 
nicht auf den Reflex reagierten. Ebenfalls wenig hilfreich ist der Schwanzreflex (Arras 2001), da er bei Mäu-
sen (Arras 2001) und Ratten (Field et al. 1993) viel früher ausfällt als der Zwischenzehenreflex (ZZR). Der 
ZZR, bei welchem unter sanften Strecken der Gliedmaße mit einem Hilfsmittel (atraumatische 
Mosquitoklemme, anatomische Pinzette) in die Zwischenzehenhaut gekniffen wird, um ein eventuelles Zu-
rückziehen der Gliedmaße hervorzurufen, ist der am häufigsten empfohlene, sensibelste und verlässlichste 
Reflextest bei Nagern (Bertens et al. 1994; Arras 2001, Henke und Erhardt 2012a, Flecknell 2009) und kann 
somit als Anzeiger für den Beginn (Flecknell 2009) und das Ende (Arras 2001) der cT angesehen werden. In 
Studien von Arras (2001) mit Mäusen unter einer Xylazin-Ketamin-Narkose korrelierte dieser eng mit der 
cT, gemessen an physiologischen Parametern. Der Verlust dieser Schmerzreflexe geschieht allerdings nicht 
gleichzeitig in allen Teilen des Körpers (Flecknell 2009). Er fällt je nach Anästhetikum an der Vorder- und 
Hintergliedmaße zeitlich versetzt aus (Mantel 1999; Antognini et al. 2005; Buitrago et al. 2008). Mantel 
(1999) untersuchte die vollständig antagonisierbare Anästhesie an Wistar-Ratten und konnte zeigen, dass 
hier der ZZR an der Hintergliedmaße später ausfiel und von kürzerer Dauer war als an der Vordergliedmaße. 
Es ist nicht eindeutig geklärt, ob der Verlust des ZZR eine Abnahme im Schmerz-assoziierten neuralen oder 
in motorisch assoziierten Aktivitäten ist oder in beidem. Antognini et al. (2005) gehen davon aus, dass er 
hauptsächlich von spinalen Mechanismen gesteuert wird, da Studien an dekapitierten Ratten oder gehirntoten 
Menschen zeigten, dass diese weiterhin zu komplexen Bewegungsabläufen befähigt waren. Auch andere 
Autoren vertreten diese Ansicht (Haberham et al. 1999; Mantel 1999; Flecknell 2009). Für deren Erlöschen 
des ZZR in der Anästhesie sind weit tiefere Stadien notwendig, als sie es für den Bewusstseinsverlust wären 
(s. 2.3.2).  
Bei Hunden und Katzen werden häufig Tests und Beobachtungen am Auge, wie beispielsweise der Lid- und 
Cornealreflex und die Stellung des Augapfels herangezogen, welche aufgrund der Aussagekraft beim Nager 
nur selten eingesetzt werden (Smith 1992; Dannemann 1977; Flecknell 2009) und bei häufiger Wiederholung 
das Auge schädigen können (Arras 2001). Henke und Reinert (2006), die GV-SOLAS (2010a) sowie Ull-
mann (2012) empfehlen den Lidreflex gemeinsam mit dem ZZR zur Überprüfung der Narkosestadien bei 
Nagern (s. Tab. 2). Ein leichter Exophthalmus soll bei Nagern ein Hinweis dafür sein, dass sich das Tier in 
einem für chirurgische Eingriffe geeigneten Anästhesiestadium befindet (GV-SOLAS 2010a). Dem gegen-
über steht die Aussage von Henke und Erhardt (2012a), welche einen Exophthalmus bei Ratten als ein Zei-
chen für eine zu tiefe Narkose werten. Als Kennzeichen für eine zu flache Narkose betrachten sie das Vibrie-
ren der Barthaare während der Narkose.  
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Abschließend betrachtet werden Anästhesisten und Experimentatoren in der Labortiermedizin derzeitig wei-
terhin auf die Anwendung klinischer Parameter, den Verlust von Reflexen und vor allem auf ihre gewonnen 
Erfahrung vertrauen müssen. Dies geschieht unter dem Vorbehalt und dem Risiko, dass sie für die vollstän-
dige Erfassung der Anästhesietiefe unzureichend sein können (Erhardt und Haberstroh 2012).  
 
STADIUM ANALGESIE NAGER 
I Analgesie - psychische Dämpfung, reduzierte Spontanmotorik 
II Exzitation - Ruderbewegung, Zittern der Barthaare, Urinabsatz 
III/1 Hypnose - 
Relaxation, Atem- und Kreislaufreaktion bei Schmerz, 
ZZR leicht +, Lidreflex +/-, zentraler Bulbus 
III/2 Chirurgische Toleranz + 
ZZR unmittelbar -, keine Reaktion auf Schmerzreize, 
Lidreflex -, Ohrreflex -, Cornealreflex +, leichter 
Exophthalmus 
III/3 Depression + ZZR -, Cornealreflex -, starker Exophthalmus 
IV Asphyxie + 
Reflexlosigkeit, Schnappatmung, weiter starrer Blick 
mit zentralgestelltem Bulbus, trockene Cornea und 
Schleimhäute 
 
Tab. 2: Typische Zeichen der Anästhesiestadien bei Nagern (nach GV-SOLAS 2010a; Ullmann 2012);  
-/+: nicht vorhanden/vorhanden.  
 
2.3.4 Einflussfaktoren 
 
Tiere weisen eine unterschiedliche Sensibilität gegenüber Anästhetika (und Substanzen allgemein) auf. Dies 
trifft für alle Anästhetika gleichermaßen zu, doch verschärft es bei Injektionsanästhetika die Problematik der 
Einstellung der Anästhesietiefe (Jang et al. 2009; Wolfensohn und Lloyd 2013). Ursächlich für die Variatio-
nen sind die Spezies, der Stamm, das Geschlecht, das Alter und das Körpergewicht (Green 1979) sowie die 
Gesundheit, der Ernährungszustand, der circardiane Rhythmus und endokrinologische Faktoren. Viele dieser 
Faktoren sind eng an die Verteilung der Substanz im Speichergewebe, die Aktivität, den Metabolismus und 
die Ausscheidung der Substanz geknüpft (McIntryre 1971). Junge Tiere besitzen ein noch unreifes, hepati-
sches mikrosomales Enzymsystem und noch keine vollständig funktionale Ausscheidungsfunktion über die 
Niere. Sie metabolisieren Substanzen dadurch langsamer als adulte Tiere und benötigen weniger Anästhetika 
(Paddlefort und Erhardt 1998). Bei älteren Tieren sind hingegen manche Organfunktionen nur noch einge-
schränkt tätig (Green 1979). Die Untersuchung von Stammesunterschieden an 8 verschiedenen Ratten-
Inzuchtstämmen ergab bei zwei Stämmen eine relative Medetomidin-Resistenz, starke Unterschiede bezüg-
lich der Mortalitätsrate nach Ketaminnarkose und eine deutliche verlängerte Nachschlafzeit bei Albino- im 
Vergleich zu Farbratten nach einer Narkose mit Propofol, Medetomidin oder Ketamin (Avsaroglu et al. 
2007). Bei Untersuchungen mittels Pentobarbital-narkotisierter Mäuse aus 8 verschiedenen Mausstämmen 
erhielt Lovell (1986) eine Abweichung der Narkosedauer von bis zu 300 %. Zambricki und D´Alecy (2004) 
stellten in ihren Studien mit Pentobarbital deutliche Unterschiede in Bezug auf den Einfluss des Geschlechts 
auf die Anästhesie fest. Männliche, mit Pentobarbital anästhesierte Tiere wiesen eine geringere Plasma-
Pentobarbital Konzentration auf als weibliche Tiere und zudem sank diese schneller ab, weshalb männliche 
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Tiere häufiger nachdosiert werden mussten. Der Unterschied, nach Ansicht von Zambricki und D´Alecy 
(2004), war durch den höheren Anteil an Magermasse bzw. fettfreier Körpermasse (Muskulatur) begründet. 
In einer Studie von Fink et al. (1982) benötigten männliche Ratten 4-mal so viel des Steroidanästhetikums 
Althesin (Alphaxalone und Alphadolone) als weibliche Tiere. Diese Unterschiede waren altersabhängig und 
konnten durch die Gabe von Östrogen bei männlichen Tieren aufgehoben werden. Folglich spielen ge-
schlechtsspezifische (u.a. Neurotransmitter-Unterschiede, Unterschiede in der Ansprechbarkeit von Rezepto-
ren, Zyklusschwankungen) und geschlechtsabhängige Kriterien (u.a. Gewicht, Körperfett, Muskelmasse, 
metabolische Ratte) in der Wirkung von Anästhetika (Ciccone und Holdcroft 1999) neben der bereits weiter 
oben genannten Kriterien eine wichtige Rolle. Die Verwendung von üblichen Standardprotokollen für beide 
Geschlechter kann bei weiblichen Tieren möglicherweise zur Überdosierung, bei männlichen Tieren zur 
Unterdosierung führen. Um diese experimentelle Variabilität durch das Geschlecht zu minimieren, werden 
oft entweder nur männliche oder nur weibliche Tiere verwendet (Zambricki und D´Alecy 2004). 
Die Licht- und Ruhephase der Tiere ist für die Durchführung von Anästhesien besser geeignet, da die Tiere 
stärker auf Anästhetika ansprechen als in der Dunkel- und Aktivitätsphase (Rebuelto et al. 2004).  
Interaktionen von Substanzen und Metaboliten, welche auch unabhängig von der Anästhesie verabreicht 
wurden, können den Verlauf und Ausgang der Anästhesie stark beeinflussen (McIntryre 1971) und sollten 
deshalb berücksichtigt werden.  
 
2.3.5 Häufige Probleme und Gefahren  
 
Ratten sind nachtaktive Spezies. Auf Weckversuche und Störungen durch Manipulationen in deren Ruhepha-
se reagieren die Tiere häufig negativ (Gabriel 2010) und sind allein durch die Fixation bei der Induktion der 
Anästhesie hochgradig gestresst (Brodbelt 2008). Diese hormonelle Stressreaktion kann der Anästhesie ent-
gegenwirken (Gabriel 2010). Zudem treten beim Heimtier gegenüber Hund und Katze relativ häufig Anäs-
thesiekomplikationen und letale Notfälle auf (Henke und Reinert 2006). Laut einer britischen Studie 
(CAPSAF 2002 - 2004) lag das Anästhesierisiko für Letalität bei Ratten bei 2,01 % (n=398) und somit nied-
riger als bei Hamstern (3,66 %; n=246) und Meerschweinchen (3,80 %; n=1288). Mangelnde Erfahrung mit 
diesen Spezies und zumeist oberflächliches Praxismanagement und die höhere Wahrscheinlichkeit für Anäs-
thesiekomplikationen sind nur einige mögliche Gründe für ein erhöhtes Sterblichkeitsrisiko im Zusammen-
hang mit der Anästhesie (Brodbelt 2008). Bedacht werden sollte immer, dass Tiere, welche schwerwiegende 
Probleme während der Anästhesie entwickeln, als Tiermodell für gewisse Studien möglicherweise nicht 
mehr brauchbar sind (Flecknell 2009).  
 
Atemsystem und Herz-Kreislauf-System 
 
Da die meisten Anästhetika eine dosisabhängige Depression des Herz-Kreislauf- und Atemsystems hervorru-
fen (Flecknell 2009), sind Entgleisungen dieser Systeme die häufigsten Ursachen für perioperative anästhe-
siebedinge Mortalität (Brodbelt 2008). Dazu zählen schwere Bradykardie, Arrhythmien, Herzmuskelschwä-
che, Vasodilatation, Hypotension, Hypoventilation und Hypoxie (Haskins 2007). Zusätzliche Komplikatio-
nen fördernde Besonderheiten bei Nagern sind eine ausgeprägte Neigung zur Hypothermie (s. Hypothermie), 
Flüssigkeitsimbalancen und Stoffwechselentgleisungen (Henke und Erhardt 2012a) und nicht zuletzt die 
hohe Inzidenz subklinischer, chronischer Atemwegsinfektionen (Longley 2008). Ein in der Rattenhaltung 
verbreiteter Erreger ist Mykoplasma pulmonis (Thiel et al. 2008). Krankheitssymptome entstehen bei herab-
gesetztem Immunstatus der Tiere, durch Reizung der Atemwege und durch sekundäre Infektionen mit ande-
ren Erregern, zu denen besonders Pasteurella pneumotropica, Bordetella bronchiseptica, Corynebacterium 
kutscheri und Streptococcus pneumoniae zählen. Eine klinisch auffällige Pneumonie mit Dyspnoe, Abmage-
rung, Atemgeräuschen und eitrigem Nasen- und Augenausfluss wird meist erst bei Tieren ab einem Alter 
von 1 bis 1,5 Jahren beobachtet. Bei jungen Tieren verlaufen die Infektionen oft symptomlos (Ewringmann 
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2008). Respiratorische Erkrankungen können Komplikationen während der Anästhesie begünstigen oder 
führen in der postoperativen Phase zu schweren klinischen Atemwegserkrankungen (Flecknell 2009), selbst 
wenn noch keine Symptome beobachtet werden können (Kornerup Hansen 1994). Es wird angestrebt, die 
Atemfrequenz (AF) und Herzfrequenz (HF) (s. Tab. 3) und andere Vitalparameter während der Allgemeina-
nästhesie weitgehend stabil zu halten (Flecknell 2009). Ein Abfall der AF um 40 %, veränderte Schleimhaut-
farbe und verlängerte kapilläre Wiederfüllungszeit (KFZ), pathologischer Atemtyp (pressende Atmung, 
Schnappatmung), schwacher Herzspitzenstoß und ein Abfall der HF stehen für ein bevorstehendes respirato-
risches oder cardiovaskuläres Versagen (Henke und Reinert 2006; Flecknell 2009). Ein Anstieg der AF zeugt 
von einem oberflächlichen Anästhesiestadium (Flecknell 2009). Haskins (2007) weist darauf hin, dass die 
Anästhesietiefe nur eine Differenzialdiagnose von vielen ist, wenn die AF oder auch HF steigt oder fällt. Zur 
Überprüfung der Atem- und Herz-Kreislauffunktion eignen sich bei Labornagern teilweise optische Verfah-
ren bis hin zu aufwendigen, technischen Geräten (s. Tab. 4). Um eine adäquate Überwachung zu gewährleis-
ten müssen immer mehrere Parameter überwacht werden (Flegal und Kuhlman 2004).  
 
AF (in Atemzüge/min) HF (in Herzschläge/min) KT (in °C) LITERATURSTELLE 
70 - 110 
70 - 110 
80 
70 - 150 
70 - 150 
300 - 500 
250 - 400 
350 
200 - 500 
250 - 450 
37,5 - 38,5 
37 - 39,5 
38,0 
37 - 39,5 
36 - 40 
Havenaar et al. 1995 
Wijnbergen 2005 
Flecknell 2009 
Henke und Erhardt 2012a 
Wolfensohn und Lloyd 2013 
 
Tab. 3: Referenzwerte für die Atemfrequenz (AF), Herzfrequenz (HF) und Körperkerntemperatur 
(KT) bei der Ratte. 
 
Hypothermie 
 
Die Körpertemperatur wird in Körperkerntemperatur (KT) und Temperatur der Körperschale gegliedert 
(Kowalczyk et al. 2010). Im Körperkern (ZNS, Eingeweide, variabler Teil der Skelettmuskulatur) erfolgt 
größtenteils die Wärmebildung. Sie muss innerhalb einer geringen Schwankungsbreite konstant gehalten 
werden (siehe Tab. 3). Von der Körperschale, bestehend aus Haut einschließlich subcutanen Fettgewebes, 
Haaren und einem variablen Teil der Skelettmuskulatur, geht hauptsächlich der Wärmeverlust aus. Unter 
Allgemeinanästhesie kommt es zu einer Anästhetika-induzierten Hemmung der Thermoregulation, was häu-
fig eine Hypothermie zur Folge hat (Kurz 2001). Bei Nagern kann diese Hypothermie recht ausgeprägt sein 
und wird häufig unterschätzt, da sie im Verhältnis zu ihrer Körpermasse eine relativ große Körperoberfläche 
besitzen (Kowalczyk et al. 2010). Ursache für die Hemmung der Thermoregulation ist die vasodilatatorische 
Wirkung vieler zur Allgemeinanästhesie verwendeter Substanzen (z.B. α2-Agonisten, Opiode, Inhalationsan-
ästhetika) (Kurz 2001) sowie die um 20 – 30 % verringerte metabolische Rate und die reduzierte bzw. feh-
lende Körpermotorik (Kilic et al. 2004). Zusätzlich kommt es zu Wärmeverlusten durch offene Körperhöh-
len, Desinfektion (Evaporation) oder rasierte Hautstellen (Konvektion) (Henke und Tacke et al. 2012). Beim 
Menschen setzten thermoregulatorische Maßnahmen des Körpers unter Anästhesie erst bei einer Abwei-
chung von 2 bis 4° C ein, beim nicht anästhesierten Patienten bereits bei ± 0,2° C (Sessler 1993). Der Körper 
reagiert mit einer Wärmeumverteilung in die Peripherie und versucht, durch Vasokonstriktion den Blutfluss 
im peripheren Gewebe zu reduzieren. Die Auskühlung verläuft phasenweise, wobei die stärkste Auskühlung 
in der ersten von drei Phasen auftritt (Diaz et al. 2010). Beim Tier werden nach Armstrong et al. (2005) mil-
de (37 - 32° C) von moderater Hypothermien (32 - 28 °C) und schwerwiegenden Hypothermien (< 28 ° C) 
unterschieden. Milde, intraoperative Hypothermie führt zur Stimulation des sympathischen Nervensystems 
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(KA-Ausschüttung → Tachykardie → Hypertonie), moderate Hypothermie zu Bradykardie, Hypotension 
und vermindertem Herzauswurf und somit zu lokaler Hypoxie. Perioperative Hypothermie allgemein ist 
assoziiert mit einer Vielzahl an Komplikationen wie verlängerten Aufwachzeiten (Flecknell 2009), Koagulo-
pathien (Kunz 2001) bis hin zum Tod (Harvey 2002). Zudem erhöht sich die Wahrscheinlichkeit für eine 
Wundinfektion. Folglich ist es absolut notwendig, einen Nager während der Anästhesiezeit und darüber hin-
aus zu wärmen (Henke und Reinert 2006). Hierfür stehen u.a. Heizplatten, elektrische Heizkissen, Matten 
mit zirkulierendem Warmwasser (Taylor 2007) oder Wärmflaschen zur Verfügung (Longley 2008). Auch 
mit warmem Wasser gefüllte Laborhandschuhe können verwendet werden (Henke und Ehrhardt 2012a), 
doch sollten diese mehrfach erneuert werden. Da auch bei elektrischen Wärmekissen, empfohlen mit einer 
Temperatur zwischen 37 und 39 °C (Flecknell et al. 2007), die Wärme nur von unten an das Tier gelangt und 
somit ein relativ großer Teil als Kontaktfläche für den Wärmeaustausch durch Konduktion (Kontakt mit kal-
ten Oberflächen) besteht, ist eine fortschreitende Auskühlung nicht zu vermeiden (Steinbacher et al. 2010). 
Hier hat sich das zusätzliche Zudecken des Patienten (z.B. mit Rettungsfolie) als hilfreich bewährt (Henke et 
al. 2012a). Die Körpertemperatur sollte regelmäßig überwacht werden (s. Tab. 4) (Kowalczyk et al. 2010). 
Das Tier sollte nicht unkontrolliert gewärmt werden, da es schnell zu Überhitzung des Gerätes und zu Ver-
brennungen kommen kann (Green 1979). Um dies zu vermeiden, sollten idealerweise kontrollierte Wärme-
unterlagen mit einer rektalen Temperatursonde verwendet werden (Flecknell 2009), über welche die KT des 
Tieres automatisch angepasst wird. Die Raumtemperatur des Operationsraums sollte zwischen 20 und 26 °C 
liegen, idealerweise im oberen Bereich davon (Steinbacher et al. 2010). 
 
Gebräuchliche Möglichkeiten 
des Monitorings bei Laborna-
gern 
Messbare Parame-
ter 
Vor (+)- und Nachteile (-) bei der Anwendung bei 
Labornagern 
Auszählen der Bewegung 
des Brustkorbs 
AF, Atemtiefe 
+ ohne technischen Aufwand möglich  
   (Flecknell 2009) 
- kompliziert und ungenau bei flacher Atmung  
  (Whelan und Flecknell 1992)  
Bestimmung der Schleim-
hautfarbe und KFZ 
Durchblutung 
+ einfach, ohne technischen Aufwand möglich  
  (Karwacki et al. 2001) 
- zyanotische Veränderungen erst ab einem Abfall    
  der Sauerstoffsättigung um 50 % sichtbar  
  (Flecknell 2009) 
- vasokonstriktorische Medikamente verlangsamen   
  die KFZ (Henke und Erhardt 2012b) 
Pulsoximeter 
Pulsfrequenz (HF), 
SpO2, (AF z.B. mit 
MouseOx®) 
+ bereits geringgradige hypoxische Zustände er- 
   kennbar (Flecknell 2009) 
- spezielle High-Speed Pulsoximeter für Nager  
  nötig (Flecknell 2009) 
Invasive und nichtinvasive 
BD-messung 
systolischer und 
diastolischer BD 
+ invasive Messung liefert schnell und zuverlässig  
   Messwerte (Karwacki et al. 2001) 
- invasive Methode fordert vorab eine arterielle Ka- 
  theterisierung und Verletzung mittels chirurgisch- 
  em Eingriff unter Narkose (Arras 2001) 
- Genauigkeit von nichtinvasiven Systemen ist um 
  stritten und die langsame Signalverarbeitung wird  
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  bemängelt (Henke und Erhardt 2012b; Flegal und  
  Kuhlmann 2004; Flecknell 2009) 
Kapnograph Gasaustausch 
- endotracheale Intubation notwendig  
  (Henke und Erhardt 2012) 
- Messung schwierig (Flecknell et al. 2007) 
Elekrokardiogramm  
(EKG) Herzaktion 
- sichtbare Herzaktionen auch bei Pulslosigkeit 
  (Henke und Erhardt 2012) 
- häufig inakkurate Darstellung aufgrund kleiner  
 Signalamplitude (Flecknell 2009) 
Blutgasmessung 
Sauerstoff
-
 und 
Kohlendioxid- Par-
tialdruck, Blut-pH 
+ auch nichtinvasiv zuverlässig möglich  
  (Sahbaie et al. 2006) 
Telemetrie-Systeme 
z.B. AF, HF, BD, 
KT und/oder Bio-
potentiale (EKG 
etc.) 
+ Messung machbar ohne notwendiges Handling  
  der Tiere → verlässliche Basalwerte messbar 
  (Pekow 2005)  
+ Vielzahl an Sendertypen und Kombinationen er- 
  hältlich (Arras 2008) 
- Operation zur Implantation des Sensors mit an- 
  schließender Erholungszeit nötig (Arras 2008) 
Elektrische Thermometer KT 
+ ab einem Messbereich von 32 °C verlässlich  
  (Longley 2008) 
 
Tab. 4: Geeignete Monitoring-Möglichkeiten bei Labornagern und deren Spektrum an zu messenden 
Parameter sowie erwähnenswerte Vor- und Nachteile bei der Verwendung bei Labornagern. AF: Atemfre-
quenz, AF: Herzfrequenz, SpO2: periphere Sauerstoffsättigung, BD: Blutdruck, EKG: Elektrokardiogramm, 
KT: Körperkerntemperatur) 
 
2.4 Tierschutzrechtliche Bestimmungen im Zusammenhang mit der Anästhesiologie im Tierver-
such mit Wirbeltieren 
 
Der Tierschutz als Verfassungsgut kann im Rahmen der Angemessenheit trotz entgegenstehender Wissen-
schaftsfreiheit das Übergewicht erlangen (Hirt et al. 2007). Gemäß § 5 Abs. 1 des Tierschutzgesetztes 
(TierSchG) darf an einem Wirbeltier ohne Betäubung ein mit Schmerzen verbundener Eingriff nicht vorge-
nommen werden. Dabei ist in der Regel eine Totalbetäubung erforderlich, weil eine örtliche Betäubung oft 
nicht ausreicht (Hirt et al. 2007). § 8a Abs. 2 Nr. 3 schreibt vor, dass im Antrag auf Genehmigung eines Ver-
suchsvorhaben die Art und die Durchführung der beabsichtigten Tierversuche einschließlich der Betäubung 
mitzuteilen ist. In Abs. 2 Nr. 3. heißt es: „Schmerzen, Leiden oder Schäden dürfen den Tieren nur in dem 
Maße zugefügt werden, als es für den verfolgten Zweck unerlässlich ist; insbesondere dürfen sie nicht aus 
Gründen der Arbeits-, Zeit- oder Kostenersparnis zugefügt werden. Folglich sind Experimentatoren ver-
pflichtet, jeweils die nach dem aktuellen Kenntnisstand schonendsten Betäubungsmittel (mit der geringsten 
Belastung hinsichtlich Nebenwirkungen für das Tier) zu verwenden. Werden aus Sicht der Behörde nicht alle 
Möglichkeiten des Refinements ausgeschöpft, kann der Antrag abgelehnt werden (Hermann et al. 2009). 
Nach §9 Abs. 2 Nr. 4 b TierSchG darf von der Betäubung abgesehen werden, wenn „der mit dem Eingriff 
verbundene Schmerz geringfügiger ist als die mit einer Betäubung verbundene Beeinträchtigung des Befin-
dens des Versuchstieres oder der Zweck des Tierversuchs eine Betäubung ausschließt“. Des Weiteren heißt 
es: „Ist bei einem Wirbeltier damit zu rechnen, dass mit Abklingen der Betäubung erhebliche Schmerzen 
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auftreten, so muss das Tier rechtzeitig mit schmerzlindernden Mitteln behandelt werden, (es sei denn, dass 
dies mit dem Zweck des Tierversuchs nicht vereinbar ist).“ Hieraus erwächst die Verpflichtung zu Anwen-
dung einer postoperativen Analgesie.  
Die Richtlinie 2010/63/EU des Europäischen Parlaments und des Rates zum Schutz der für wissenschaftli-
che Zwecke verwendeten Tiere vom 22. September 2010 löste die EU-Tierversuchsrichtlinie 86/609/EWG 
ab (Amtsblatt der Europäischen Union, L 276/33 vom 20.10.2010). Die neue Richtlinie hat insbesondere das 
Ziel, die konsequente Umsetzung des sogenannten „3R-Prinzips“ zur Vermeidung, Verminderung und Ver-
besserung der Verwendung von Tieren zu wissenschaftlichen Zwecken sicherzustellen. So ist es Ziel, die 
Unterschiede zwischen den Rechts- und Verwaltungsvorschriften der Mitgliedstaaten zum Schutz der für 
Versuche und andere wissenschaftliche Zwecke verwendeten Tiere zu beseitigen sowie Mindeststandards für 
den Schutz von Versuchstieren in Übereinstimmung mit den neuesten wissenschaftlichen Entwicklungen 
umzusetzen. Die Richtlinie besagt gemäß Kapitel 1 Artikel 4 „Grundsatz der Vermeidung, Verminderung 
und Verbesserung“, dass „die Auswahl der Methoden und der zu verwendenden Arten direkte Auswirkungen 
auf die Anzahl der Versuchstiere und ihr Wohlergehen hat“. Daher sollte gewährleistet werden, dass die 
Methode ausgewählt wird, die voraussichtlich die zufriedenstellendsten Ergebnisse liefert und am wenigsten 
Schmerzen, Leiden oder Ängste verursacht (Kap. 3 Art. 13 Abs. 2 c). Im Zuge der derzeitigen Novellierung 
des TierSchG (Drucksache 17/10572) wurden bestimmte Regelungen für Versuchstiere in die Tierschutz-
Versuchstierverordnung (TierSchVersV, Drucksache 670/12) überführt. 
 
2.5 Allgemeinanästhesie bei der Ratte 
 
2.5.1  Präanästhetische Maßnahmen 
 
Das Versuchstier sollte mindestens 10 - 14 d vor der Anästhesie (und Operation) an seine neue Umgebung 
gewöhnt sein, da der Transport vom Züchter einen Stressor für das Tier darstellt. Die Zeitspanne vom Erhalt 
bis Versuchsbeginn kann der Aufzeichnung des täglichen Körpergewichts (KGWs) dienen, um die genann-
ten Parameter in der postoperativen Erholungsphase besser überwachen und beurteilen zu können (Flecknell 
2009). In einer präoperativen Untersuchung wird dann der Gesundheitszustand und die Narkosefähigkeit des 
Tieres geprüft (Henke et al. 2012). Diese beschränkt sich bei Nagern häufig auf eine adspektorische Untersu-
chung. Rotes Sekret im medialen Augenwinkel (sog. Brillenauge) von Ratten weist auf ein gestörtes Putz-
verhalten hin. Häufig ist ein schlechtes Allgemeinbefinden die Ursache und somit ist die Anästhesiefähigkeit 
eingeschränkt (Hollmann 2000). Essentiell für die Dosierung der Anästhetika ist die Ermittlung des KGWs 
des Tieres. Die Waage sollte +/- 2 g zuverlässig anzeigen (Henke und Erhardt 2012a), da es sonst schnell zu 
einer Überdosierung kommen kann (Flecknell 2009). Bereits +/- 10 % können einen tödlichen Schätzfehler 
bedeuten (Henke und Ehrhardt 2012a). Aufgrund des geringen KGWs müssen die Anästhetika vorher ver-
dünnt werden und müssen folglich mit dem Verdünnungsmittel kompatibel sein (Henke 2010). Nicht jedes in 
der Tiermedizin gebräuchliche Anästhetikum kann von der Dosierung einfach auf das Gewicht von Kleinna-
gern umgerechnet werden (Ullmann 2012). Auf eine anticholinerge Prämedikation kann bei Ratten verzichtet 
werden, da wirksame Dosen extrem hoch sind und die Gefahr der Bronchosekretion nur bei der Inhalations-
anästhesie gegeben ist (Henke und Erhardt 2012a).  
Da Ratten und andere Nager während der Anästhesie zu Hypoglykämie und/oder Azidose aufgrund des ho-
hen metabolischen Grundumsatzes und nur geringer leberständiger Glykogenspeicher (Longley 2008) neigen 
und keine Gefahr durch Erbrechen oder Regurgitieren besteht, sollte kein präanästhetischer Futter- oder 
Wasserentzug erfolgen (GV-SOLAS 2012). Eine Ausnahme bilden Eingriffe im oberen Gastrointestinaltrakt 
(Flecknell 1993). Die Wärmesubstitution von Tieren < 4 kg ist obligat und sollte in der Regel bis zu ersten 
Futteraufnahme erfolgen (Henke et al. 2012a). Für die Narkosevorbereitung sollten die Tiere so wenig wie 
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möglich geschoren und bei der Operation so wenig wie nötig desinfiziert werden, weil dies die Auskühlung 
in der Narkose fördert (Henke 2010). Eine subcutane (s.c.) oder intraperitoneale (i.p.) möglichst körperwar-
me Elektrolytlösung, meist als Bolus vorab verabreicht, dient als Puffer für Flüssigkeitsimbalancen (Longley 
2008). Appliziert werden sollte ebenfalls eine Augensalbe zum Schutz der Hornhaut vor Austrocknung wäh-
rend der Anästhesie (Flecknell 2009). Die Möglichkeit der Sauerstoffzufuhr während der Anästhesie sollte 
gewährleistet sein (Henke und Erhardt 2012a). 
Zur Gewährleistung einer postoperativen Analgesie sollte die Schmerztherapie bestenfalls vor dem Eingriff 
(präemptiv) erfolgen (Henke 2010). Antognini (2008) verlangt erst ab dem Wiedererlangen des Bewusstseins 
nach der Narkose eine Analgesie. Die Schmerztherapie sollte bis 24 h nach dem Eingriff eine ausreichend 
starke Analgesie ermöglichen (Henke 2010). Ein Verzicht auf postoperative Analgesie ist nur gerechtfertigt, 
wenn plausible, wissenschaftliche Gründe dafür vorliegen (GV-SOLAS 2010a).  
 
2.5.2 Inhalationsanästhesie 
 
Die Inhalationsanästhesie bietet den großen Vorteil der besseren Steuerbarkeit der Narkose bezüglich der 
Anästhesietiefe und wird deshalb von vielen Autoren für Nager als Mittel der Wahl empfohlen (Wixon und 
Smiler 1997; Henke und Erhardt 2012a; Flecknell 2009; Wolfensohn und Lloyd 2013). Inhalationsanästheti-
ka werden in Dampf- oder Gasform verabreicht (Löscher 2010) und wirken sedierend und dosisabhängig 
hypnotisch (Erhardt 2012). Heutzutage wird die Inhalationsnarkose für längere Eingriffe (Lukasik und Gil-
lies 2003) angewendet, ist aber auch für kurze Eingriffe (z.B. zur retrobulbären Punktion) geeignet (Deckardt 
et al. 2007). Die Stärke der Inhalationsanästhetika, wie z.B. Iso- oder Sevofluran, wird als minimale alveolä-
re Konzentration (MAC)50 oder MAC angegeben. Gemeint ist die Konzentration, die benötigt wird, um die 
Reaktion auf einen Schmerzreiz bei 50 % der Tiere einer Gruppe zu unterdrücken. Diese werden mittels 
konventionell-erhältlicher und präziser Systeme aus der Kleintieranästhesie verabreicht, zusätzlich ausgestat-
tet mit einer passenden Ganzkörperkammer bzw. Narkosebox zur Einleitung und einer Nasen- und Kopf-
kammern zur Aufrechterhaltung der Anästhesie (Flecknell et al. 2007; Henke 2010). Früher zur Applikation 
des Narkosegases häufig verwendete sog. Äthertöpfe sind aufgrund der ungenauen Dosierungsmöglichkeit 
und der Kontaktgefahr für Nager nur noch in Ausnahmefällen empfehlenswert (Flecknell 2009). Bei Ratten 
und anderen Kleinsäugern wird üblicherweise Isofluran und Sauerstoff als Trägergas verwendet (Hermann et 
al. 2009; Henke und Erhard 2012a). Die Anästhesie mit Isofluran, welche am zweithäufigsten nach der Ke-
tamin/Xylazin-Injektionsnarkose Verwendung findet (Stokes et al. 2009), zeichnet sich durch eine kurze An- 
und Abflutungszeit, geringe Toxizität, hohe Wirkpotenz (Soma 1983; Löscher 2010) und durch geringe An-
zeichen von Unbehagen während Einleitung aus (Deckardt et al. 2007). Zur Einleitung wird bei der Ratte 
eine Konzentration von 2,0 - 3,0 %, zur Aufrechterhaltung 1,5 - 2,0 % empfohlen (Henke und Erhardt 
2012a).  
Keines der volatilen Anästhetika ist frei von Nachteilen (Deckardt et al. 2007), zu denen Vasodilatation, 
starke Hypotension, Depression der Herzkraft, Atemdepression, Übelkeit, Erbrechen, Ileus und Arrhythmien 
gehören (Lukasik und Gillies 2003). Bei Nagern wird die Inhalationsnarkose mit Isofluran allgemein recht 
gut vertragen, auch wenn sie mehrmals hintereinander durchgeführt wird (Erhardt et al. 2012a). Aufgrund 
des schmalen und schwer zugänglichen Larynx von kleineren Nagern ist eine Intubation schwierig durch-
führbar, bei der Ratte aber tendenziell einfacher als bei Mäusen und Hamstern (Flecknell 2009). Da das Nar-
kosegas über die Lungenalveolen ins Blut absorbiert und auf diesem Wege hauptsächlich wieder ausgeschie-
den wird, sind kaum bis keine Beeinträchtigungen des Experiments durch den Metabolismus der Substanzen 
zu erwarten (Wolfensohn und Lloyd 2013). Bedacht werden muss, vor allem bei Verwendung als Monoanäs-
thesie, dass Isofluran nur schwach analgetisch wirkt (Schulte am Esch et al. 2000). Eine zusätzliche Analge-
sie ist nach der Auffassung von Longley (2008) und Hermann et al. (2009) notwendig. Nachteilig ist eben-
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falls die potentielle Gefahr der Personal- und Umweltbelastung durch volatile Anästhetika. Hierbei hat die 
Spontanabortrate bei Schwangeren einen besonders hohen Stellenwert (Hoerauf et al. 1999). Auch Untersu-
chungen von exponiertem tierärztlichem Personal zeigten, dass geringe Dosen volatiler Anästhetika (Stick-
oxydul und Isofluran) Schwesterchromatidausstausch und Chromosomenabberationen (beides Hinweise auf 
Mutagenität) verursachten (Hoerauf et al. 1999). Zudem belegen Studien die Schädigung embryonaler Ner-
venzellen durch ein Stickoxydul-Isofluran-Gemisch (Zou et al. 2011). Da es sich in beiden Studien um eine 
Mischexposition handelte ist es derzeit noch nicht bestimmbar, welches die potenziell schädigende Substanz 
ist. Da für beide Substanzen unabhängig Schädigungen nachgewiesen wurden (Karibiyik et al. 2001; Wrons-
ka-Nofer 2012), lässt die derzeitige Datenlage keine eindeutigen Rückschlüsse zu. Aus diesem Grund sollten 
in jedem Fall spezielle Narkosegas-Absaugvorrichtungen verwendet werden, die auch für Nager erhältlich 
sind (Flecknell 2009).  
 
2.5.3 Injektionsanästhesie 
 
Injektionsanästhetika werden parenteral appliziert und wirken mit steigender Dosis zunächst sedativ, dann 
hypnotisch, dann narkotisch (Löscher 2010). Bekannte Vertreter sind Barbiturate, Althesien, Ketamin, Chlo-
ralhydrat und Propofol. Die reine Injektionsanästhesie ist kostengünstig und bietet neben geringer Umwelt- 
und Personalbelastung den Vorteil der wenig aufwendigen Ausrüstung (Henke und Erhardt 2012a), was sie 
für Wissenschaftler weiterhin interessant macht (Stokes et al. 2009; Jang et al. 2009). Die Stärke eines Injek-
tionsanästhetikums richtet sich u.a. danach, wann 50 % der Tiere einer Gruppe relaxiert und immobil sind 
(Antognini et al. 2005). Nahezu keines der Injektionsanästhetika kann allein Bewusstlosigkeit, Relaxati-
on/Immobilisation und Analgesie in einem vollständigem Umfang produzieren (Erhardt 2012; Wolfensohn 
und Lloyd 2013), weswegen Kombinationen empfohlen werden, die in der Summe die erwünschten Wirkun-
gen erbringen, sich gegenseitig in ihrer Wirkstärke potenzieren und/oder negative Nebenwirkungen wechsel-
seitig kompensieren (Erhardt et al. 2012a). Andernfalls sollte mittels Inhalationsanästhesie eine Aufrechter-
haltung erfolgen (balancierte Anästhesie) (Erhardt 2012; Wolfensohn und Lloyd 2013). In der Labortieranäs-
thesie kommen auch heutzutage noch Monoinjektionsanästhesien mit Hypnotika zur Anwendung (z.B. Cho-
ralhydrat und Pentobarbital, s. Tab. 5). Nach der Ansicht von Antognini et al. (2005) und Flecknell (2009), 
kann eine Substanz allein in ausreichend hoher Dosis alle essentiellen Bestandteile der Allgemeinanästhesie 
abdecken, auch wenn es dann zu mehr nachteiligen Effekten im Körper führt. Eine ausreichend tiefe Anäs-
thesie mit Ausbleiben haemodynamischer Reaktionen ist laut Shafer und Stanski (2008) bei Verwendung 
eines Hypnotikums nur mit Kombination mit einem Analgetikum (Opioid oder Stickoxydul) möglich. Es 
sollten jedoch immer Anästhetika bzw. Kombinationen mit einer großen Sicherheitsbreite verwendet werden 
(Flecknell et al. 2007; Flecknell 2009), da bei keinem parenteral verabreichten Anästhetikum per se eine 
Steuerbarkeit gewährleistet ist (Henke und Erhardt 2012a). Für einen Teil der Injektionsanästhetika gibt es 
spezielle Antagonisten, welche die Wirkung des Agonisten aufheben (z.B. Agonist: Xylazin, Antagonist: 
Atipamezol). Diese werden entweder in einer Notfallsituation (absolute oder relative Überdosierung) oder 
gezielt zur Beendigung der Anästhesie eingesetzt (Tacke 2010). 
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Anästhesie Dosierung Appl. Referenz 
Ketamin / Xylazin /Acepromazin 
31,25 mg/kg / 6,25 mg/kg / 1,25 mg/kg 
40-50 mg/kg / 2,5 mg/kg / 0,75 mg/kg 
s.c. 
i.m. 
Welberg et al. (2006) 
Flecknell (2009) 
Ketamin / Xylazin 
87 mg/kg / 13 mg/kg 
75-100 mg/kg / 10 mg/kg 
100 mg/kg / 5 mg/kg 
i.p./i.m. 
Van Pelt (1977), Wixson und Smiler (1997) 
Flecknell et al. (2007), Flecknell (2009), Wolfensohn und Llyod 
(2013) 
Henke und Erhardt (2012a) 
Ketamin / Medetomidin 60-75 mg/kg / 0,25-0,5 mg/kg 
i.p. 
……….
s.c./i.m. 
Nevalainen et al. (1989), Wixson und Smiler (1997), Flecknell et al. 
(2007), Flecknell (2009) 
Henke und Erhardt (2012), Wolfensohn und Lloyd (2013) 
Chloralhydrat° 
400 mg/kg 
300-450 mg/kg 
500 mg/kg 
i.p 
i.p 
s.c.. 
Vachon (2000), Flecknell et al. (2007), Flecknell (2009) 
Field et al. (1993) 
Rodrigues et al. (2006) 
Fentanyl-Fluanison° / Midazolam 2,7 ml/kg  i.p. 
Flecknell et al. (2007), Longley (2008), Flecknell (2009);  
Wolfensohn und Lloyd (2013) 
Fentanyl-Fluanison°/ Diazepam 0,3 ml/kg / 2,5 mg/kg i.p. Flecknell et al. (2007), Wolfensohn und Lloyd (2013) 
Pentobarbital 50 mg/kg i.p. Haberham et al. (1999) 
Propofol 1,2-2,3 ml/kg initial + 4-6 ml/kg/h i.p. / i.v. Brammer et al. (1993) 
Fentanyl° / Medetomidin 300 µg/kg / 200 µg/kg i.p. Flecknell (2009), Wolfensohn und Lloyd (2013) 
Fentanyl° / Medetomidin/ Midazolam 0,15 mg/kg / 2 mg/kg / 0,05 mg/kg i.m. Mantel (1999), Henke und Erhardt (2012) 
Tiletamin / Zolazepam° 40-50 mg/kg i.p. Saha et al. (2007), Flecknell et al. (2007), Flecknell (2009) 
Althesin° 10-12 mg/kg i.v. Flecknell (2009), Wolfensohn und Lloyd (2013) 
 
 
 
 
 
 
Tab. 5: Gebräuchliche Injektionsanästhetika und –Kombinationen zur Erzeugung einer chirurgisch belastbaren Allgemeinanästhesie bei der Ratte mit Do-
sierung, Applikationsart (Appl.) und Referenz. Die Dosierungen beziehen sie auf kg KGW.  
* Dosis in ml/kg einer Mixtur aus einem Teil Fentanyl/Fluanison (Hypnorm®) und einem Teil Midazolam (5 mg/ml Injektionslösung) und 2 Teile Wasser für Injekti-
onszwecke. ° Chloralhydrat, Fentanyl, Althesin (Alphadolon/Alphaxalon) und Tetamin/Zolazepam sind in Deutschland nicht als Tierarzneimittel zugelassen. Tielta-
min und Zolazepam können aus Großbritannien und Frankreich, Fentanyl/Fluanison aus Großbritannien und den Niederlanden erworben werden. Fentanyl fällt unter 
die BtM-Gesetzgebung. 
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Eine Venenpunktion ist bei Nagern, im Gegensatz zu größeren Tieren, mit Schwierigkeiten verbunden und 
bedarf gewisser Erfahrung. Allgemein wird die i.p. Applikation bei Ratten bevorzugt (Flecknell 1993; 
Flecknell et al. 2007; Longley 2008), auch wenn vor Fehlinjektionen (intraviszeral, subcutan, in seröse Häu-
te) gewarnt wird, die zu Organverletzungen führen können (GV-SOLAS 2010b) und/oder einen verzögertem 
Wirkungseintritt zur Folge haben (Flecknell et al. 2009). Die Applikation ist mit wenig Disstress für die Tie-
re verbunden und die Substanzen werden aufgrund des gut durchbluteten Bauchfells schnell resorbiert (Hu et 
al. 1992). Intramuskuläre (i.m.) Injektionen werden als schmerzhaft beschrieben (Flecknell 2009) und führen 
häufig zu einer Myositis (Smiler et al. 1990). Henke und Erhardt (2012a) empfehlen sie dennoch für Ratten. 
Aufgrund des hohen Grundumsatzes benötigen Rattem hohe Dosierungen, um eine ausreichende Dämpfung 
des Zentralen Nervensystems (ZNS) zu erzielen. Werden Anästhetika wie gewöhnlich i.m. oder i.p. injiziert, 
erfolgt dies als Bolus. Die berechnete Dosis muss einmalig vollständig verabreicht werden und kann nicht, 
wie für einige Injektionsnarkotika bei i.v. Injektionen, schrittweise nach Wirkung appliziert werden (Fleck-
nell. 2009). Die Dosierung für Injektionsanästhetika sollte nach Erfassung des Gewichts mit exakter Genau-
igkeit erfolgen (Wixon and Smiler 1997) und es sollten bei jeglichen Applikationen die empfohlenen Maxi-
malvolumina per Injektionsstelle beachtet werden (Longley 2008). Die meisten Injektionsanästhetika werden 
nach der Metabolisierung in der Leber über die Niere ausgeschieden. Hierdurch kommt es zu verlängerten 
Aufwachzeiten (Smith 1993), während das Tier für Hypothermie, respiratorische Depression etc. weiterhin 
anfällig bleibt (Flecknell 1993).  
Statistisch betrachtet ist der Gebrauch von dem früher häufig angewendeten Hypnotikum Pentobarbital in 
den letzten Jahren deutlich zurückgegangen (Stokes et al. 2009). Gründe hierfür sind möglichweise die stär-
kerer Atemdepression unter einer cT und die somit geringe therapeutische Breite (Verhältnis Letaldosis zu 
effektiver Dosis) (Antognini et al. 2005). Flecknell (2009) rät vom Gebrauch gänzlich ab. Eine Zunahme in 
der Verwendung war hingegen von Ketamin-Xylazin-Narkosen zu verzeichnen, die heutzutage am häufigs-
ten eingesetzt werden (Stokes et al. 2009). Mittels so erzeugter Narkose kann, ohne dass eine stärkere Beein-
trächtigung des Atem- und Kreislaufsystems zu erwarten ist, jedoch nur das Hypnosestadium (III/1) erreicht 
werden. Ein tieferes Anästhesiestadium führt zu massiver Depression des Herz-Kreislauf- und Atemsystems 
möglich (Erhardt et al. 2012a). Mortalitätsraten bis 33 % werden unter dieser etablierten Kombinationsnar-
kose beschrieben (Wixson et al. 1987). Zudem ruft die Kombination aus Ketamin und Xylazin bei gewissen 
Rattenstämmen irreversible Hornhautverletzungen am Auge hervor (Turner und Albassam 2005). Hermann 
et al. (2009) können diese Narkose aufgrund der extrem langen Nachschlafdauer (2 - 4 h) nur bedingt emp-
fehlen. Tab. 5 gibt eine Übersicht über gebräuchliche Injektionsanästhetika und –Kombinationen zur Erzeu-
gung einer chirurgisch belastbaren Allgemeinanästhesie bei der Ratte. Arras (2001) wies darauf hin, dass 
selbst die am eigenen Tiermodell für optimal befundene Injektionsanästhesie keine Garantie bietet 100 % 
sicher und effektiv zu sein. Inhalationsanästhesien werden wegen der geringen Mortalität daher auch bei 
Labornagern immer populärer (Jang et al. 2009). Ein universeller Einsatz ist gegenwärtig in der Forschung 
(noch) nicht durchführbar, da in vielen Laboratorien heutzutage die technischen Voraussetzungen fehlen 
(Ullmann 2012) und Inhalationsnarkosen für bestimmte Eingriffe wie stereotaktische Operationen nur be-
dingt durchführbar sind. So sind Wissenschaftler oft auf die Verwendung von Injektionsnarkosen angewie-
sen (Ullmann 2012). In der Tiermedizin wird bei einer Injektionsnarkose meistens keine zusätzliche Sauer-
stoffsubstitution vorgenommen (Mc Donell und Kerr 2007).  
 
2.5.3.1 Chloralhydrat 
 
Chloralhydrat wurde erstmals im Jahr 1869 als Hypnotikum in der Medizin eingeführt und repräsentiert da-
mit das älteste in der Veterinärmedizin gebräuchliche Injektionsanästhetikum (Löscher 2010). Im Verlauf 
des 20. Jahrhunderts war es das meistverkaufteste Narkotikum bei Großtieren (Haberstroh 2012). Heutzutage 
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wird es fast ausschließlich, neben der Zierfischanästhesie (Henke et al. 2012) in der Labortiermedizin, im 
Speziellen in der Neuropharmakologie eingesetzt, weil die verbreitete Annahme besteht, dass es weniger zu 
Wechselwirkungen mit anderen Wirkstoffen kommt (Flecknell et al. 2007). In der Labortiermedizin wird es 
vor allem wegen seiner moderaten Auswirkungen auf das Herz-Kreislauf-System (Field et al. 1993) bei Nar-
kosen bis zum Stadium III/1, seiner ausgeprägten dosisabhängigen sedativ/hypnotischen Wirkung und dem 
Fehlen von prä- und postnarkotischen Exzitationen eingesetzt. Bei Fleischfressern ist es hingegen ungeeignet 
(Erbrechen nach oraler Gabe, starke Atem- und Kreislaufdepression) (Löscher 2010). Chloralhydrat ist als 
Trockensubstanz in Form von weißen, farblosen Kristallen erhältlich und lässt sich leicht in Wasser lösen 
(Henke et al. 2012). Im Körper wird es rasch zu Trichlorethanol, dem aktiven Metaboliten umgebaut (Lö-
scher 2010; Henke et al. 2012). Nachteilig ist, dass Chloralhydrat eine nur unzureichende Analgesie hervor-
ruft (Löscher 2010). Seine schwach analgetische Potenz wird der Dämpfung des Cortex zugeschrieben. Nach 
Ansicht von Henke et al. (2012) kann es unter Schmerzreizen zu heftigen Bewegungen kommen. Die Appli-
kation sollte streng i.v. vorgenommen werden, beim Heimtier und beim Labornager kann sie auch i.p. erfol-
gen. Unter der Verwendung von Chloralhydrat wird vor Risiken wie adynamischen Ileus, Peritonitis und 
Fibrosen seröser Membranen gewarnt (Valenstein 1961; Fleischmann et al. 1977; Dada et al. 1992). Diese 
schwerwiegenden Nebenwirkungen traten bei der Verwendung hoher Konzentration der Injektionslösung 
(125 - 275 mg/ml) auf, wurden bei Konzentrationen von 40 mg/ml (und unter Beibehaltung der gleichen 
Dosierung von 400 mg/kg KGW) in Studien von Vachon et al. (2000) kaum noch beobachtet. Bei Laborrat-
ten werden heute üblicherweise 3,6 %ige Injektionslösungen verwendet (360 mg auf ein Injektionsvolumen 
von 10 ml/kg KGW). Chloralhydrat wird als Anästhetikum mit geringer therapeutischer Breite angesehen 
(Bundesamt für Veterinärwesen Bern 1996; Erhardt et al. 2012a), was zu Folge hatte, dass viele Tierschutz-
kommissionen den Gebrauch zur Monoanästhesie ablehnen. Ein chirurgisch belastbares Anästhesiestadium 
(III/2) bei Labornagern ist nur in höheren Dosierungen möglich, die zu einer stärkeren Kreislaufdepression 
wie Senkung des BD oder Tachykardie führen (Erhardt et al. 2012a). Hohe Dosen können leber- und nieren-
toxisch wirken (Löscher 2010). Field et al. (1993) beobachteten in ihren Studien mit einer 5 % CH-
Injektionslösung (300 und 400 mg/kg KGW) eine für chirurgische Eingriffe ausreichende Anästhesietiefe 
und Analgesie, aber ebenso eine massive Depression des Atem- und Kreislaufsystems.  
 
2.5.3.2 Vollständig antagonisierbare Anästhesie 
 
Diese kombinierte Anästhesie setzt sich aus dem α2-Rezeptoragonisten Medetomidin, dem Benzodiazepin 
Midazolam und dem Opiod Fentanyl zusammen. Nach einem Eingriff oder im Falle eines Narkosezwischen-
falls kann die vollständige Antagonisierung der Anästhesie mittels dem α2-Rezeptoragonisten Atipamezol 
(A), dem Benzodiazepin-Antagonisten Flumazenil (F) und dem Opioidrezeptorantagonist Naloxon (N) erfol-
gen (empfohlene Dosierung von Henke und Erhardt 2012a: A: 0,75 mg/kg KGW, F: 0,2 mg/kg KGW, N: 
0,12 mg/kg KGW; s.c.). Alle erwähnten Substanzen sind in Tab. 6 mit Anwendung und Nebenwirkungen 
aufgeführt. Diese Kombinationsanästhesie (verabreicht in einer Mischspritze i.m.) wird von vielen Autoren 
empfohlen, da eine ausreichende Wirkdauer und Anästhesietiefe für chirurgische Eingriffe erzielt werden 
kann und durch die Möglichkeit der Antagonisierung eine gewisse Steuerbarkeit gewährleistet ist (Mantel 
1999; Henke und Reinert 2006; Henke und Ehrhardt 2012a). Zudem ist sie bei einer Vielzahl von Nagern 
untersucht (Mantel 1999; Perantoni 2000; Neff 2000; Schneider 2000; Rölgten 2002; Hjálmarsdóttir 2005). 
Durch die Kombination der drei Präparate können sowohl die Dosierungen als auch die Nebenwirkungen der 
einzelnen Mittel minimiert werden (Hermann et al. 2009; Henke und Ehrhardt 2012a). Obwohl insbesondere 
Medetomidin und Fentanyl kreislaufdepressiv wirken, ist die Beibehaltung eines verhältnismäßig stabilen 
Kreislaufs beschrieben. Es wird eine ausgezeichnete Analgesie gewährleistet, die sich problemlos durch 
Nachdosierung verlängern lässt (1/3 der Ausgangsdosis i.m. oder i.p.). Eine mehrmalige Anästhesie an auf-
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einander folgenden Tagen wird nicht gut vertragen (Erhardt et al. 2012a). Durch die Antagonisierung wurden 
ein schnelles Erwachen und eine Normalisierung der Vitalparameter beobachtet, allerdings kam es bei Ratten 
vorübergehend zu einem massiven BD-Abfall und Beeinträchtigung der Thermoregulation (Mantel 1999; 
Erhardt et al. 2012a). Mantel (1999) vermutete, dass es in Notfallsituationen dadurch zu einer zusätzlichen 
Schädigung von Risikopatienten kommen könnte. Arras (2008) berichtete von Erbrechen, Lautäußerungen 
und Unruhe bei Mäusen durch die Antagonisierung der VAA.  
 
Substanz Anwendung Nebenwirkungen 
Medetomidin 
 
Cruz et al. (1998) 
Sinclair (2003) 
Henke und 
Reinert (2006) 
Sedativum (α2-Rezeptoragonist) 
mit analgetischer und muskelre-
laxierender Wirkung 
- Bradykardie, teilweise Bradypnoe 
- Hypotension nach initialer Hypertension 
- Zyanose 
- Abnahme der Motilität des Gastrointestinal- 
  traktes 
- Hyperglykämie, Diurese 
- (Hypothermie) 
Midazolam 
 
Pieri et al. (1981) 
Löscher (2010) 
Erhardt et al. 
(2012b) 
Benzodiazepin mit anxiolytischer, 
antiaggressiver, sedierender, hyp-
notischer und muskelrelaxierender 
Wirkung 
- Ratte: geringe sedative und  
  hypnotische Wirkung 
- in therapeutischer Dosierung gering, Hypotonie 
- Verstärkung der Wirkung zentraldämpfender   
  Pharmaka 
Fentanyl  
 
Löscher (2010) 
Opiod mit starker Selektivität zum 
μ-Rezeptor 
- vermittelt Analgesie 
- Atemdepression, Bronchspasmus 
- Naseau, Erbrechen, Salivation 
- Kot- und Harnabsatzstörungen, Obstipation 
  Je nach Spezies: paradoxe Erregungserschei- 
  nungen, Bradykardie, Hypotonie 
Atipamezol 
 
Virtanen (1989) 
Hu et al. (1992) 
Erhardt et al. 
(2012b) 
Selektiver α2-Rezeptor-Antagonist 
- hebt Medetomidin-Wirkung auf 
- Tachykardie 
- Exzitation, Aufregung, Unruhe 
- “Rebound-Effekt“ möglich  
- schnelles, plötzliches Erwachen; starke Aufre- 
 gung bei Ratten  
Flumazenil 
 
Lemke (2007) 
Flecknell (2009) 
Benzodiazepinantagonist 
- hebt Midazolam-Wirkung auf  
- keine in therapeutischer Dosierung  
- “Rebound-Effekt“ möglich 
 
Naloxon 
 
Lamont und  
Mathews  
(2007) 
Opioidrezpetorantagonist  
an μ/δ/κ-Rezeptoren 
- hebt Fentanyl-Wirkung auf 
- Angst, Aufregung 
- “Rebound-Effekt“ möglich 
 
 
Tab. 6: Komponenten der vollständig antagonisierbaren Anästhesie (VAA) und deren kompetitive  
Antagonisten mit Anwendung und Nebenwirkungen. 
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2.5.3.3 Propofol 
 
Propofol ein schnell und kurz wirksames Hypnotikum, wird generell i.v. verwendet (Heavner 2001). Es eig-
net sich zu Einleitung der Allgemeinanästhesie als Bolus und zur Aufrechterhaltung als konstante Infusion 
(Tacke 2010). Es wird rasch metabolisiert, nicht im Fettgewebe angereichert und zeichnet sich durch eine 
schnelle An- und Abflutung aus (Heavner 2001; Löscher 2010). Die Dosierung kann individuell an die Be-
dürfnisse des Tieres in der Anästhesie angepasst werden, was es gegenüber anderen Injektionsanästhetika 
vorteilhaft abhebt (Wolfensohn und Lloyd 2013). Die „Sojaöl in Wasser“-Emulsion enthält keine stabilisie-
renden Zusätze und ist deshalb anfällig für schnellen mikrobiellen Verderb. Propofol sollte nicht zu schnell 
injiziert werden, da sonst Apnoe droht (Tacke 2010). Die Venenpunktion an wachen Tieren ist aufgrund der 
nötigen Bewegungseinschränkung in sogenannten Restrainern mit Distress verbunden und führte möglich-
erweise zu der beobachteten initialen Hypertension (Brammer et al. 1993). Nach Bolusapplikation kommt es 
zu einem BD-Abfall (aufgrund von Vasodilatation und negativ inotroper Wirkung) und zu einem leichten 
reflektorischen HF-Anstieg (Löscher 2010). Hohe Dosen können eine Dämpfung der Atemfunktion zur Fol-
ge haben (Sebel und Lowdon 1989). Es besitzt keine (Kramer 2007) bzw. nur eine geringe analgetische Wir-
kung (Zacny et al. 1996). Die durch ZNS-Depression einsetzende Bewusstlosigkeit schützt jedoch vor 
Wahrnehmung schmerzhafter Reize (Short und Bufalari 1999). Die Wirkung setzt unter i.v. Injektion sofort 
ein und dauert ca. 10 - 15 min an. Für i.v. Applikationen werden für Ratten 7,5 bis 10 mg/kg zur Einleitung 
und 0,6 mg/kg/min KGW zur Erhaltung angegeben, womit über 3 h eine cT und eine gute Verträglichkeit 
gewährleistet werden können. Die i.v. Infusion hat keine Verlängerung der Aufwachphase zur Folge (Bram-
mer et al. 1993). In Studien zur Anwendbarkeit einer i.p. Applikation von Hajighahrani und Vesal (2006) 
erreichten 2 von 5 Ratten nach ca. 7 min die cT (mit 100 mg/kg KGW, Propofol 10 mg/ml), welche 20 - 30 
min anhielt. Die Verwendung von Dosierungen mit 50, 100, 150 und 200 mg/kg KGW (Propofol 20 mg/ml) 
induzierte bei 1 von 4 Tieren mit 100 mg/kg KGW und 3 von 4 Tieren mit 200 mg/kg KGW den LORR (Al-
ves et al. 2010). Die i.m. Applikation von Propofol führte zu keiner stabilen Sedation und massiver Gewebs-
entzündung und Nekrosen im Oberschenkel (McKune et al. 2008).  
 
2.6 Fragestellung der vorliegenden Arbeit 
 
Wie eingehend erläutert, ist in der experimentellen Forschung nach nationaler und internationaler Gesetzge-
bung im Zuge der Allgemeinanästhesie bei Ratten die schonendste Methode zu verwenden, welche das 
Wohlbefinden des Tieres am wenigsten beeinträchtigt und die wissenschaftliche Qualität und Aussagekraft 
am wenigsten beeinflusst. Da in Tierversuchen die Anwendung analgetischer Maßnahmen erst nach Beendi-
gung der Narkose gefordert werden und so häufig nicht vorbeugend (präemptiv) erfolgt oder, wie mehrfach 
belegt, immer noch gänzlich unterbleibt, kann unter einer Monoanästhesie mit nicht analgetisch wirkenden 
Hypnotika die neuroendokrine Stressreaktion mit allen denkbaren Folgen für das Tier ungehindert stattfin-
den. Obgleich durch die erlangte Bewusstlosigkeit ein intraoperatives Schmerzempfinden verhindert ist, 
können dennoch Schmerzreize eine akute Stressreaktion im Körper auslösen, welche als zusätzliche unge-
wisse Variable die Interpretation und folglich auch die Aussagekraft des Tierversuchs schwächen kann. Zu-
dem herrscht Uneinigkeit, ob mittels Monoanästhetika in nichttoxischer Dosierung alle wünschenswerten 
Bestandteile der Allgemeinanästhesie (Amnesie, Hypnose, Muskelrelaxation/Immobilisation und Analgesie) 
erreicht werden können (Antognini et al. 2005; Flecknell, 2009; Erhardt 2012), ohne gleichzeitig eine massi-
ve Kreislaufdepression hervorzurufen (Erhardt et al. 2012a). Nach dem Kenntnisstand zu Beginn der expe-
rimentellen Untersuchung der vorliegenden Arbeit, fehlen bei der Ratte bisher systematische Untersuchun-
gen, welche geklärt hätten, welchen Einfluss eine Anästhesie mittels des „alten“ und weltweit immer noch 
vielfach verwendeten Wirkstoffs Chloralhydrat oder der  neuen, vielfach empfohlenen „Vollständig antago-
nisierbare Anästhesie“ (VAA) auf die neuroendokrine Stressantwort ausübt und wie stark sich noxische Rei-
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ze unter diesen Anästhesien auswirken. Darüber hinaus liegen keine wissenschaftlichen Untersuchungen zur 
Eignung der VAA bei Sprague-Dawley-Ratten vor. Dies ist von großer Bedeutung, da verschiedene Ratten-
stämme, wie bereits beschrieben, doch erheblich unterschiedlich reagieren können.  
Propofol ist als schnell und kurz wirksames i.v. Allgemeinanästhetikum für die Verwendung für längere 
Eingriffe bei der Ratte sehr interessant und inzwischen etabliert (Brammer et al. 1993). Jedoch ist für die 
Darreichung einer konstanten Infusion eine venöse Katheterisierung des Tieres notwendig, die bei den durch 
die Manipulation und Fixationen in Restrainern ohnehin hochgradig gestressten Tieren zusätzlich Disstress 
und Schmerz verursacht. Eine stressarme i.p. Bolusapplikation (Hu et al. 1992) mit anschließender i.v. Auf-
rechterhaltung böte demnach eine schonende Alternative. Entsprechende Studien zur i.p. Bolusapplikation 
lieferten im Ansatz interessante, aber teils kontroverse Ergebnisse (Hajighahrani und Vesal 2006, Alves et al. 
2010). Eine i.v. Aufrechterhaltung wurde gemäß Literaturrecherche nicht untersucht. Des Weiteren sollte in 
diesem Versuchsvorhaben geprüft werden, ob Buprenorphin, ein partieller μ-Opiatrezeptor-Agonist mit star-
ker analgetischer Wirkung in einer empfohlenen Dosierung eine möglicherweise unzureichende Narkosetiefe 
und fehlende Analgesie positiv beeinflusst. 
In den vielzähligen Studien zu Injektionsanästhetika wird zumeist die für das Tier entscheidende postopera-
tive Phase nicht mit in die Untersuchung einbezogen, da die Tiere unmittelbar nach der Anästhesie zur Be-
stimmung ausgewählter Parameter oder für Anfertigung histologischer Präparate getötet werden oder 
schlicht nach Wiedererwachen die für den Wissenschaftler kritische Phase endet. In dieser Arbeit sollte an-
hand der erhobenen Parameter festgestellt werden, ob die Monoanästhesie mittels Chloralhydrat oder Propo-
fol (neuer Ansatz mittels i.p. Bolus plus i.v. Aufrechterhaltung) sowie die kombinierte Anästhesie aus 
Buprenorphin und Chloralhydrat oder aus Medetomidin, Midazolam und Fentanyl (VAA) eine ausreichende 
Eignung für die Injektionsanästhesie bei Sprague-Dawley Ratten im Rahmen einer stereotaktischen Gehirn-
operation aufweist, die folgende Gegebenheiten erfüllt: 
  die Gewährleistung einer chirurgisch belastbaren Anästhesietiefe bei gleichzeitigem Vorliegen rela-
tiv stabiler Vitalparameter, gemessen an physiologischen Parametern und gebräuchlichen Reflextest,  eine geringe Beeinflussung des vegetativen Nervensystems durch die Anästhesie selbst und nach 
Setzen eines noxischen Reizes, gemessen anhand der intraoperativen A- und NA-Konzentration im 
Blutplasma,  eine geringe Aktivierung der HHNA intra- und postoperativ, gemessen anhand immunreaktiven Cor-
ticosteron,  eine geringe Beeinflussung des Verhaltens und des Erscheinungsbildes des Tieres, analysiert anhand 
eines numerischen Bewertungssystems,  die Gewährleistung einer schnellen Wiederherstellung eines präanästhetischen Normalzustandes, 
gemessen anhand des Thermoregulationsvermögens, des Körpergewichts und der ersten Futter- und 
Wasseraufnahme sowie der Gesamtaktivität des Tieres,  eine ausbleibende Aktivierung von „immediate early genes“ in Schmerzzentren, gemessen an der 
Dichte von c-Fos Protein in Neuronen in Schmerz- und Disstress-assoziierter Gehirnregionen,  das Ausbleiben struktureller pathologischer Veränderungen von Organen und Gewebe, die mit dem 
Anästhetikum in Kontakt kommen und dessen Metabolisierung gewährleisten, beurteilt anhand mak-
roskopischer und histopathologischer Untersuchungen. 
 
Auf Maßnahmen zur Schmerzlinderung nach Abklingen der Narkose wurde bedingt durch die Fragestellung 
des Versuchs verzichtet, nach welcher eine potentielle Beeinträchtigung des Wohlbefindens der Tiere und 
die Dauer dieser Beeinträchtigung im postoperativen Zeitraum nach Durchführung der unterschiedlichen 
Anästhesiemethoden und der stereotaktischer Gehirnoperation untersucht und beurteilt werden soll.  
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3 MATERIAL UND METHODEN 
 
3.1 Material 
 
3.1.1 Versuchstiere 
 
Für die Versuche wurden männliche und weibliche Sprague-Dawley-Ratten im Alter von 5 - 8 Wochen und 
einem Körpergewicht (KGW) von 202 - 310 g verwendet. Die Ratten wurden bei Janvier® (Saint Berthevin, 
Frankreich) bezogen. Die Versuche wurden frühestens nach einer Eingewöhnungszeit von 10 d begonnen. 
Für die durchgeführten Tierversuche bestand eine Genehmigung von der Behörde (Genehmigungsnummer G 
0337/10, Landesamt für Gesundheit und Soziales Berlin, 07.02.2011). Insgesamt wurden 69 Ratten für die 
Versuchsvorhaben verwendet: 6 Tiere für die Vorversuche und 63 Tiere für die Hauptversuche (s. 3.2.3). 
 
3.1.2 Haltung und Fütterung 
 
Alle Versuchstiere wurden während der Eingewöhnungszeit im institutseigenen Tierstall nach Geschlecht 
getrennt in Gruppen von 2 - 4 Versuchstieren gehalten. 3 Tage vor Beginn des Versuchs wurden nur die Ver-
suchstiere im Hauptversuch in Einzelhaltung überführt, in der sie sich bis Versuchsende befanden. Die Ver-
suchstiere im Vorversuch wurden nur unmittelbar vor der Anästhesie einzeln in einen Tierkäfig gesetzt und 
nach vollständiger Erholung erneut in Gruppenhaltung verbracht. Die Haltung erfolgte unter standardisierten 
Bedingungen (Raumtemperatur 21 ± 1 °C, relative Luftfeuchtigkeit 60 ± 5 %, zwölftsündiger Hell-
Dunkelrhythmus mit einer Lichtphase von 6 - 18 Uhr). Als Tierkäfige wurden Standardkäfige (Makrolon®; 
Normtyp IV) mit Standardeinstreu (Hygienic Animal Bedding, J. Rettenmaier & Söhne GmbH und Co. KG, 
Rosenberg, Deutschland) verwendet. Als Enrichmentmaterial befand sich eine Kriechröhre aus Metall (Ei-
genbau, Institut für Pharmakologie und Toxikologie, Berlin) im Käfig. Die Versuchstiere erhielten ad libid-
tum Wasser und Standardfutter (Alleinfuttermittel für die Haltung von Ratten und Mäusen, ssniff Spezialdiä-
ten GmbH, Soest, Deutschland). Nach der Anästhesie bis Versuchsende bekamen die Versuchstiere in Was-
ser eingeweichtes Standardfutter in einer Glaspetrischale angeboten, um die Futteraufnahme zu erleichtern. 
 
3.1.3 Verwendete Substanzen 
 
Alle zur Anästhesie bzw. zur Antagonisierung der Anästhesie verwendeten Substanzen sind in Tab. 7 mit 
Handelsname, Bezugsquelle, Applikation (bzw. Verwendung) und Dosierung sowie Injektionsvolumen (plus 
Konzentration) angegeben. Alle in Tab. 7 aufgeführten Substanzen wurden am d der Anästhesie frisch her-
gestellt bzw. einer neu geöffneten Ampulle entnommen. Die benötigte Wirkstoffmenge an Chloralhydrat 
wurde auf einer Feinwaage (Sartorius AG, Goettingen, Deutschland) abgewogen und auf einem Magnetrüh-
rer im Lösungsmittel (0,9 %ige NaCl-Lösung, B. Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutschland).) gelöst. 
Die Wirkstoffmenge von Medetomidin, Midazolam und Fentanyl wurden aufgrund der geringen Volumen-
menge für eine einzelne Ratte für 1 kg KGW berechnet, mit der benötigten Menge Lösungsmittel (0,9 %ige 
NaCl-Lösung) aufgefüllt und mittels Magnetrührer gleichmäßig vermengt und anschließend in ein sauberes 
Becherglas überführt. Die verwendeten Dosierungen wurden in Anlehnung an die Literaturangaben bei Rat-
ten ausgewählt bzw. im Falle der initialen intraperitonealen (i.p.) Bolusgabe von Propofol (n=6), durch Vor-
versuche bestimmt (s. 3.2.1).  
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Substanz Handelsname Firma 
Dosierung (Konzentration, 
Injektionsvolumen) 
Appli-
kation 
Chloralhydrat 
(Hypnoktikum) 
Chloralhydrat ≥99,5 %, 
Ph.Eur., BP, USP Trichlo-
racetaldehydhydrat 
 
Karl Roth 
GmbH und Co. 
KG, Karlsruhe, 
Deutschland 
430 mg/kg 
(3,6%= 36 mg/ml, 
12 ml/kg) 
intrape-
ritoneal 
(i.p.) 
Fentanyl 
(Opioid) 
 
Fentanyl-Janssen®,  
0,05 mg/ml  
Injektionslösung 
Janssen-Cilag 
GmbH, Neuss, 
Deutschland 
0,005 mg/kg 
(gesamt 1 ml/kg) 
intramu-
skulär 
(i.m.) 
 
Naloxon 
(kompetitiver 
Antagonist des 
Fentanyl) 
Naloxon ratiopharm®, 
0,4 mg/ml  
Injektionslösung 
Ratiopharm 
GmbH, Ulm, 
Deutschland 
0,12 mg/kg 
subcu-
tan 
(s.c.) 
 
Medetomidin 
(α2-Adreno-
rezeptoragonist) 
Domitor®  
1mg/ml 
Injektionslösung 
Janssen-Cilag 
GmbH, Neuss, 
Deutschland 
0,15 mg/kg 
(gesamt 1 ml/kg) i.m. 
 
Atipamezol 
(kompetitiver 
Antagonist des 
Medetomidin 
Antisedan®  
5 mg/ml  
Injektionslösung 
Janssen-Cilag 
GmbH, Neuss, 
Deutschland 
0,75 mg/kg  s.c. 
Midazolam 
(Benzodiazepin) 
 
Midazolam ratiopharm® 
15 mg/ 3 ml 
Injektionslösung 
Ratiopharm 
GmbH, Ulm, 
Deutschland 
2 mg/kg 
(gesamt 1 ml/kg) i.m. 
 
Flumazenil 
(kompetitiver 
Antagonist des 
Midazolam) 
Flumazenil Hexal®  
0,1 mg/ml  
Injektionslösung 
Hexal AG, 
Holzkirchen, 
Deutschland 
0,2 mg/kg s.c. 
Propofol 
(Hypnotikum) 
Narcofol®  
10 mg/ml 
Injektionslösung 
CP-Pharma 
Handelsgesell-
schaft mbH, 
Burgdorf, 
Deutschland 
 
VV: 100 mg/kg, 120 mg/kg, 
140 mg /kg 
HV: Bolus: 120 mg/kg 
Dauerinfusion (DI): 
40-60 ml/kg/h 
( = 70-100 μl/kg/min) 
i.p. 
 
i.p./ 
intrave-
nös 
(i.v.) 
 
Tab. 7: Verwendete Substanzen zur Anästhesie und Antagonisierung der VAA mit Handelsnamen, Fir-
men und Art der durchgeführten Applikation. Die sog. „Vollständig antagonisierbare Anästhesie“ (VAA) 
bestand aus Fentanyl, Medetomidin und Midazolam (Lösungsmittel 0,9%ige NaCl-Lösung, Injektionsvolu-
men 1 ml/kg). Zur Antagonisierung der VAA wurde Naloxon, Atipamezol und Flumazenil verwendet. Chlo-
ralhydrat wurde am Versuchstag in 0,9%iger NaCl-Lösung gelöst. Propofol und alle Substanzen für die 
VAA wurden einer frisch geöffneten Ampulle entnommen. Jede angebrochene Ampulle mit Propofol-
Injektionslösung wurde aufgrund der begrenzten Haltbarkeit nach 3 d entsorgt. Die Dosierungen und Injekti-
onsvolumina beziehen sich auf kg KGW. VV: Vorversuch, HV: Hauptversuch. 
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3.2 Methoden 
 
Für die Validierung unterschiedlicher Injektionsnarkosen bei männlichen und weiblichen Sprague-Dawley-
Ratten im Rahmen einer 60-minütigen stereotaktischen Gehirn-Operation (OP) wurden folgende Anästhetika 
allein oder in Kombination verwendet: 
 
1. Chloralhydrat (CH) 
2. Vollständig antagonisierbare Anästhesie ohne Antagonisierung (VAA) 
3. Vollständig antagonisierbare Anästhesie mit Antagonisierung (VAA+A) 
4. Propofol-Bolus mit anschließender Propofol-Dauerinfusion (DI) (PROP) 
 
In diesen Versuchsgruppen wurden folgende Untersuchungen durchgeführt: 
  Beurteilung der Eignung des Pulsoximeters MouseOx® (STARR® Life Science, Oakomont, USA) 
für die Messung der Vitalparameter (Atem- und Herzfrequenz, periphere Sauerstoffsättigung) an 
wachen, freibeweglichen Ratten,  Untersuchung der Vitalparameter (Atem- und Herzfrequenz; periphere Sauerstoffsättigung, Körper-
kerntemperatur) und ausgewählter Reflexe innerhalb einer 60-minütigen stereotaktischen OP,  Untersuchung der intra- und postoperativen Belastung durch Schmerz und Disstress über verschie-
dene Bewertungskriterien/Parameter (objektive; subjektive),  Histologische Untersuchung auf pathologische Veränderungen in verschieden Organsystemen und 
Geweben (Leber, Bauchfell, Milz, Darm und Gekröse, Muskulatur) und  Immunhistochemische Untersuchung zu c-Fos in Disstress- und Schmerz-assoziierten Strukturen im 
Rattengehirn. 
 
Die verschiedenen Injektionsnarkosen wurden in abwechselnder Reihenfolge durchgeführt (3 Tiere einer 
Anästhesiegruppe nacheinander, dann Wechsel), um saisonale Unterschiede ausschließen zu können.  
 
In den folgenden Abschnitten wird die Durchführung des Vorversuchs zur Dosisfindung für die i.p. Propo-
fol-Bolusgabe beschrieben. Anschließend werden die Methoden zur Durchführung und Beurteilung der An-
ästhesieverfahren im Hauptversuch ausgeführt und die statistische Auswertung erläutert. 
 
3.2.1 Vorversuch: Dosisfindung für die intraperitoneale Propofol-Bolusgabe 
 
Es sollte eine Dosierung gefunden werden, bei welcher die Versuchstiere den Bewusstseinsverlust (Ausfall 
des Stellreflexes [SR]) sowie das Stadium der chirurgischen Toleranz (cT) erreichen, gekennzeichnet durch 
Ausfall des Zwischenzehenreflexes an der Hintergliedmaße (ZZR hi. neg [-]). Im Hauptversuch sollte sich 
dieser Prämedikation eine Dauerinfusion (DI) mittels Propofol anschließen. Für die Vorversuche wurde die 
Dosierung von Hajighahramani und Vesal (2006) mit 100 mg/kg KGW Propofol i.p. zugrunde gelegt, die bei 
2 von 5 männlichen Sprague-Dawley-Ratten (Gewicht 237 ± 27 g) zur cT geführt hat. Um einen möglichst 
größere Anzahl von Versuchstieren mit cT zu erhalten, wurden zusätzlich höhere Dosierungen von 120 und 
140 mg/kg KGW Propofol bei insgesamt 6 Ratten (3 ♂, 3 ♀) getestet. Pro Tier und Geschlecht wurden somit 
3 unterschiedliche Dosierungen mit einer Erholungszeit von mindestens 7 Tagen zwischen den Anästhesien 
untersucht. Die Vorversuche begannen zwischen 9.00 und 11.00 Uhr. Die Versuchstiere wurden täglich ge-
wogen (Sartorius PB 2100, Sartorius AG, Göttingen, Deutschland) und die Propofolmenge anhand des 
KGWs am Versuchstag berechnet. Die Tiere wurden einzeln im Käfig in den Versuchsraum verbracht und 
dort für 30 min zur Eingewöhnung belassen. Danach erfolgte eine i.p. Applikation und das Tier wurde zu-
rück in den Käfig gesetzt. Zur Beruhigung des Versuchstieres wurde dieser großflächig mit einem Handtuch 
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abgedeckt. Die Zeiten bis zum Verlust des SR und ZZR hi. wurden gemessen. Verblieb das Tier 5 s mit ab-
gelegtem Kopf in Seitenlage, wurde der Käfig leicht gekippt, um den Verlust des SR (LORR= loss of 
righting reflex) zu überprüfen. Nach erfolgtem LORR wurde das Tier aus dem Käfig entnommen und auf 
eine beheizte Wärmeplatte (37 °C) gelegt und die Augen mit Bepanthen® Augen- und Nasensalbe (Bayer 
Vital GmbH, Leverkusen, Deutschland) gegen Austrocknung geschützt. Durch Kneifen mittels anatomischer 
Pinzette in die Zwischenzehenhaut wurde alle 2 min der ZZR hi. überprüft (nach Ausfall des ZZR hi. wurde 
die Überprüfung alle 10 min vorgenommen). Die Versuchstiere wurden bis zum Aufwachen aus der Narkose 
(erneut positiver SR) überwacht und anschließend in den Haltungsraum gebracht.  
 
Im Folgenden wird die Vorbereitung und Durchführung des Hauptversuches beschrieben. 
 
3.2.2 Handling und Training der Versuchstiere vorab des Hauptversuchs 
 
Alle Versuchstiere wurden täglich gewogen (Sartorius PB 2100, Sartorius AG, Göttingen, Deutschland) und 
an das Handling gewöhnt. 3 d vor der Anästhesie/OP wurden die Versuchstiere in Einzelhaltung verbracht. 
Dies war aufgrund einer Sammlung des Kotes der Tiere für die spätere Bestimmung von immunreaktiven 
Corticosteron notwendig.  
Ein Ziel der Arbeit war es, Werte für die Vitalparameter Atemfrequenz (AF), Herzfrequenz (HF) und perip-
here Sauerstoffsättigung (SpO2) an wachen, freibeweglichen Ratten zu gewinnen, welche als Referenzwerte 
zu den Vitalparametern in Narkose dienen sollten. Die Ermittlung von physiologischen Werten an wachen, 
freibeweglichen Nagern mittels herkömmlichen Pulsoximeter ist nicht möglich, da die hierbei verwendeten 
Pfotensensoren die Bewegung einschränken und somit von wachen Tieren nicht toleriert werden. Zudem 
kommt es durch die Unruhe der Tiere bei der Messung zu Messungenauigkeiten und Artefakten (Mantel 
1999). Daher wird in der Regel auf die Ermittlung dieser Parameter an wachen Tieren verzichtet und Werte 
aus der Literatur angeführt. Daher wurde die Ermittlung oben genannter Parameter durch die Verwendung 
einer neuen Methodik mittels eines speziellen Pulsoximeters für Nager (MouseOx® Pulsoximeter, STARR 
Life Sciences, Oakomont, USA) etabliert, welcher Messungen über einen am Hals der Versuchstiere ange-
legten Sensorclip ermöglicht (s. Abb. 5, Größe M für ♀, L für ♂). Der Vorteil der neuen Methode liegt darin, 
dass jedes Versuchstier seine eigene Versuchskontrolle darstellt. Es zeigte sich bei der Etablierung, dass das 
Tragen des Sensorclips am Hals zwar für die Ratten beim ersten Anlegen eine ungewohnte Manipulation 
war, aber deren Bewegung nicht einschränkte, sodass dieser Sensorclip nach der Eingewöhnungs- bzw. Trai-
ningsszeit (mehrere min pro Tag über 3 Tage) gut von den Versuchstieren toleriert wurde. Für das Training 
wurden die Ratten in ihrem Heimkäfig in den Versuchsraum verbracht und dort für 10 min zur Eingewöh-
nung belassen. Anschließend wurden sie in einen Versuchskäfig (Makrolonkäfig Typ I) gesetzt, in dem sich 
in einer Seitenwand ein Loch zum Durchführen des Sensorclips befand. Der Käfig wurde teils mit schwar-
zem Lederstoff abgedeckt, um die Versuchstiere zu beruhigen. Dem Versuchstier wurde vor Anlegen des 
Sensorclips am Hals eine Eingewöhnungszeit von 5 min im Käfig gewährt. Dieses Vorgehen wurde an 3 
aufeinander folgenden Tagen für jeweils 10 min durchgeführt, um die Tiere an den Halsclip zu gewöhnen 
und somit verlässliche, physiologische Werte zu erhalten. Dabei wurde an den ersten beiden Trainingstagen 
ein spezieller Trainingssensor in gleicher Größe verwendet (Blank Clip; MouseOx®, STARR Life Science, 
Oakomont, USA) (s. Abb. 5), um die Gefahr von Schäden am Sensorkabel bzw. an der Sensorverlängerung 
oder am Sensorclip selbst durch ein Benagen der Ratte zu minimieren. Am zweiten Trainingstag wurde jedes 
Versuchstier nach erfolgtem Training mittels Enthaarungscreme (Pilca Enthaarungscreme, Dietrichs Mar-
kenvertrieb GmbH und Co. KG, Bad Pyrmont, Deutschland) im Bereich des Sensorsitzes am Hals enthaart, 
da laut Angaben des Herstellers Behaarung die Signalübermittlung beeinträchtigen kann. Am 3. Tag des 
Trainings war der Gewöhnungseffekt für die Versuchstiere bereits so gut, dass sich die Ratten im Versuchs-
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käfig ruhig verhielten. Ebenfalls wurde den Versuchstieren im Anschluss an jedes Training das Fieberther-
mometer rektal eingeführt, um auch diesbezüglich eine Gewöhnung zu fördern. 
 
 
 
3.2.3 Versuchsplan 
 
Das Versuchsvorhaben umfasste 1 Kontrollgruppe und 4 Injektionsanästhesiegruppen zu je 11 Versuchstie-
ren und eine zusätzliche Inhalationsanästhesiegruppe zu 5 Tieren (s. Tab. 8). Alle i.p. Injektionen wurden 
grundsätzlich auf der rechten Körperseite (kaudaler, obenliegender Quadrant des Abdomens) durchgeführt. 
Alle Anästhetika konnten bei Bedarf nachdosiert werden (s. 3.2.4.4). Wie in der Kap. 2.6 begründet, erfolgte 
in keiner Narkosegruppe eine postoperative Analgesie. 
 
Behandlungsgruppen und Tierzahlen Wirkstoffe und Dosierungen Applikation 
1. Kontrolle (K) 
n=11 (6 ♂, 5 ♀) 
Vehikel: 0,9%ige NaCl-Lösung, 
1 ml/kg Injektionsvolumen  
i.p. 
2. Chloralhydrat (CH) 
n=11 (6 ♂, 5 ♀)  
3,6 %-ige Injektionslösung, 
430 mg/kg  
i.p. 
3. Vollständig antagonisierbare Anästhe-
sie ohne Antagonisierung (VAA) 
n=11 (6 ♂, 5 ♀)  
Medetomidin 0,015 mg/kg  
Midazolam 2 mg/kg 
Fentanyl 0,005 mg/kg 
 
i.m. 
4. Vollständig antagonisierbare Anästhe-
sie mit Antagonisierung (VAA+A) 
n=11 (6 ♂, 5 ♀) 
s. VAA plus 
Atipamezol 0,75 mg/kg 
Flumazenil 0,2 mg/kg 
Naloxon 0,12 mg/kg 
          i.m. 
 
s.c. 
5. Propofol Bolusinjektion  
plus DI (PROP) 
n=11 (6 ♂, 5 ♀) 
120 mg/kg plus 
PROPfix 100 µl/kg/min* (n=6) oder 
PROPflex 70-100 µl/kg/min* (n=5) 
i.p. 
           i.v. 
6. Isofluran (ISO) 
n=5 (3 ♂, 2 ♀), 
3 %, Flussrate 6 l/min per inhalatio-
nem (p.i.) 
 
Tab. 8: Behandlungsgruppen zur Untersuchung von Injektionsanästhesien bei Sprague-Dawley-
Ratten (in Klammern Abkürzung der Gruppenbezeichnung). Pro Gruppe wurden 5-11 Versuchstiere ver-
wendet (insg. 60 Versuchstiere). Die Anzahl der verwendeten ♂ und ♀ Tiere ist in Klammern aufgezeigt. 
Gruppe 6 (ISO) nimmt eine Sonderstellung innerhalb der Gruppen ein, da sie ausschließlich der Gewinnung 
von Referenzwerten der Katecholaminkonzentrationen von Adrenalin und Noradrenalin im Plasma diente. 
Die Dosierungen und Injektionsvolumina beziehen sich auf kg KGW. *Richtwert: 4-6 ml/kg/h umgerechnet 
70-100 μg/kg/min, ggf. Erhöhung bei mangelndem Ausfall des ZZR hi. in der PROPflex-Gruppe. 
  
a 
b 
c 
Abb. 5: Trainingssensor (a) und Pulsoximetersensor (b) 
zur Befestigung im Nacken der Versuchstiere. Zur Imitation 
des Sensorkabels und der Sensorverlängerung wurde ein 
Bindfaden am Trainingsclip befestigt (c). Der Trainings-
sensor wurde an den ersten beiden Tagen des Trainings 
verwendet. 
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1. Kontrollgruppe (K) 
 
Die Versuchstiere erhielten eine i.p. Applikation von 1 ml/kg KGW 0,9%iger NaCl-Lösung  
 
2. Chloralhydrat (CH) 
 
Untersucht wurde die Monoanästhesie mittels einer i.p. applizierten 3,6%igen Chloralhydrat-Injektions-
lösung (430 mg/kg KGW).  
 
3. Vollständig antagonisierbare Anästhesie ohne Antagonisierung (VAA) 
 
Es wurde die Kombinationsnarkose aus Medetomidin (0,15 mg/kg), Medetomidin (2 mg/kg) und Fentanyl 
(0,005 mg/kg) untersucht (Injektionsvolumen 1 ml/kg). Die Applikation der 3 Komponenten erfolgte in einer 
Mischspritze i.m. in die kaudale, rechte Oberschenkelmuskulatur. Überstieg das insgesamt zu verabreichende 
Volumen 0,3 ml (Longley 2008), wurde die Hälfte des Dosis zusätzlich in die kaudale, linke Oberschenkel-
muskulatur appliziert.  
Eine Antagonisierung der Narkose wurde bei dieser Versuchsgruppe nicht vorgenommen.  
 
4. Vollständig antagonisierbare Anästhesie mit Antagonisierung (VAA+A) 
 
Die Untersuchung befasste sich mit der Kombinationsnarkose aus Medetomidin (0,15 mg/kg), Medetomidin 
(2 mg/kg) und Fentanyl (0,005 mg/kg) mit Beenden der Narkose 60 min nach initialem Erreichen der cT 
mittels der kompetitiven Antagonisten Atipamezol (0,75 mg/kg), Flumazenil (0,4 mg/kg) und Naloxon (0,12 
mg/kg). Die Applikation der Kombinationsnarkose erfolgte wie in Gruppe VAA. Die für das Einzeltier er-
rechnete Dosis der Antagonisten wurde aufgrund der großen Injektionsvolumina einzeln und zügig nachei-
nander s.c. verabreicht. Die Injektion von Atipamezol erfolgte in die Nackenfalte, die von Flumazenil und 
Naloxon in die linke bzw. rechte seitliche Bauchwand. 
 
5. Initiale Propofol-Bolusgabe mit anschließender Dauerinfusion (PROP) 
 
Untersucht wurde die Monoanästhesie aus initialer i.p. Bolusgabe mit Propofol (120 mg/kg) mit anschlie-
ßender i.v. DI. Zur Verabreichung der DI wurde eine Spritzenpumpe (Pump 11 Elite, Hugo Sachs Elektonik- 
Harvard Apparatus, March-Hugestetten, Deutschland) verwendet. Spritzentyp und –größe, in diesem Fall 5 
ml Einmalspritzen (BD 5 ml Syringe, Luer-Lok™ Tip, Bekton Dickinson, Temse, Belgien) sowie Infusions-
rate waren individuell am Gerät einstellbar. Die Infusion erfolgte an der bewusstlosen Ratte an der lateralen 
Schwanzvene im Übergang von 2. zum 3. Drittel des Schwanzes. Hierfür wurde der Schwanz der Ratte zur 
Vasodilatation und somit zur besseren Darstellung der Schwanzvenen für 15 s in 40 °C- warmes Wasser 
getaucht. Danach folgte am erneut abgelegten Tier die Stauung der Schwanzvene an der Schwanzwurzel 
durch eine Hilfsperson und die Katheterisierung mittels Venenverweilkanüle (Vasovet, 24G x ¾“ 0,7 x 19 
mm, B. Braun Vet Care GmbH, Tuttlingen, Deutschland). Die Verbindung von der Venenverweilkanüle zur 
Spritzenpumpe erfolgte mittels PVC-Verbindungsschläuchen (BD Connecta™ Verlängerungsleitung, Becton 
Dickinson, Temse, Belgien). Da sich im Verlauf der Versuche zeigte, dass die Tiere mittels DI mit einer 
Dosierung unter 6 ml/kg/h (umgerechnet 100 µl/kg/min) die cT nicht erreichten, wurden im weiteren Verlauf 
2 unterschiedliche Regime untersucht: PROPfix: 100 µl/kg/min und PROPflex: 70-100 µl/kg/min. Bei Tieren 
mit PROPfix Behandlung wurde bis zum Erreichen der cT keine Erhöhung oder Erniedrigung der Dosis vor-
genommen. Erreichten die Tiere bis 30 min nach Beginn der DI die cT nicht, wurde die DI abgebrochen, da 
danach ein Erreichen der cT nicht mehr zu erwarten war. Bei Erreichen der cT wurde mit der stereotakti-
schen OP begonnen und bei einem zwischenzeitlichen Verlust der cT mit der festgesetzten Dosierung be-
darfsgerecht nachdosiert (s. 3.2.4.4). Bei Tieren mit PROPflex Behandlung war auch bei Ausbleiben der cT 
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mit einer Dosierung von 70-100 µl/kg/min eine Erhöhung der Dosis über diesen Dosisbereich hinaus unein-
geschränkt möglich, bis das Tier die cT erreichte.  
 
6. Inhalationsanästhesie mit 3%igem Isofluran in einer Narkosebox (ISO) 
 
Ziel der Untersuchung war die Ermittlung von Referenzwerten der Katecholaminkonzentration von Noradre-
nalin und Adrenalin. Mit einer Flussrate von 6 l/min (Trägergas: O2) wurde in einer Narkosebox (Makrolon-
käfig Typ III, Inhalt 14 l) mit 3 %igem Isofluran mittels Inhalationsnarkosegerät (Dräger Sulla®, Dräger 
Medical GmbH, Lübeck, Deutschland) und Präzisionsverdampfer (Dräger Vapor® 19.1 Isoflurane, 5% Drä-
ger Medical GmbH, Lübeck, Deutschland) anästhesiert. 
 
Neben den in Tab. 8 aufgeführten 60 Ratten kamen noch die 6 Tiere für die Vorversuche zur Propofol-
Bolus-Dosisfindung hinzu. Des Weiteren wurden 3 Tiere nicht mit in die Versuchswertung aufgenommen. 
Diese Tiere gehörten in eine zusätzliche Gruppe, in der die Kombination Chloralhydrat plus Buprenorphin 
(CH+B) untersucht werden sollte. Initial wurde mit dieser Untersuchungsgruppe begonnen. 2 Tiere dieser 
Gruppe verstarben beim Einspannen in den Stereotakten bei gleichzeitigem Tragen des Pulsoximeterclips 
und zuvor guten Vitalparametern, die sich beim Einspannen plötzlich drastisch verschlechterten. Dies legte 
die Vermutung nahe, dass die leichte Kompression der zuführenden Gefäße am Hals durch den Clip mit 
gleichzeitiger Belastung durch das Fixieren der Ohrstifte im äußeren Gehörgang eine letale Belastung für die 
Tiere darstellt. Aus diesem Grund wurde bei den nachfolgenden Versuchen auf das Tragen des Pulsoxime-
terclips und somit die Messung der Vitalparameter von Beginn bis Abschluss der Einspannens verzichtet 
(Methodik s. 3.2.4.2). Da im weiteren Verlauf der Versuche wegen der Durchmischung der Versuchsgruppen 
klar wurde, dass Chloralhydrat allein stark belastend für die Tiere ist, wurde im weiteren Studienverlauf auf 
ein Auffüllen der Chloralhydrat plus Buprenorphin-Gruppe verzichtet, die deswegen im Rahmen dieser Dis-
sertation auch nicht weiter erläutert wird. 1 Tier wies eine unspezifische Gewichtsabnahme über die 3 d der 
Trainingsphase im Vorfeld der Anästhesie auf und wurde mit 100 mg/kg KGW Pentobarbital i.p. euthana-
siert.  
 
3.2.4 Versuchsdurchführung 
 
Das KGW der Tiere wurde nach Erhalt der Tiere vom Züchter täglich morgens erfasst. Dadurch wurde die 
Reihenfolge für die Anästhesie/OP festgelegt, da die Versuchstiere zum Zeitpunkt der Anästhesie ein KGW 
von etwa 200 bis 300 g aufweisen sollten. Kein Versuchstier wurde für unterschiedliche Anästhesien ver-
wendet. Bei einer festgestellten Fehlinjektion des Anästhetikums wurde die Anästhesie abgebrochen und 
dem Tier eine Erholungszeit von 1 Woche bis zur wiederholten Anästhesie mit der gleichem Anästhetikum 
gewährt. Die Häufigkeit der Fehlinjektionen wurde für jede Applikationsform vermerkt. Die Applikation des 
Anästhetikums fand in allen Versuchsgruppen gemeinsam mit einer Hilfsperson statt, welche das Tier fixier-
te. In allen Versuchsgruppen begannen die Versuche mit der Ermittlung der Basiswerte für die AF, HF und 
die SpO2 zwischen 10.30 und 11.00 Uhr. Die Anästhetika wurden in allen Gruppen initial zwischen 12.15 
und 12.45 Uhr verabreicht. Sämtliche Versuche wurden bei Raumtemperatur (22 - 23 °C) bei künstlichem 
Licht durchgeführt, da Tageslicht laut Herstellerangaben die MouseOx®-Pulsoximter-Messung stören kann. 
Das 3 d vor der Anästhesie/OP begonnene Training diente der Gewöhnung aller Versuchstiere an die Proze-
dur für die Messung von physiologischen Referenzwerten der AF, HF und der SpO2 von an wachen, freibe-
weglichen Ratten. Abb. 6 zeigt den Versuchsablauf (A) sowie das Messschema während der Anästhesie (B). 
Eine ausführliche Beschreibung der Messgrößen und Messschemata ist unter 3.2.4.2 formuliert.  
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Abb. 6: Versuchsablauf (A) und Messschema während der Anästhesie (B). A: Die eingekreisten Ziffern 
(2, 3, 4) werden in B aufgegriffen und/oder in 3.2.4.2 erklärt. Zusätzlich zu den objektiven (physiologischen) 
Parametern Atemfrequenz (AF), Herzfrequenz (HF), periphere Sauerstoffsättigung (SpO2), Körperkerntem-
peratur (KT) und Körpergewicht (KGW) wurden während des Versuchsablaufs weitere objektive und sub-
jektive Methoden zur Bestimmung von Disstress und Schmerz durchgeführt. Sie werden unter 3.2.4.6 be-
schrieben und sind in dieser Abb. nicht aufgeführt. Bei VAA+A behandelten Tieren wurde nach Ende der 
OP (t60) die Antagonisierung der Anästhesie durchgeführt, sodass hier das Narkoseende entsprechend früher 
eintrat als in der Abb.dargestellt. In dieser Gruppe endete die Messung aller Parameter früher als bei den 
anderen Anästhesiegruppen. Erläuterung der verwendeten Ziffern: 1.  Messung des KGW, 2.  Monitoring der 
Vitalparameter HF, AF und SpO2 mittels Pulsoximeter,   3.  Messung der KT,  4.  Durchführung der Reflex-
tests. 
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3.2.4.1  Methodik der stereotaktischen Gehirn-Operation 
 
Mit Erreichen der cT wurden die anästhesierten Versuchstiere einer stereotaktischen OP zur Untersuchung 
der chirurgischen Belastbarkeit der Anästhesie unterzogen. Die gesamte OP besaß einen zeitlichen Umfang 
von 60 min, welche durch KT-Messungen und Reflextests (s. 3.2.4.2) im Abstand von 10 min in 6 gleichlan-
ge Einzelabschnitte unterteilt wurde (s. Tab. 9). Die OP erfolgte mit Hilfe einer stereotaktischen Apparatur 
(TSE Systems, Bad Homburg, Deutschland) nach einer im Institut etablierten und häufig verwendeten Me-
thode (z. B. Sander et al., 2012). Nach der Rasur des OP-Feldes wurde die Ratte in den Stereotakt einge-
spannt und mittels abgerundeter Ohrenstifte (45° Spitze) und Gebisshalter zum Einhaken der Schneidezähne 
fixiert. Im Anschluss an die Desinfektion mit 70 %igem Alkohol (Karl Roth GmbH und Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland) wurde die Haut und die Unterhaut über dem Schädeldach längs der Sagitallinie auf einer Länge 
von 1,2 cm durchtrennt und seitlich mittels Klemmen fixiert (Öffnung der Hautwunde etwa 0,4 cm breit). 
Die nun sichtbare Knochenhaut wurde mittels Skalpellklinge vom Knochen gelöst und dieser mit 30%igem 
Wasserstoffperoxid (H2O2, Karl Roth GmbH und Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) desinfiziert und gebli-
chen, wodurch die beiden Knochenpunkte Satura lambdoidia (Lambda) und Bregma (s. Anh. Abb. 1) sicht-
bar hervortraten. Die Lage des Kopfes des Versuchstieres konnte bei Bedarf so korrigiert werden, dass 
Bregma und Lambda in derselben horizontalen Ebene lagen. Im Folgenden wurde die Markierung der Tre-
panationsstellen für das Absenken der Führungskanüle vorgenommen. Hierfür wurden folgende Koordina-
ten, ausgehend vom Punkt Bregma, aufgesucht: 4,0 mm anterior und – 1,2 mm lateral zu Bregma. Die Tre-
panation wurde mit Hilfe einer Bohrmaschine (Drehmel 300, Serie 300-55/1 Wien, Österreich) vorgenom-
men und die Führungskanüle (äußerer Durchmesser 0,45 mm, innerer Durchmesser 0,25 mm) um 7,6 mm 
nach ventral abgesenkt (Trepanationsstelle). Nach 1 min wurde die Führungskanüle wieder herausgezogen 
und die Wunde mit Einzelheften adaptiert. 
 
OP-
Abschnitt 
Zugeordnete Zeitspanne 
(in min) Ablauf und chirurgisches Vorgehen 
I 1 - 10 Rasur OP-Feld, Applikation Augensalbe°, * 
II 11 - 20 
1. Blutentnahme, Umlagern des Versuchstiers und der Wärme-
matte und des Mikrofons  
III 21 - 30 Einspannen in den Stereotakt, Desinfektion des Schädels 
IV 31 - 40 
Hautschnitt, Lösen der Knochenhaut, Bleichen mit H2O2, Aus-
messen und Markierung der Trepanationsstelle 
V 41 - 50 Trepanation der Schädeldecke, Absenken der Führungskanüle 
VI 51 - 60 Hautnaht, Auspannen aus dem Stereotakt, 2. Blutentnahme 
 
Tab. 9: Zeitliche Einteilung der stereotaktischen Gehirn-Operation in jeweils 6 Einzelabschnitte (I-VI) 
mit zugeordneter Zeitspanne sowie Ablauf und chirurgisches Vorgehen in den jeweiligen Abschnitten. Vor 
und nach jedem Abschnitt fanden eine Messung der KT und die Reflextests statt. ° Bepanthen® Augen- und 
Nasensalbe, Bayer Vital GmbH, Leverkusen, Deutschland). * In Gruppe 5 erfolgte in dieser Zeit zusätzlich 
das Legen einer Venenverweilkanüle für die DI (s. 3.2.3).  
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3.2.4.2  Messgrößen und Messschema vor, während und nach der Anästhesie 
 
Die vorangestellten Zahlen entsprechen den eingekreisten Zahlen in Abb. 9 A sowie den Zahlen in Abb. 9 B. 
 
1. Die Bestimmung des Körpergewichts (KGW) erfolgte 3 d vor bis 2 d nach der Anästhesie/OP. Das 
Versuchstier wurde hierfür in eine zuvor austarierte Metallschale gesetzt und das KGW mittels Tierwaa-
ge (Sartorius PB 2100, Wägebereich 0,1 g - 2,1 kg, Sartorius AG, Göttingen, Deutschland) ermittelt und 
notiert. Mit Hilfe des am Morgen der Anästhesie gemessenen KGWs wurde die Berechnung der benötig-
ten Dosis der Anästhetika vorgenommen (s. Tab. 8). 
 
2. Die Messung der physiologischen Referenzwerte für die Vitalparameter Atem (AF)- und Herzfre-
quenz (HF) sowie periphere Sauerstoffsättigung (SpO2) erfolgte ca. eine halbe h vor Induktion der 
jeweiligen Anästhesie. Da das Gerät (MouseOx®, STARR Life Science, Oakomont, USA) inklusive der 
Software (MouseOx® Software 6.4.3) speziell für Mäuse und Ratten konzipiert wurde, eignet es sich 
auch zur Ermittlung der bei Nagern physiologischer Weise vorhandenen hohen HF und AF  (Messbe-
reich: a) AF: 25 bis 450 Atemzüge/min; b) HF: 90 bis 900 Herzschläge/min; c) SpO2: 0-100 %). Für die 
Messung wurde das Tier vor der Anästhesie in den Versuchsraum gebracht und 20 min ohne Aufsicht im 
Heimkäfig zur Eingewöhnung belassen. Anschließend erfolgte die Umsetzung in den Versuchskäfig, in 
welchem die Versuchstiere erneut 5 min zur Ruhe kommen sollten. Danach wurde der Pulsoxime-
tersensor (s. Abb. 5) am Hals des Versuchstieres platziert und wiederum 5 min gewartet. Die eigentliche 
präanästhetische Aufzeichnung erfolgte dann insgesamt über 30 min, wobei eine automatische Messung, 
erstmalig beginnend nach 5 min, einen Durchschnittswert alle 5 min (automatisch errechneter Durch-
schnittswert über 20 s Messung) produzierte. Es wurden somit 6 präanästhetische Durchschnittswerte ei-
nes jeden wachen, freibeweglichen Versuchstieres ermittelt.  
Die Messung in der Anästhesie begann nach dem Platzieren des bewusstlosen Versuchstieres auf der 
Wärmeplatte und endete mit Wiedererlangen des SR. Zu bestimmten Zeitpunkten musste der Clip abge-
nommen und die Messung kurzzeitig angehalten werden. Dies war z.B. bei den Blutentnahmen aus dem 
jugularen Venenwinkel oder beim Einspannen des Kopfes des Versuchstieres in den Stereotakten der 
Fall, da sich innerhalb der ersten Versuche zeigte, dass das Einspannen mit am Hals angelegten Sen-
sorclip zu einem dramatischen Abfall der AF führte und somit einen kritischen Punkt in der Anästhesie 
markierte (s. 3.2.3). Nach erneutem Start der Messung setzte die Aufzeichnung ohne Unterbrechung 
wieder ein. Folglich stimmt die gesamte Aufzeichnungsdauer ab der 20 min nicht exakt mit der tatsächli-
chen Narkosedauer überein, sondern ist zeitlich etwas früher (ca. -4 bis -5 min) angesiedelt. Dement-
sprechend ist bei Auswertung und Darstellung bis zum Ende der OP (60 min) der Zeitraum bis ca. 65 
min inbegriffen (beinhaltet somit auch die Zeit nach der Antagonisierung in Gruppe VAA+A). Versuchs-
tiere der Kontrollgruppe wurden 5 min nach der Injektion des Vehikels aus dem Heimkäfig entnommen 
und für eine 60-minütige Messung (entspricht der festgelegten OP-Dauer) der Vitalparameter in den 
Versuchskäfig gesetzt. 
 
3. Mittels eines digitalen Fieberthermometers (Maximumthermometer Modell GT-131, Geratherm Medical 
AG, Geschwenda, Deutschland; Messbereich 32,0 – 43,9 °C;) wurde rektal die Körperkerntemperatur 
(KT) ermittelt. Die erste Messungen erfolgten bei allen Versuchstieren einmalig vor der Anästhesie, bei 
anästhesierten Tieren nach Eintritt in die cT im Abstand von 10 min bis zum Wiedererwachen aus der 
Narkose sowie 1 h danach. Bei der Kontrollgruppe wurde keine weitere KT-Messung während der oben 
erwähnten Messdauer der Vitalparameter durchgeführt, da hierdurch zusätzlicher Stress verursacht und 
damit eine mögliche KT Erhöhung erwartet wurde. Auch in dieser Gruppe wurde eine letzte Messung 1 
h nach Abschluss der Messdauer der Vitalparameter durchgeführt. Während der Narkose wurden die 
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Versuchstiere in Bauchlage auf einer konstant beheizten Wärmeplatte (37° C, Rat Homeothermic Pad 
with YS!402, Harvard Apparatus, March-Hugstetten, Deutschland) gelagert und Augensalbe (Bepan-
then® Augen- und Nasensalbe, Bayer Vital GmbH, Leverkusen, Deutschland) zum Schutz gegen Aus-
trocknung der Hornhaut in den Bindehautsack eingebracht. 
 
4. Nach Injektion des Anästhetikums bzw. des Vehikels wurden die Versuchstiere in den zimmerwarmen 
Heimkäfig zurückgesetzt und der Käfig großflächig mit einem Handtuch bedeckt. Bei den anästhesierten 
Tieren wurden die klinischen Anästhesiezeichen beobachtet. Folgende Reflexe wurden in die Untersu-
chung der Anästhesie einbezogen:  
 
a) Stellreflex (SR): Bezeichnet die Fähigkeit des Tieres, sich selbständig von Brust- in Bauchlage zu 
drehen. Der Ausfall dieses Reflexes (LORR) fällt zeitlich sehr nahe mit dem Ausfall des Bewusst-
seins zusammen und signalisiert somit den Eintritt der Narkose (s. Literatur 2.3.2). Verblieb das an-
ästhesierte Tier für 5 s mit dem Kopf auf dem Boden liegen, wurde der Käfig leicht angekippt. Der 
LORR war erfolgt, wenn das Tier beim Ankippen des Käfigs reaktionslos leicht zur Seite wegrollte. 
Die Zeit von der Applikation bis zum LORR wurde als Einschlafzeit definiert. 
b) Zwischenzehenreflex (ZZR): Zur Testung dieses Reflexes wurde abwechselnd das linke und das 
rechte Hinterbein leicht ausgezogen, damit ein Zurückziehen der Gliedmaße deutlicher wurde, und 
mit einer anatomischen Pinzette mit mäßigem Druck in die Zwischenzehenhaut des Versuchstieres 
gekniffen. Bei einem positiven Reflex reagierten die Versuchstiere mit dem Zurückziehen der 
Gliedmaße. Dieser Reflextest wurde nach dem LORR im Abstand von ca. 2 min durchgeführt. Der 
Zeitpunkt des Ausfalls dieses Reflexes an der Hintergliedmaße (ZZR hi. neg,[-]) wurde mit dem 
Eintritt in das Stadium der chirurgischen Toleranz (cT) gleichgesetzt und markierte die Voraus-
setzung für den Beginn der stereotaktischen Gehirn-OP. Danach erfolgte dieser Test alle 10 min 
bzw. auch zwischendurch, wenn sonstige Kriterien für den Verlust der cT auftraten (s. 3.2.4.3). Ent-
scheidend für die Verwendung ZZR hi. war die Untersuchung von Mantel (1999) an Wistar-Ratten, 
bei welchen der Ausfall an der Hintergliedmaße später eintrat und von kürzerer Dauer war als an der 
Vordergliedmaße. Dabei wurde abwechselnd in die linke und in die rechte Zwischenzehenhaut ge-
kniffen, um keine Minderperfusion des Gewebes und infolgedessen ein unterdrücktes Empfinden zu 
provozieren. 
c) Lidreflex (LR): Dieser Reflextest erfolgte, indem man das Lid im medialen Augenwinkel vorsichtig 
mit einem Wattestäbchen berührte. Im positiven Fall wurde ein Blinzeln oder wenigstens ein Zucken 
der Augenlider ausgelöst. Dieser Reflex wurde beginnend dem ZZR hi. – alle 10 Min bis zum Wie-
dererlangen des SR überprüft und galt als ein Maß für die Tiefe der Narkose (s. Literatur 2.3.3). 
d) Cornealreflex (CR): wurde durch leichtes Antippen auf die Hornhaut des Tieres mittels Wattestäb-
chen getestet. Bei einer positiven Reaktion reagierte das Tier mit einem Augenzwinkern. Dessen Te-
stung erfolgte erstmalig und fortlaufend wie die des LR. Auch dieser Reflex war ein Maß für die 
Narkosetiefe (s. Literatur 2.3.3). 
 
3.2.4.3  Verlust der chirurgischen Toleranz und Ende der Narkose 
 
Als Zeitpunkt des Verlusts der cT galt ein erneut positiver ZZR hi (ZZR hi. +) zum Zeitpunkt des Prüfung 
des Reflexstatus. Traten während der übrigen Anästhesie-/OP-Dauer deutliche Zuckungen (Körper- und 
Gliedmaßenzuckungen), hörbares Vokalisieren oder Zähneknirschen auf, wurde dies ebenfalls als Kriterium 
für den Verlust des cT gewertet. Zeitgleich wurde überprüft, ob zu diesem Zeitpunkt ebenfalls ein ZZR hi. +  
vorlag.   
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Alle Versuchstiere erhielten nach erfolgter OP eine s.c. Injektion mit 1,5 ml 0,9 %iger NaCl-Lösung zum 
Ausgleich des möglichen Flüssigkeitsverlustes durch die Anästhesie/OP und wurden bis zum Wiedererwa-
chen mit der linken Körperseite auf die Wärmeplatte gelegt, um das Wiedererlangen des SR besser erkennen 
zu können. Als „wach“ wurde ein Tier definiert, das sowohl den LR, CR, ZZR hi. und den SR wiedererlangt 
hatte. Bis zu diesem Zeitpunkt erfolgte die externe Wärmezufuhr. Die Dauer des Ausfalls des ZZR hi. 
wurde als Dauer der cT (1. cT: nach dem erstmaligen Ausfall des ZZR hi.; 2. cT:. im Anschluss an die 
potentielle 1. Nachdosierung und 3. cT im Anschluss an die potentielle 2. Nachdosierung) und die Dauer des 
Ausfalls des SR als Narkosedauer notiert. Bei den mit VAA+A behandelten Versuchstieren wurde zusätz-
lich die Zeit von der Antagonisierung der Anästhesie bis zum Wiedererlangen des Stellreflexes als Aufwach-
zeit definiert und verzeichnet.  
 
3.2.4.4  Nachdosierungen der Anästhesien bei unzureichender Anästhesietiefe 
 
Wie bereits erwähnt, wurde für die Dauer der stereotaktischen OP eine Zeitspanne von 60 min veranschlagt. 
Um ein zu häufiges Nachdosieren des Anästhetikums zu vermeiden, wurde festgelegt, dass für eine Nachdo-
sierung der erste chirurgische Eingriff (Hautschnitt) im IV. OP-Abschnitt unter cT erfolgen musste (Ab-
schnitte s. Tab. 9). Sollte ein Tier vorher eine unzureichende Narkosetiefe und keine cT aufweisen (Kriterien 
s. 3.2.4.3), erfolgte keine Nachdosierung und folglich auch keine OP. Betreffende Versuchstiere wurden bis 
zum Wiedererlangen des SR warm gehalten, kontinuierlich die Vitalparameter überwacht und der Reflexsta-
tus alle 10 min überprüft. Versuchstiere, welche mach dem Hautschnitt die cT wieder verloren, wurden wie 
in Tab. 10 aufgeführt, bedarfsgerecht nachdosiert. Bei entsprechender Nachdosierung galt die 1. cT (bzw. 2. 
cT) als abgeschlossen. Nach erfolgter Nachdosierung wurde im Abstand von ca. 2 min der ZZR hi. überprüft 
und die Latenzzeit bis zum Wiedererreichen der cT notiert. Im Verlauf der Versuche zeigten die Ergebnisse, 
dass bei männlichen Tieren mit VAA Behandlung zum Zeitpunkt des Hautschnitts keine cT vorlag bzw. 
nicht mehr vorlag, weshalb für Tiere mit VAA+A Behandlung auch eine mögliche frühere Nachdosierung 
festgelegt wurde.  
Bei Tieren der Behandlungsgruppe PROP wurde die Nachdosierung abweichend davon geregelt, da diese 
Versuchstiere die cT zum Zeitpunkt des Beginns der DI noch nicht erreicht hatten (s. Ergebnisse 4.1.1). Bei 
Tieren mit PROPfix Behandlung wurde bis zum Erreichen der cT keine Erhöhung oder Erniedrigung der Do-
sis vorgenommen. Erreichten die Tiere bis 30 min nach Beginn der DI die cT nicht, wurde die DI abgebro-
chen. Bei Erreichen der cT wurde mit der OP begonnen und bei einem zwischenzeitlichen Verlust der cT mit 
der festgesetzten Dosierung bedarfsgerecht nachdosiert. Bei Tieren mit PROPflex Behandlung war auch bei 
Ausbleiben der cT mit einer Dosierung von 70-100 µl/kg/min eine Erhöhung der Dosis über diesen Dosisbe-
reich hinaus uneingeschränkt möglich, bis das Tier die cT erreichte. 
 
Versuchsgruppe Nachdosierung  Literatur/Quelle 
CH 10 % der Ausgangsdosis i.p. empirischer Erfahrungswert 
VAA und VAA+A ⅓ der Ausgangsdosis i.m. Henke und Erhardt (2012a) 
PROP DI 10 ml/kg/h i.v. empirischer Erfahrungswert 
 
Tab. 10: Nachdosierung der Anästhesien in den einzelnen Versuchsgruppen im Verlauf der stereotakti-
schen OP mit Literatur- bzw. Quellenangabe. Die i.m. Nachdosierung erfolgte in den gleichen Oberschenkel. 
 
3.2.4.5  Sonstige erfasste Merkmale während und nach der Anästhesie 
 
Zusätzlich zu den unter Punkt 3.2.4.2 erfassten Parametern, wurde bei den Versuchstieren auf das Auftreten 
von präanästhetischen Exzitationen geachtet. Exzitationen sind Erregungs- und Spannungszustände in Form 
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von motorischer Überaktivität vor Verlust (präanästhetisch) und Wiedererlangen des Bewusstseins (postan-
ästhetisch). Das mögliche Auftreten eines Exophthalmus (E) während der Anästhesie und dessen Schwere-
grad wurde ebenfalls erfasst. Die Einteilung erfolgte nach festgelegten Kriterien: += leicht (Bulbus minimal 
aus der knöchernen Orbita hervorgetreten), ++= mittelgradig stark (Bulbus deutlich vorgewölbt, Lidspalten-
schluss möglich) und +++= sehr stark (Bulbus weit hervorgewölbt, Lidspaltenschluss nicht möglich).  
In der Aufwachphase wurden postanästhetische Exzitationen oder sonstige Beobachtungen wie beispielswie-
se Zähneknirschen, Zungenbewegungen, Miktion oder auch das Auftreten hörbarer Vokalisation notiert. 
 
3.2.4.6 Weitere Bestimmungsmethoden zur Beurteilung von Schmerz- und Disstress durch die 
Anästhesie und die Operation  
 
3.2.4.6.1 Objektive (physiologische) Parameter 
 
3.2.4.6.1.1 Vokalisation 
 
Sogenannte “Alarm-calls“ oder “Distress calls“ sind Ultraschallvokalisationen (USVs) adulter Ratten im 
Bereich von 22 KHz (21-32 kHz, von langer Dauer: 300 - 2000 ms [68%], in Serien mit 50 - 200 ms Pausen) 
sind bei der Ratte mit negativen Gefühlswahrnehmungen assoziiert (Knutson et al 2002). Zur Detektion von 
„Distress calls“ im Ultraschallbereich und hörbaren Lauten wurde ein für hörbaren Schall und Ultraschall 
geeignetes Mikrofon (Ultraschallsensor von Knowles, Dover Corporation, Downers Grove, Illinois, USA; 
Steckverbindung von Neutrik® NC MX, Dachau, Deutschland) mit einem entsprechenden Aufnahmegerät 
(Avisoft Ultrasoundgate 116, Avisoft-RECORDER 2.7, Berlin, Deutschland) verbunden. Die Aufzeichnung 
umfasste den Zeitpunkt der Induktion der Anästhesie bis Ausfall des SR. Zusätzlich erfolgte die Registrie-
rung der USVs zu ausgewählten Zeitpunkten der OP (Einspannphase des Tieres in den Stereotakten und 
Hautschnitt). Die Verarbeitung und Auswertung wurde mittels der Software Avisoft 4.15-SasLapPro vorge-
nommen.  
 
3.2.4.6.1.2 Analyse von Adrenalin und Noradrenalin im Plasma 
 
Zur Bestimmung der Katecholamine (KA) Adrenalin (A) und Noradrenalin (NA) wurde den anästhesierten 
Versuchstieren an zwei festgesetzten Zeitpunkten der Anästhesie (s. Tab. 9) aus dem jugularen Venenwinkel 
ca. 0,5 ml Blut entnommen. Die 1. Blutentnahme wurde ca. 10 min nach Erreichen der cT vorgenommen 
(ohne dass vorher eine schmerzhafte chirurgische Manipulation erfolgt war), um die allein durch die Anäs-
thesie hervorgerufene Stressreaktion zu ermitteln. Die 2. Blutprobe wurde am Ende der OP nach einem 
Schmerzreiz (Hautnaht) entnommen. Voraussetzung für die Blutentnahmen war ein zuvor negativ getesteter 
ZZR hi. Das gewonnene Blut wurde sofort in ein 1,5-ml Eppendorf Reagenzgefäß überführt, kühl gestellt 
und das Blut zeitnah aufbereitet (s. Anhang Tab. A1).  
Mit ISO anästhesierte Ratten wurden nach beobachtetem LORR noch ca. 30 s in der Narkosebox unter Nar-
koseeinstrom belassen, anschließend wurde der Deckel leicht geöffnet und der ZZR hi. überprüft. Die La-
tenzzeit bis zum Verlust des ZZR hi. wurde notiert. Bei negativ ausgefallendem ZZR hi. wurde die Gaszu-
fuhr abgestellt, die Ratte entnommen und umgehend durch Dekapitation mittels Guillotine (TSE Systems, 
Bad Homburg, Germany) getötet. Ein Teil des dabei ausgetretenen Blutes wurde mit einer 2-ml Spritze auf-
gefangen und in ein 1,5-ml Eppendorf Reagenzgefäß überführt, kühl gestellt und ebenfalls zeitnah aufberei-
tet. Bei positivem ZZR wurde der Deckel wieder verschlossen und die Narkosegaszufuhr um 1 min verlän-
gert bis der ZZR hi. ausfiel. 
Die Probenaufbereitung wurde mittels Reagenzkit für HPLC Analytik der KA im Plasma (Chromsystems 
Instruments & Chemicals GmbH, München, Deutschland) durchgeführt. Das humanmedizinische Reagenzkit 
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enthielt die mobile Phase, den Kalibrationsstandard, den internen Standard, den Extraktions- und Eluations-
puffer und die Probenaufbereitungskartuschen. Die Probenaufbereitung erfolgte leicht modifiziert nach den 
Angaben des Herstellers, da nur geringe Blutplasmamengen bei Ratten verwendet werden konnten (s. An-
hang Tab. A1). Die untere Nachweisgrenze des Kits lag laut Herstellerangabe für Blutproben vom Menschen 
bei > 0,01 ng/ml. 
Die Proben setzten sich jeweils aus 500 µl Extraktionspuffer, 100-320 µl Plasma, und 50 µl internem Stan-
dard zusammen. Das Plasmavolumen wurde mittels Verdünnungslösung (0,9 %ige NaCL-lösung) auf ca. 1 
ml aufgefüllt, um ein ausreichendes Probenvolumen für den Durchmischungsvorgang und den Reaktionsab-
lauf zu gewährleisten. Für die Absorption der KA in der Kartusche während der Durchmischungszeit wurde 
0,9 %ige NaCl-Lösung verwendet (pH 5-7). Nach erfolgter Probenaufbereitung wurden Proben und Kon-
trollplasmen bis zur Messung bei -80 °C im Tiefkühlschrank aufbewahrt. Für die Messung wurden 80 - 100 
µl des Eluats in das HPLC-System injiziert. Ein Kalibrationsstandard, bestehend aus 5 ng/ml NA, 2,5 ng/ml 
A und 2,5 ng/ml Dopamin (DA) und 5 ng/ml 3,4-Dihydroxybenzylamine (DHBA; interner Standard) wurde 
zur Kalibrierung des Systems verwendet. Des Weiteren wurde regelmäßig die Intraassay-Präzision durch 
Messung von Kontrollplasmen überprüft. 
Die Messungen erfolgten mittels HPLC mit elektrochemischer Detektion. Das HPLC-System bestand aus-
schließlich aus Geräten der Firma Waters (Milford, USA). Als Pumpe diente das Model 510. Das Eluat wur-
de unter Nutzung des Autosamplers 717plus in das HPLC-System injiziert und anschließend bei einem Ar-
beitspotenzial von 440 mV mittels eines elektrochemischen Detektors (M 460) gemessen. Die Flussrate be-
trug 1 ml/min. Datenerfassung und -auswertung wurden mit der Chromatographie Software Peak Net ™ 
(Automatisierungssoftware-Version 5.10, DIONEX GmbH, Idstein, Deutschland) vorgenommen.  
 
3.2.4.6.1.3 Sammlungen von Kotpellets und Bestimmung von immunreaktivem Corticosteron 
 
Zu zwei festgesetzten Zeitpunkten vor der Anästhesie/OP wurde bei allen Versuchstieren sowie bei operier-
ten Versuchstieren zusätzlich zu zwei Zeitpunkten postoperativ, sämtlicher Kot jedes einzeln gehaltenen 
Versuchstieres entnommen und verworfen bzw. gesammelt. Wie in Kap. 2.2.5 bereits beschrieben, ergibt 
sich von der Zirkulation von Corticosteron (CS) im Blut bis hin zum Erscheinen von unmetabolisiertem CS 
und dessen Metabolite im Kot (beides zusammen= immunreaktives Corticosteron [iCS]) eine gewisse Zeit-
verzögerung (Palme 2005). Die Angaben aus Studien zur Zeitverzögerung durch die Darmpassage mit radio-
aktiv markiertem CS liegen zwischen 7 und 24 h (Bamberg et al. 2001). Der in Studien am häufigsten ermit-
telte Zeitraum liegt zwischen 12 und 14 h (Bamberg et al. 2001; Royo et al. 2004; Lepschy et al. 2007). Die 
OP erfolgte zwischen 12.30 Uhr und 14 Uhr. Zur Bestimmung einer präoperativen iCS-Gehalte im Kot, wel-
che äquivalent der Tageszeit der Anästhesie/OP ist, wurden am d 2 prä OP gegen 21 Uhr sämtliche Kotpel-
lets des Versuchstieres entnommen und anschließend verworfen. 12 h später erfolgte dann die Sammlung des 
in dieser Zeitspanne abgesetzten Kotes. Nur bei exemplarisch ausgewählten, operierten Tieren wurde die 
Sammlung der Kotpellets für die Bestimmung der postoperativen Konzentration um 7 Uhr des Folgetages 
vorgenommen nach Entnahme und Verwerfen des gesamten Kots um 19 Uhr am Abend des OP-Tages. Da in 
der Literatur keine Angaben zu Darmpassagezeiten für iCS nach einer Anästhesie zu finden waren, wurde 
für diesen Versuch festgelegt, dass der bis 19 Uhr am d der OP abgesetzte Kot noch prä- und intraoperativ 
im Darm befindlicher Kot und für die Messung damit nicht von Interesse war. Dies kann insbesondere für 
die VAA-Narkose angenommen werden, da das Fentanyl als Opioid zur Mobilitätshemmung des Darms 
führt. Der zu beiden Zeitpunkten gesammelte Kot wurde grob von Einstreu befreit und einen mit Versuchs-
tiernummer und Zeitpunkt beschrifteten Kunststoffbecher mit Drehverschluss überführt und bis zur Analyse 
(s. 3.2.5.7.2) bei – 80 ° C gelagert. 
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Für die Analyse wurden die Einzeltierproben bei Raumtemperatur aufgetaut, vollständig von Einstreuresten 
befreit und laut Steroid-Extraktionsprotokoll für Kotproben (Arbor Assays, Michigan, USA) aufbereitet (s. 
Anhang Tab. A1). Auf eine Trocknung der aufgetauten Kotpelletts in einem Wärmeschrank wurde aufgrund 
der nahezu durchgängig vorgefundenen Trockenheit der Kotpellets verzichtet. Die Proben wurden laut Her-
stellerprotokoll in Ethanol (Ethanol absolute for ACS, ISO, Reag. Ph. Eur, Merck KGaA, Darmstadt, 
Deutschland) gelöst, zentrifugiert und der abgenommene Überstand mittels Vakuumzentrifuge (Univapo 150 
H, UniEquip Laborgerätebau- und Vertriebs GmbH, Planegg, Deutschland) im Institut für Biochemie, Freie 
Universität Berlin eingeengt. Die getrockneten Proben wurden bis zur abschließenden Probenaufbereitung 
bei - 80 °C im Tiefkühlschrank aufbewahrt.  
Die Probenaufbereitung wurde mittels DetectX® Corticosterone Enzyme Immunassay Kit (Arbor Assays, 
Michigan, USA) durchgeführt. Dieses Multispezies-Reagenzkit ermöglicht eine quantitative Messung von 
unmetabolisiertem CS in trockenen Kotproben, weist aber zusätzlichen eine Kreuzreaktivität gegenüber 
Desoxycorticosteron (12,3%), dem CS-Metabolit Tetrahydrocorticosteron (0,76%), Aldosteron (0,62%), 
Cortisol (0,38 %), Progesteron (0,24%), Cortison (<0,08%) und Östradiol (<0,08%) auf. Die Sensitivität des 
Reagenzkits liegt bei 18,6 pg/ml, die Nachweisgrenze bei 16,9 pg/ml. Ein Reagenzkit enthielt eine mit Esel 
Anti-Schaf IgG- überzogene 96-Well Platte, Assay-Buffer, Corticosteron Standard und CS-Peroxidase Kon-
jugat, CS Antikörper, Waschpuffer (20x Konzentrat mit Aqua dest. zu verdünnen), TMB (Tetramethylbenzi-
dine) Substrat, Stop Solution und eine 96-Well Platten Abdeckung. Die Probenaufbereitung erfolgte laut 
Angaben des Herstellers (s. Anhang Tab. A1). Zur Ermittlung einer Standardkurve wurden pro Durchgang 7 
Standards mittels Verdünnungsreihe sowie eine Nullprobe (= non-specific binding-well) und eine Maximal-
Bindungs-Probe (B0 oder 0 pg/ml) hergestellt. Die aufbereiteten Kotproben wurden für die Bestimmung im 
Verhältnis 1:1000 mit Assay-Buffer verdünnt, um Werte innerhalb der Standardkurve zu erhalten (5000 
pg/ml bis 78 pg/ml). Der geeignete Verdünnungsfaktor war zuvor ermittelt worden. Die so generierten Werte 
wurden später mit dem Verdünnungsfaktor multipliziert, um eine akkurate CS-Konzentration zu erhalten. 
Die Bestimmung aller Standards und Proben erfolgte im Doppelansatz. Von der so ermittelten optischen 
Dichte jedes Ansatzes wurde der Mittelwert berechnet. Die Herstellung der Standards erfolgte innerhalb von 
2 h vor der Analyse. Für Standard 1 wurde in ein 1,5 ml Eppendorf Reagenzgefäß 450 µl Assay-Buffer mit 
250 µl CS Standard gegeben und geschüttelt (IKA ® MS 1 Minishaker, IKA-Werke GmbH und Co. KG, 
Staufen, Deutschland). Aus dem Standard 1 wurden per Verdünnungsreihe 6 weitere Standards hergestellt 
(250 µl Assay Buffer + 250 µl der vorherigen Standardlösung). Die Konzentration von CS in den Eppendorf-
Reaktionsgefäßen betrug somit 5000, 2500, 1250, 625, 312,5, 145,25 und 78,125 pg/ml. Im ersten Schritt des 
Protokolls wurden je Well 50 µl Standard und 50 µl Probe pipettiert. Anschließend wurde jeweils 25 µl CS-
Peroxidase Konjungat und CS Antikörper hinzu gegeben. In die Nullproben-wells wurde ausschließlich 75 
µl Assay-Buffer pipettiert. Die B0-Wells wurden mit 50 µl Assay Buffer befüllt und darauf mit den gleichen 
Substraten wie die Proben und Standards versetzt. Anschließend erfogte die Abdeckung der 96-Well-Platte 
mit der 96-Well Platten Abdeckung die gesamte Platte wurde für eine h bei Raumtemperatur auf dem Labor-
rüttler geschüttelt (IKA® Vibrax VX2, IKA-Werke GmbH und Co. KG, Staufen, Deutschland). Danach 
fanden 4 Waschschritte mittels Waschpuffer im automatischen Mikroplatten-Washer (ELx50™, BioTek 
Instruments, Bad Friedrichshall, Deutschland) statt. Anschließend wurde die Platte auf einem saugfähigen 
Tuch vorsichtig trocken geklopft. Es folgte die Zugabe von 100 µl TMB-Substrat in jedes Well. Das TMB-
Substrat geht eine Bindung mit dem CS-Peroxidase Konjugat ein. Nach 30 min Inkubationszeit bei Raum-
temperatur wurde in jedes Well 50 µl Stop-Solution hinzu gegeben, um die Reaktion abzubrechen. Die opti-
sche Intensität wurde bei 450 nm gemessen. Die Messung der Standards und Proben wurde mittels Adsorbti-
onsreader (ELx808IU, Ultra Microplate Reader, BioTek Instruments, Bad Friedrichshall, Deutschland) bei 
einer Wellenlänge von 450 nm bei Raumtemperatur vorgenommen. Die Auswertung wurden mit einer 4 
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Parameter-logistic-curve(4PLC)-fähigen Datenanalyse-Software Gen5™ (BioTek Instruments, Bad Fried-
richshall, Deutschland) durchgeführt und eine Dosis-Wirkungskurve (iCS Konzentration versus Absorption) 
erstellt. Die Menge an iCS in der Probe bzw. im Standard verhielt sich umgekehrt proportional zur Farbin-
tensität (optische Dichte). Abschließend wurde, mit Hilfe der eingesetzten Kotmenge und den Verdünnun-
gen, die Konzentration in ng pro 1 g Kot berechnet.  
 
3.2.4.6.2 Subjektive Paramter 
 
3.2.4.6.2.1 Verhalten der Versuchstiere in der postoperativen Phase 
 
Im Anschluss an die Anästhesie/OP wurden die Tiere im Haltungsraum in ihren Heimkäfigen über den Zeit-
raum von einer h per Videoaufnahmen überwacht (Canon HG 10, Canon Deutschland GmbH, Krefeld, 
Deutschland). Die Tiere waren in dieser Zeit völlig ungestört und hatten freien Zugang zu Futter und Wasser. 
Bei der Auswertung des Videomaterials wurden der Zeitpunkt der ersten Flüssigkeits- bzw. Futterauf-
nahme, die gesamte Dauer der Trink- bzw. Fressphase und die Gesamtaktivitätszeit notiert.  
 
3.2.4.6.2.2  Schmerz- und Disstressbewertung mittels numerischen Scoresytems  
 
Die Beurteilung von postoperativen Schmerzen- und/oder Disstress wurde nur an operierten Versuchstieren 
mit Hilfe eines numerischen Scoresystems (s. Tab. 11) durchgeführt. Als Orientierung zur Entwicklung 
dieses Scoresystems dienten Ausführungen von Morton und Griffiths (2000), Stasiak et al. (2003), Tacke et 
al. (2007), Otto (2008) und Arras (2008) zur Schmerzerkennung bei Tieren bzw. speziell bei Ratten. Bewer-
tet wurden verschiedene Parameter zu äußerlich bewertbaren Kriterien und Verhaltensweisen, wie motori-
sche Aktivität, Art der Atmung, Körperhaltung, Futteraufnahme und Haarkleid etc. (s. Tab. 11). Neben der 
Adspektion der Wundnaht erfolgte in allen Gruppen nach der OP eine Palpation der Injektionsstelle. Alle 
Kriterien wurden von Score 0= nicht oder kaum vorhanden, über Score 1= vorhanden, Score 2= deutlich 
vorhanden bis Score 3= stark vorhanden charakterisiert, die Tiere danach eingeordnet und anschließend die 
Gesamtscorezahl pro Bewertung errechnet. Bewertet wurde jeweils präanästhetisch und 6, 12 sowie 24 h 
nach der Anästhesie/OP. Hierfür wurde das betreffende Tier im Heimkäfig in den Vorraum des Haltungs-
raums gebracht und aus 1 m Entfernung über 10 min beobachtet. Da Nagetiere ihre größte Aktivität während 
der Dunkelphase entwickeln, kann es nach (Flecknell 1993) notwendig sein, die Tiere auch während der 
Dunkelphase zu beobachten, um das Wohlbefinden sorgfältig beurteilen zu können. Für das 12 h post OP-
Scoring wurde das Tier aus diesem Grund nur bei spärlich durch den Türspalt einfallendem Licht untersucht. 
Zur Bewertung der Futteraufnahme erhielten die Tiere 5 min nach Beginn der 10-minütigen Beobachtungs-
zeit einen Joghurt-Drop (Perfecto Nager Drops, Futternapf Tiernahrung Vertriebs GmbH, Kronau, Deutsch-
land).  
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Kriterium Score 0 Score 1 Score 2 Score 3 
Das Tier:   
Bewusstsein wach, aufmerksam verzögerte Reaktionen lethargisch, reaktionsträge Stupor bis Koma, reaktionslos 
  
Körperhaltung entspannt, leicht aufgekrümmter stark aufgekrümmter auf der Seite liegend, 
gerade Rückenlinie, Rücken, geduckte Haltung Rücken, gesenkter Kopf Kopf abgelegt 
gehobener Kopf gehobener Kopf   
Aktivität Fressen, Schlafen/Ruhen, Schlafen/Ruhen vermehrt, fast ausschließlich keine Aktivität 
Putzen, Umherlaufen, Fressen und Umherlaufen Schlafen/Ruhen,   
Aufrichten vermindert, Umherlaufen selten,   
kaum Aufrichten, kein Fressen, kein Putzen   
kaum bis kein Putzen   
Haarkleid glatt, glänzend, anliegend, struppig, eher glanzlos, dreckig, Piloerection, hochgradige Piloerection, 
geschlossen geschlossen dehydratisiert Dehydratation und Alopezie 
Brillenaugen, Nase sauber leichte Verkrustungen mittelgradige Verkrustungen, hochgradige Verkrustungen, 
Nässen Nässen   
OP-Wunde am Kopf geschlossen, trocken, gerötet, Wundexsudat geschwollen, stärkere stark geschwollen, starke 
reizlos bzw. nicht vorhanden Exsudation Exsudation, vorrangig Eiter 
Atmung ruhig, regel- und vertieft mit leicht erhöhter unregelmäßige Maulatmung 
gleichmäßig Frequenz Hyperventilation   
Körperkondition gut mäßig schlecht sehr schlecht 
provoziertes Verhalten:   
Abwehr gegenüber Handling keine bis kaum vorhanden stark vorhanden stark mit Angriffsverhalten 
bzw. keine Abwehr mehr 
Palpation Injektionsstelle keine Reaktion leichte Reaktion deutliche Reaktion starke Reaktion 
bzw. geplante Injektionsstelle   
  
                
 
Tab. 11: Numerisches Scoresystem zur Bewertung von Schmerz und Disstress bei der Ratte. Die Bewertung der Versuchstiere erfolgte unmittelbar vor sowie 6, 
12 und 24 h nach erfolgter Anästhesie und stereotaktischer OP über 10 min aus 1 m Entfernung. Die Tiere befanden sich währenddessen in ihrem Heimkäfig im 
Haltungsraum. Zur Bewertung der Futteraufnahme erhielten die Tiere 5 min nach Beginn der 10-minütigen Beobachtungszeit einen Joghurt-Drop. Um das provo-
zierte Verhalten zu untersuchen, wurden die Tiere gegen Ende der Zeit aus dem Heimkäfig entnommen. 
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3.2.5  Perfusion und Anfertigung von Organschnitten 
 
48 h nach Versuchsende wurden die operierten Versuchstiere für die Anfertigung von Organschnitten zur 
histopathologischen und immunhistochemischen Untersuchung mit einer Fixanslösung (4 %iges, gepuffertes 
Paraformaldehyd= PFA) perfundiert. Jedes Versuchstier wurde hierzu in einen ruhigen Raum verbracht und 
mit Pentobarbital (100 mg/kg KGW i.p.) euthanasiert. Nach Aussetzen der Atmung und des Herzschlags 
wurde die in Rückenlage fixierte Ratte latero-ventral eröffnet. Sogleich wurde ein ca. 3x3 cm großes Gewe-
bestück inguinal am Bauch (Bauchfell, Muskelschichten, Haut) abgetrennt und in einen Behälter mit PFA 
überführt. Danach erfolgte die Eröffnung des Brustkorbes. Brust- und Bauchraum wurden makroskopisch 
auf Veränderungen untersucht. Die linke Herzkammer wurde aufgesucht, punktiert und eine Knopfkanüle in 
die Aorta eingeführt, welche mit einer Klemme fixiert wurde. Ein Schlauchsystem, welches von zwei Behäl-
tern über einen Dreiwegehahn bis zu Knopfkanüle führte, wurde angeschlossen und der Blutkreislauf der 
Versuchstieres mit ca. 100 ml 0,01 M phospatgepufferter NaCl-Lösung gespült und mittels Scherenschnitt 
die rechte Herzkammer eröffnet um einen Abfluss des Blut-Lösungsgemisches zu gewährleisten. Anschlie-
ßend erfolgte die Fixierung des Versuchstieres mit ca. 150 ml PFA. Allen Versuchstieren wurde daraufhin 
die Leber entnommen. Vorangegangene Studien haben gezeigt, dass Tiere nach einer i.p. Injektion mit Chlo-
ralhydrat, entzündliche Veränderungen an Organen und Gewebe in der Bauchhöhle aufwiesen (Fleischmann 
et al. 1979; Field et al. 1993). Aus diesem Grund wurden bei den i.p. anästhesierten Versuchstieren (CH und 
PROP) sowie bei der Kontrollgruppe neben dem Bauchfell der Darm mit Gekröse entnommen. Bei Ver-
suchstieren mit VAA- und VAA+A Behandlung war eine Schädigung der Muskulatur durch die i.m. Injekti-
on zu erwarten (Smiler et. al. 1990), weshalb zusätzlich exemplarisch der/die Oberschenkel (in welche[n] die 
i.m. Injektion erfolgt war) entnommen wurden. Wiesen andere Organe (z.B. Milz) Auffälligkeiten auf, wur-
den diese ebenfalls entnommen und wie die anderen Organe in einen Behälter mit Fixanslösung überführt. 
Allen perfundierten Versuchstieren wurde anschließend das Gehirn entnommen und für 2 d in PFA belassen. 
Danach wurde jedes Gehirn zur Aufbewahrung zur Kryoprotektion bei der Anfertigung von Gehirnschnitten 
in einer 30 %igen phosphatgepufferten Zuckerlösung bei 4 °C über einen längeren Zeitraum aufbewahrt.  
Die Herstellung der verwendeten Lösungen ist im Anhang Tab. A2 aufgeführt. Die Lagerung der übrigen 
Organe und Gewebe erfolgte maximal 2 d bei  4 °C bis zum Transport in das Institut für Tierpathologie des 
Fachbereichs Veterinärmedizin der Freien Universität Berlin. In Tab. 12 ist aufgezeigt, welche Gewebe und 
Organe in welche Behandlungsgruppe entnommen, welche Organschnitte angefertigt und welche histologi-
schen bzw. immunhistochemischen Methoden angewendet wurden. 
 
K CH VAA VAA+A PROP 
L, B, D L, BF, D, M* L, OS** L, OS** L, BF, D 
→ Paraffinschnitte (~ 3-5 µm) →  HE-Färbung 
Gehirn 
→ Gefrierschnitte (40 µm)  c-Fos Immunhistochemie 
 
Tab. 12: Übersicht über die entnommenen Gewebe/Organe hergestellten Organschnitte und die ge-
planten Färbungen bzw. Markierungen. L= Leber, BF= Bauchfell (Peritoneum), D= Darm (inkl. Gekrö-
se), M= Milz. (* nur bei makroskopisch sichtbaren Veränderungen entnommen), OS= Oberschenkelmusku-
latur (in welche injiziert wurde; ** nur exemplarisch entnommen). 
 
Die Herstellung der Paraffinschnitte, die Anfärbung der Organschnitte  und die spätere Auswertung erfolgten 
im Institut für Tierpathologie des Fachbereichs Veterinärmedizin der Freien Universität Berlin (erhaltene 
Dienstleistung). Die bereits in PFA fixierten Proben wurden mittels Einbettautomaten (Tissue-Tek® VIP, 
Sakura Finetek Germany GmbH, Heppenheim, Deutschland) erst entwässert und anschließend in Paraffin 
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eingebettet. Danach wurde das Gewebe in Metallformen überführt, welche mit flüssigem Paraffin aufgefüllt 
und anschließend auf einer Kälteplatte (mind. 4 °C) zum Aushärten gelegt wurden. Die Lagerung der Blöcke 
bis zum Anfertigen der Schnitte erfolgte bei Raumtemperatur. Aus den Paraffinblöcken wurden mit einem 
Schlittenmikrotom (Fa- Leica SM200R, Heidelberg/ FA. Mikrom HM430, Walldorf, Deutschland) ~ 3 - 5 
µm dicke Schnitte angefertigt und im Anschluss auf Objektträger (SuperFrost®) gelegt und 10 min im 
Trockner bei 80 °C nachgetrocknet. Die getrockneten Präparate wurden dann in Xylol entparaffiniert und in 
einer absteigenden Alkoholreihe rehydratisiert. Danach wurden sie in Wasser überführt.  
Mit einem Gefriermikrotom (MICROM, Walldorf, Deutschland) wurden 40 µm dicke Transversalschnitte 
der Gehirne angefertigt und die rechte Gehirnhälfte markiert. Die Schnitte wurden in mit Gefriermedium 
(Herstellung s. Anhang Tab. A2) gefüllte Glasfläschchen überführt und bei - 80 °C bis zur immunhistoche-
mischen Markierung eingelagert. 
 
3.2.6  Histopathologische Untersuchungen 
 
Alle angefertigten Gewebeschnitte der Leber, des Bauchfells, des Darms, der Oberschenkelmuskulatur und 
der Milz wurden mit Hämatoxylin-Eosin (HE) gefärbt. Die Färbung wurde im automatischen Färbegerät 
Leica Autostrainer XL (Leica Microsystems Nussloch GmbH, Nussloch, Deutschland) durchgeführt (s. An-
hang Tab. A3). Hämalaun ist ein Färbemittel für die Zellkernfärbung (Blaufärbung). Das Zellplasma und die 
Interzellularsubstanz werden durch negativ geladenes Eosin, welches an positiv geladene Gruppen von Pro-
teinen mittels Ionenbindung bindet, rötlich gefärbt. Die Schnitte wurden in einer aufsteigenden Alkoholreihe 
entwässert (s. Anhang Tab. A3) und mit Hilfe des Objektträger Eindeckautomaten Leica CV 5030 (Leica 
Microsystems Nussloch GmbH, Nussloch, Deutschland) mit Leica CV Mount eingedeckt.  
Die Auswertung umfasste ein Screening der Schnitte nach histopathologischen Veränderungen wie Entzün-
dungen, Nekrosen oder sonstigen Auffälligkeiten. Die Einteilung der Entzündungsgrade erfolgte nach übli-
chen Abstufungen (in 4 Stufen: keine Auffälligkeiten [-], geringgradige Auffälligkeiten [+], mittelgradige 
Auffälligkeiten [++], hochgradige Auffälligkeiten [+++]). Zur Auswertung wurde ein Olympus BX41-
Mikroskops genutzt, welches mit einer ColorView II Kamera (Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, 
Münster, Deutschland) Bilder von 2080 x 1544 Pixel erstellt. Die Bilder wurden mittels analySIS® software 
(Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, Münster, Deutschland) nach vorangestellter Kalibration des Mik-
roskops mittels 10 µm Skalierung (AX0001 OB-M-1/100, Olympus) ausgewertet. 
 
3.2.7  Immunhistochemische Untersuchung 
 
Da die Ergebnisse der histopathologischen Untersuchungen sowie der Stressparameter eine intra- und posto-
perative Belastung besonders bei der mittels CH anästhesierten Tiere vermuten ließen (s. Ergebnisse 4.2.3.4 
und 4.2.6), erfolgte eine immunhistochemische Markierung der 40 µm dicken Gefrierschnitte nur exempla-
risch bei 5 Kontrolltieren und 5 CH behandelten Tieren mittels eines Antikörper (Ak) gegen das Protein c-
Fos, eines Markers für neuronale Aktivität. Akuter und chronischer Stress oder Schmerzen können in be-
stimmten Gehirnregionen eine Genexpression von c-fos stimulieren, wodurch es zur Erhöhung des c-Fos 
Proteins kommt (Emmert und Hermann 1999; Sinniger et al. 2004). Eine Übersicht der relevanten und für 
diesen Versuch ausgewählten Gehirnstrukturen ist in Abb. 7 dargestellt. 
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Nach der bereits oben beschriebenen Anfertigung der Gehirnschnitte wurden diese dreimalig in TRIS-(tris-
[Hydroxymethyl]aminomethan)-gepufferter isotoner NaCl-Lösung (TBS= tris-buffered saline; pH 7,6) für 10 
min gewaschen. Dies diente der Reinigung überschüssiger Reaktionsrückstände und erfolgte jeweils zwi-
schen allen Vorgängen und wird im Folgenden nicht gesondert erwähnt. Zuerst wurde eine Vorinkubation in 
5 ml TBS unter Zusatz von 75 µl H2O2 zum Herauslösen eventueller Blutrückstände aus dem Gewebe vorge-
nommen. Im Anschluss erfolgte eine Inkubation in der Blocking-Lösung, um unspezifische Bindungen des 
Ak zu vermindern. Die sich anschließende Inkubation mit primären Ak (Goat polyclonal to c-Fos, Abcam 
plc, Cambridge, UK, 1:2000) erfolgte in Carrier-Lösung über eine längere Zeit (mind. 36 h bei Raumtempe-
ratur). Danach wurden die Gehirnschnitte in sekundärem Ak (anti Ziege Kaninchen IG, biotinyliert, Dako, 
Hamburg, Deutschland, 1:500) inkubiert. Die geeigneten Ak-Konzentrationen waren zuvor ermittelt worden. 
Die entstandene Bindung des sekundären Ak wurde mit dem Enzym Streptavidin-Meerrettich-Peroxidase (= 
horse radish peroxidase; 1:375 in TBS) inkubiert. Es folgte eine Vorinkubation mit einer Nickel-DAB (Dia-
minobezidin)-Lösung. Nun wurde die Farbreaktion mit 1 µl H2O2  pro 4 ml DAB-Lösung gestartet. Ab-
schließend wurden die Schnitte noch dreimalig in TBS gewaschen. Die Gehirnschnitte wurden nach anterio-
rer-posteriorer Ebene sortiert und auf mit Gelatine-Lösung beschichte Objektträger aufgezogen. Nach erfolg-
ter Lufttrocknung wurden die Schnitte mit XEM (Xylol-Ersatzmedium, Roti®-Histol, Karl Roth GmbH und 
Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) entwässert und mit einem xylolfreien Einschlussmedium (Roti®-Histokitt, 
Karl Roth GmbH und Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) eingedeckt. Die Herstellung der verwendeten Lö-
sungen ist im Anhang in Tab. A2 aufgelistet.  
Die Objektträger wurden verschlüsselt, so dass der Untersucher keine Kenntnis darüber hatte, ob es sich um 
Schnitte von Kontrolltieren oder CH anästhesierten Tieren handelte. Die Auswertung erfolgte mittels Bildan-
alysesystem (Visitron Systems GmbH, Puchheim, Deutschland). Über eine Kamera (RT Slider, Spot Diag-
nostic Instruments, Michigan, USA) wurden die durch das Mikroskop (Zeiss, Jena, Deutschland) vergrößer-
ten Bilder der Gehirnschnitte auf den Computermonitor projiziert. Unter Verwendung des stereotaktischen 
Atlas für die Ratte (Paxinos und Watson 2007) wurden die relevanten Strukturen aufgesucht (s. Abb. 7). 
A 
Abb. 7: Im Rahmen der immunhistochemischen Unter-
suchungen analysierte für Schmerz- und Disstress rele-
vante Strukturen im Rattengehirn (rot umrandet): A: 
MPA (medial preoptic area), B: PaV (paraventricular hypo-
thalamus nucleus, ventral part), C: MeAd, MeAV (medial 
amygdala nucleus anteroventraler part & anterodorsaler part) 
(nach Paxinos and Watson 2007). D: S1BF (primary soma-
tosensory, barrel field), E: PV (paraventricular thalamic nu-
cleus); entnommen aus Paxinos und Watson (2007). 
B 
D 
E 
C
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Hierzu wurde von jeder Struktur ein Bildausschnitt in 2,5facher Vergrößerung bei konstanter Belichtungszeit 
und gleich bleibender Licht- und Kontrasteinstellungen erstellt. Mittels Bildverarbeitungsprogramm (Image J 
1.46r, Wayne Rusband,  Bethesda, USA) wurde ein “16-bit grayscale image“ erstellt, die relevanten Struktu-
ren umfahren und der durchschnittliche Grauwert (optische Dichte) der jeweiligen immunhistochemisch 
markierten Struktur gemessen (uncalibrated OD). Je größer dieser Wert ausfiel, desto stärker war die im-
munhistochemische Markierung und somit die Dichte an c-Fos Protein. Der PV (paraventricular thalamic 
nucleus) liegt median (s. Abb. 7 E) und wurde für die Auswertung insgesamt umfahren. Von allen anderen 
Strukturen wurde jeweils der Grauwert der links- und rechtsseitigen Struktur nacheinander umfahren, gemes-
sen und der Mittelwert beider Gehirnhälften errechnet. Nach der Ermittlung der Werte wurden die Entschlüs-
selung der Objektträger und die Zuordnung zur jeweiligen Versuchsgruppe vorgenommen. 
 
3.3 Statistische Versuchsauswertung 
 
Das Signifikanzniveau (Irrtumswahrscheinlichkeit α) wurde in dieser Arbeit mit α = 0,05 festgelegt. Zur 
Berechnung des p-Wertes (Überschreitungswahrscheinlichkeit) wurde das Programm SigmaStat® (Version 
11) verwendet. Als signifikant konnte das Ergebnis bezeichnet werden, wenn p < α. Die Unterschiede in der 
Qualität der Signifikanz wurden wie folgt markiert: p< 0,05 * und p< 0,001 **. War 0,05 ≤ p ≤ 0,1 wurde 
von einer „Tendenz“ zur Widerlegung der Nullhypothese gesprochen. Alle ermittelten Daten wurden mit 
dem Programm SigmaStat® (Version 11) statistisch ausgewertet. 
Die gemessenen Einzeltierwerte für die Vitalparamater AF, HF und SpO2 wurden sowohl präanästhetisch als 
auch intraanästhetisch bzw. intraoperativ zu den jeweiligen Versuchsgruppen des Hauptversuchs zusammen-
gefasst. Gleiches gilt für das ermittelte KGW über den Versuchszeitraum, die KT prä,-, intra- und postopera-
tiv sowie für die Werte für die KA und iCS. Anschließend wurde das arithmetische Mittel ( x ), die Stan-
dardabweichung (S.D.) und der Standardfehler (S.E.) berechnet und je nach Anzahl der involvierten Fakto-
ren eine One- oder eine Two-Way repeated Messurements Anova (Ein- und Zwei-Wege Varianzanalyse für 
repetitive Messungen) durchgeführt. Zur Auswertung der Daten wurde eine Normalverteilung innerhalb der 
Population vorausgesetzt, was bei der Interpretation der Werte berücksichtigt werden muss. Faktoren sind 
Eigenschaften mit mehreren Ausprägungen (Grade) und zur Einteilung der Versuchsgruppen geführt haben 
(hier: Narkose und Messzeitpunkt). Zuerst wird in einer Übersichtsanalyse die Wahrscheinlichkeit der Inter-
aktion geprüft, ohne dabei die einzelnen Gruppen zu vergleichen. Zeigte sich eine Interaktion der beteiligten 
Faktoren, konnte für jeden einzelnen Faktor ein p-Wert angeben werden. Zeigte sich nur eine Signifikanz 
innerhalb von einem oder auch mehreren Faktoren, wurde dies ebenfalls angegeben.  
Die ermittelten Einzeltierwerte für die Einschlafzeit, die Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT, die Narko-
sedauer und die Dauer der cT (nicht im Vorversuch) wurden ebenfalls zu den jeweiligen Dosis- bzw. Ver-
suchsgruppen im Vor- und Hauptversuch zusammengefasst und das x , die S.D. und der S.E. berechnet. 
Auch bei diesen Analysen wurde die Normalverteilung innerhalb der Population vorausgesetzt. Trotz Stan-
dardisierung der Versuche durch eine Durchmischung der Narkosegruppen sind Unterschiede in der Narko-
sewirkung durch individuelle und jahreszeitlich bedingte Schwankungen (Green 1979) nicht auszuschließen. 
Die statistischen Vergleiche erfolgten mittels einfacher Varianzanalyse (One way Anova) und bei Signifi-
kanz des p-Wertes (p<0,05) mittels sich anschließenden Signifikanztest (Post-hoc-Test) Holm-Sidak durch-
geführt. Das galt für die Auswertung der Ausprägung des Exophthalmus und der immunhistochemischen 
Markierungen. Bei letzterem wurde der gepaarte t-Test (für verbundene Stichproben) zum Vergleich der 
links- und rechtsseitigen Gehirnstrukturen einer jeden Gehirnregion in einem Tier vorgeschaltet. Dies entfiel 
in der Region PV (paraventricular thalamic nucleus), da dieser vollständig umfahren wurde. Da keine signi-
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fikanten Abweichungen auftraten, wurde der Mittelwert aus beiden Gehirnhälften für die Auswertung zu-
sammengefasst.  
Für die Auswertung des numerischen Schmerzscorings wurde nach Erstellung einer 2x2 Kreuztabelle für 
jedes einzelne Merkmal (z.B. struppiges Fell ja/nein) präanästhetisch, 6, 12 und 24 h nach erfolgter Anästhe-
sie/OP der exakte Fisher-Test (2-seitig) für den Vergleich zwischen den Versuchsgruppen verwendet. Der 
exakte Fisher-Test liefert, im Gegensatz zum Qui-Quadrat-Test, auch bei einer geringen Anzahl von Be-
obachtungen (Zellhäufigkeiten) zuverlässige Resultate. Ein 2-seitig durchgeführter Test zeigt an, wenn eine 
allgemeine Abhängig vorliegt. Der Qui-Quadrat-Test hingegen wurde bei der Auswertung des Verhältnis 
Aktivitäts- zu Ruhezeit innerhalb der 60 min nach Wiedererlangen des SR angewendet. Ähnlich wie beim 
exakten Fisher-Test wird der statistische Zusammenhang zweier kategorialer Merkmale x (Aktivitätszeit) 
und Y (Ruhezeit) untersucht. Dabei soll geprüft werden, ob die beiden Merkmale statistisch voneinander 
unabhängig sind. Dazu werden die empirischen Häufigkeiten der entsprechenden Kreuztabelle beider Merk-
male mit den unter dem Modell statistischer Unabhängigkeit erwarteten Häufigkeiten verglichen. Alle übri-
gen erfassten Zeiten in diesem Zeitraum (z.B. 1. Futteraufnahme) wurden mittels einfacher Varianzanalyse 
(One way Anova) und bei Signifikanz des p-Wertes (p<0,05) mittels Holm-Sidak analysiert.  
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4 ERGEBNISSE 
 
4.1 Vorversuche: Intraperitonealer Propofol-Bolus 
 
4.1.1 Dosisfindung 
 
Ziel der Vorversuche war es, eine geeignete Dosis für die intraperitoneale (i.p.) Bolusgabe von Propofol zur 
Erzeugung einer kurzeitigen, chirurgische belastbaren Narkose zu finden, um eine Venenverweilkanüle zur 
Aufrechterhaltung der Propofol-Anästhesie über eine Dauerinfusion (DI) im Hauptversuch legen zu können. 
Der Eintritt in das Stadium der chirurgischen Toleranz (cT) war markiert durch den Verlust des Zwischenze-
henreflexes an der Hintergliedmaße (ZZR hi. -, s. Methodik 3.2.4). In Anlehnung an die Literaturangabe von 
Hajighahramani und Vesal (2007) wurde zunächst eine Propofol-Dosierung mit 100 mg/kg als i.p. Bolus-
gabe an 3 männlichen und 3 weiblichen Tieren untersucht.  
Alle Versuchstiere, bis auf ein männliches Tier, verloren den Stellreflex (LORR) nach i.p. Bolus-Appli-
kation von 100 mg/kg, aber keines der Versuchstiere erreichte die cT (s. Tab. 13). Der Lid (LR)- und der 
Cornealreflex (CR) blieben über die gesamte Narkosezeit erhalten. Die Skelettmuskulatur der Gliedmaßen 
dieser Tiere wies noch eine merkliche Spannung auf, die Muskelrelaxation konnte folglich nur als ungenü-
gend bewertet werden. Aus diesem Grund wurde an den gleichen Tieren eine Erhöhung der Dosis auf 120 
mg/kg bzw. 140 mg/kg untersucht. Zwischen den Versuchen wurde den Tieren mindestens 1 Woche Erho-
lungszeit gewährt. Unter diesen Dosierungen wiesen alle Tiere den LORR auf. Es ergaben sich keine signifi-
kanten Unterschiede bezüglich der Einschlafzeit beim Vergleich zwischen den Dosierungen (s. Abb. 8), al-
lerdings zeigten Tiere mit 120 mg/kg eine deutlich ausgeprägtere Muskelrelaxation, welche sich bei einer 
Dosierung von 140 mg/kg aber nicht weiter verstärkte. Sowohl LR und CR blieben auch hier die gesamte 
Narkosedauer über positiv und kein Versuchstier erreichte unter den höheren Dosierungen die cT. Die Nar-
kosedauer nahm mit steigender Dosis zu und war bei einer Dosierung von 140 mg/kg gegenüber 100 mg/kg 
signifikant erhöht (s. Abb. 9). Es ließ sich kein signifikanter Einfluss des Geschlechts der Tiere auf die Nar-
kosedaten feststellen, allerdings war eine Tendenz zu einer längeren Einschlafzeit bei männlichen gegenüber 
weiblichen Tieren vorhanden (100 mg/kg ♂ zu ♀ p=0,066; 140 mg/kg ♂ zu ♀ p=0,14).  
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Abb. 8: Einschlafzeit nach der i.p. Bolusgabe 
mit 100, 120 und 140 mg/kg KGW Propofol bei ♂ 
und ♀ Ratten (je n=3). Dargestellt sind die Mit-
telwerte und Standardfehler ( x ± S.E.) der Latenz 
bis zum Verlust des Stellreflexes (LORR) in min 
für die jeweilige Dosierung.  
Abb. 9: Narkosedauer nach der i.p. Bolusgabe 
mit 100, 120 und 140 mg/kg KGW Propofol bei ♂ 
und ♀ Ratten (je n=3). Dargestellt sind die x ± S.E. 
der Narkosedauer (Zeit bis zum Wiedererlangen des 
Stellreflexes) in min für die jeweilige Dosierung. 
Der Stern kennzeichnet eine signifikante Zunahme 
der Narkosedauer bei 140 gegenüber 100 mg/kg 
KGW (* p<0,05).  
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Daten 
Dosierung Propofol i.p. Bolus-Applikation 
100 mg/kg KGW ( n=6) 120 mg/kg KGW (n=6) 140 mg/kg KGW (n=6) 
Einschlafzeit 
(in min) 
 
5,19 ± 0,45 5,58 ± 0,18 4,69 ± 0,35 
♂, n=3 ♀, n=3 ♂, n=3 ♀, n=3 ♂, n=3 ♀, n=3 
6,13 ± 0,95 4,45 ± 0,43 5,77 ± 0,35 5,40 ± 0,06 5,22 ± 0,56 4,16 ± 0,03 
n Tiere mit LORR 2 3 3 3 3 3 
Narkosedauer  
(in min) 
49,10 ± 8,66 79,48 ± 8,84 108,25 ± 14,48 
♂, n=2 ♀, n=3 ♂, n=3 ♀, n=3 ♂, n=3 ♀, n=3 
39,90  
± 11,66 
55,23 
± 12,56 
77,31 
± 7,10 
81,66 
± 18,32 
108,30 
± 24,40 
108,20 
± 20,96 
n Tiere mit cT 0 0 0 0 0 0 
 
Tab. 13: Narkosedaten im Vorversuch nach i.p. Bolusgabe von 100, 120 und 140 mg/kg KGW Propo-
fol. Dargestellt sind die x ± S.E. der Einschlafzeit und Narkosedauer in min in den 3 Dosierungen bei ♂ und 
♀ Tieren sowie die Anzahl (n) der Tiere mit LORR und der Tiere mit cT.  
 
Keine der untersuchten Dosierungen erfüllte die für diesen Versuch angelegten Ansprüche an eine chirur-
gisch belastbare Allgemeinanästhesie (cT, Stadium III/2). Bei einer Dosierung von 140 mg/kg war die i.p. zu 
injizierende Propofolmenge bereits so groß (z.B. eine 250 g schwere Ratte benötigt eine Menge von 3,5 ml), 
dass die Versuchstiere sich während der Injektion stark unruhig verhielten und sich wehrten. Dies erhöht die 
Wahrscheinlichkeit für eine Fehlinjektion und auch die Verletzungsgefahr. Eine weitere Erhöhung der Dosis 
war daher abzulehnen. Auch war das Erreichen der cT bei einer weiteren Erhöhung der Dosis nach eigenen 
Einschätzungen nicht zu erwarten. Die Dosis 120 mg/kg erzeugte bei allen Versuchstieren den LORR und 
die Tiere reagierten nicht mehr auf Umweltreize. Für die geplante Aufrechterhaltung mittels DI war das Le-
gen einer Venenverweilkanüle in die laterale, rechte Schwanzvene der Tiere nötig. Der verursachte Stress in 
diesem flachen Anästhesiestadium ist für das Tier als deutlich geringer einzustufen als für ein waches, voll 
empfindungsfähiges Tier. Zudem sind keine Zwangsmaßnahmen (Restrainer) am Tier nötig, was zusätzli-
chen Stress verursachen würde. In diesem Stadium der Narkose liegt keine belastbare Analgesie vor. Es ist 
allerdings davon auszugehen, dass die Tiere durch den Bewusstseinsverlust (LORR) keinen Schmerz emp-
fanden. Aus diesen Gründen wurde für den Hauptversuch daher eine Dosierung von 120 mg/kg für den 
Propofol-Bolus ausgewählt. Gegen eine Dosierung von 100 mg/kg sprachen die ungenügende Muskelrelaxa-
tion sowie der fehlende LORR bei einem männlichen Tier. Gegen die Dosierung von 140 mg/kg sprachen 
hingegen die starke Abwehr gegen die Injektion großer Volumina und das Ausbleiben einer Vertiefung der 
Anästhesie im Vergleich zu einer Dosierung mit 120 mg/kg. .  
Unmittelbar nach der Propofol-Applikation und beim Aufwachen der Tiere aus der Narkose im Vorversuch 
konnten Auffälligkeiten im Verhalten festgestellt werden. Im Anschluss an die Applikation zeigten alle Ver-
suchstiere in allen Dosierungsgruppen Lecken mit der Zunge und einen starken Fresstrieb. In der Aufwach-
phase wiesen alle Tiere starke postanästhetische Exzitationen in Form von krampfartigen, minutenlangen 
Paddelbewegungen der Vorderpfoten sowie des rechten Hinterbeines in Richtung des Kopfes auf. Auffällig 
war zudem ein vermehrtes Lecken mit der Zunge und Vibrationen des Unterkiefers beim Aufwachen einiger 
Tiere.  
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4.2 Hauptversuch 
4.2.1 Ermittelte physiologische Werte für Atem- und Herzfrequenz sowie die periphere Sauer-
stoffsättigung an wachen und freibeweglichen Ratten 
 
Die Bestimmung physiologsicher Werte von Atemfrequenz (AF) und Herzfrequenz (HF) sowie die periphere 
Sauerstoffsättigung (SpO2) an wachen, freibeweglichen Ratten diente der Evaluierung des MouseOx®-
Pulsoximters (STARR® Life Science, Oakmont, USA) und zur Gewinnung präanästhetischer, physiologi-
scher Einzeltierwerte, welche anschließend mit den Vitalparametern in der Anästhesie verglichen werden 
konnten. Eine Übersicht über die so ermittelten Werte ( x , Minimal- und Maximalwerte aus 6 gemessenen, 
präanästhetischen Einzelwerten in einem zeitlicher Abstand von 5 Min; tgesamt: 30 Min, s. Methodik 3.2.4.2) 
der AF und HF sowie der SpO2 an wachen, freibeweglichen Ratten (alle Versuchstiere aus Gruppe 1-5 
[n=55], s. Tab. 8, 3.2.3) ist in Tab. 14 dargestellt. Die Minimal- und Maximalwerte ergeben den ermittelten 
Referenzbereich. Der Minimal-Wert für die SpO2 ist, obgleich er niedrig erscheint, ebenfalls an wachen und 
gesunden Tieren ermittelt worden. Während des Messvorgangs im Versuchskäfig gruben sich die Tiere ei-
genständig mit dem Kopf in die Einstreu, was zur Messung dieser Werte führte. Alle ermittelten x ± S.E. für 
die Vitalparameter stimmen mit Angaben aus der Referenzliteratur überein (s. Literatur 2.3.5) und können 
folglich für die statistische Auswertung im Vergleich zu selbigen Werten für jedes Einzeltier unter Einfluss 
einer Allgemeinanästhesie herangezogen werden. 
 
Ergebnisse AF (in Atemzüge/min)  HF (in Herzschläge/min) SpO2 (in %) 
x ± S.E. 104 ± 1,05 396 ± 2,10 95,7 ± 0,09 
Min 68 331 84,4 
Max 181 533 98,1 
 
Tab. 14: Ermittelte Werte der Atemfrequenz (AF) und Herzfrequenz (HF) sowie der peripheren Sau-
erstoffsättigung (SpO2) an wachen, freibeweglichen Ratten mittels MouseOx®-Pulsoximeter. Darstellung 
als x ± S.E. sowie Minimal- und Maximal-Werte der 6 Einzelmessungen über 30 min Messdauer aller Ver-
suchstiere der Versuchsgruppen 1-5 vor Applikation des Vehikels bzw. Anästhetikums (n=55). 
 
4.2.2  Anästhesiephase 
 
4.2.2.1  Stellreflex (SR) und Zwischenzehenreflex an der Hintergliedmaße (ZZR hi.) 
 
Bei allen anästhesierten Versuchstieren wurde der LORR induziert (s. Tab. 15). Wie in Abb. 10 A darge-
stellt, war die Einschlafzeit (Latenzzeit bis zum LORR) mit 2,24 ± 0,12 min nach CH Injektion (Inj.) signifi-
kant länger als nach VAA Inj. In der VAA+A-Gruppe war die Einschlafzeit mit 1,63 ± 0,16 min vergleichbar 
mit der VAA-Gruppe (1,42 ± 0,12 min). Die signifikant längste Einschlafzeit gegenüber den anderen Ver-
suchsgruppen wurde mit 5,40 ± 0,30 min in der PROP-Gruppe gemessen. 
Eins der 11 ausgewerteten Tiere (9 %) der VAA-Gruppe und 7 von 11 Tieren (64 %) der PROP-Gruppe er-
reichten die 1. cT nicht innerhalb von 30 min nach erfolgtem LORR bzw. bei PROP Inj. 30 min nach Beginn 
der DI (s. Tab. 15). Über diesen Zeitraum hinaus war bei keiner Versuchsgruppe das Erreichen der cT mehr 
zu erwarten, weshalb die DI der mit PROPfix behandelten Tiere zu diesem Zeitpunkt beendet wurde. Nur 3 
von 6 Tieren (50 %) aus PROPflex (ausschließlich weibliche Tiere) und nur ein weibliches Tier (20 %) von 
insgesamt 5 Tieren aus PROPfix erreichte die cT (s. Tab. 16). Beim Umlegen eines Tieres in den Stereotakten 
der PROPflex- Gruppe verschob sich der Sitz des Venenverweilkanüle (s. Tab. 15 und 17). Dieser Umstand 
wurde erst nach Verlust der cT und erfolglosem, häufigen Nachdosieren festgestellt. Die Hautwunde wurde 
vernäht und die OP daraufhin abgebrochen. Dieses Tier wurde größtenteils aus der Versuchsauswertung 
58 
 
ausgeschlossen, ausgenommen der Auswertung für die Einschlafzeit (s. Abb. 10 A), der Latenzzeit bis zum 
Erreichen der 1. cT (s. Abb. 10 B) sowie der Auswertung der Vitalparameter (da Verlust des adäquaten Ka-
thetersitzes erst kurz vor Ende der ausgewerteten Messzeit). Es zeigten sich signifikante Unterschiede in der 
Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT zwischen den Versuchsgruppen. Mit CH anästhesierte Tiere erreich-
ten nach einer signifikant längeren Latenzzeit die 1. cT als Tiere mit VAA+A Anästhesie. Zudem wiesen 
Tiere nach PROP Gabe eine signifikant längere Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT im Vergleich zu den 
anderen Versuchsgruppen auf (s. Abb. 10 B). In der Dauer der 1. cT (d.h. vor der Nachdosierung) wurden, 
wie aus Abb. 11 A ersichtlich, keine Unterschiede zwischen den verschiedenen Narkoseformen gefunden. 
Auffällig ist jedoch die Streuung der cT bei den 3 ausgewerteten Versuchstieren nach PROP Gabe. Vorge-
nommene Nachdosierungen und die Dauer der 2. cT (d.h. nach der 1. Nachdosierung) bzw. 3. cT (d.h. nach 
der 2. Nachdosierung) sind in Tab. 19 (s. 4.2.2.2) aufgelistet. Insgesamt wurden, laut Vorgabe des Versuchs-
plans, 9 von 11 Tiere der CH-Gruppe, 6 von 11 Tiere der VAA-Gruppe, alle 11 Tiere VAA+A-Gruppe und 
nur 3 von 11 Tiere der PROP-Gruppe einer stereotaktischen Operation (OP) unterzogen (s. Tab. 15).  
 
Ergebnisse 
Narkosegruppe (n=11, [6 ♂, 5♀]) 
CH  VAA VAA+A 
PROP 
flex:  
70-100 µl/kg/min ° 
(n=6) 
          fix:  
100 µl/kg/min °° 
(n= 5) 
Tiere mit LORR  
n (%) 11 (100) 11 (100) 11 (100) 6 (100) 5 (100) 
Tiere mit ZZR 
hi. neg.* = cT 
n (%) 
11 (100) 10 (91) 11 (100) 3 (♀) (50) 1 (♀) (20) 
Letalität  
n (%) 0 (0) 0 (0) 0 (0) 3 (♂) (50) 1 (♀) (20) 
n operierte  
Tiere 
9 (82) 6 (55) 11 (100) 2 ^ (27) 1 (9) 
 
Tab. 15: Übersicht der Versuchstiere innerhalb der Narkosegruppen mit LORR bzw. ZZR hi. negativ 
sowie die Letalität und die Anzahl der Tiere mit durchgeführter OP als Absolut- (n) und Relativwerte 
(%) aus n=11 Tieren pro Narkoseform (6 ♂, 5 ♀). (n) = Anzahl der Tiere. Die Angaben der Dosierungen 
beziehen sich auf kg KGW (vgl. Tab. 11). 
* Reflextest alle 2 Min nach LORR in einem Zeitraum von 30 min bzw. bei PROP Gabe nach Anschluss DI; 
° Tiere mit PROPfix Gabe konnten nur bei Erreichen der cT mit der festgesetzten Dosierung im Verlauf der 
OP bedarfsgerecht nachdosiert werden; °° die Nachdosierung bei PROPflex Gabe war auch bei Ausbleiben 
der cT über diesen Dosisbereich uneingeschränkt bis zum Erreichen der 1. cT alle 2 min möglich; ^ bei ei-
nem Tier verschob sich während der OP beim Umlagern des Tieres in den Stereotakten der Sitz des Venen-
verweilkanüle. Die OP wurde daraufhin abgebrochen. 
 
Die Letalität in der PROP-Gruppe belief sich auf insgesamt 36 %. Die Hälfte (50 %) der Tiere aus PROPflex 
(männliche Tiere) und 20 % aus PROPfix (1 weibliches Tier ≠  Tier mit cT) verstarben während der Anästhe-
sie (s. Tab. 17). Diese Tiere zeigten einen massiven Abfall der SpO2 bis auf unter 50 % und eine Atemfre-
quenz bei ca. 60 Atemzüge/min (nicht dargestellt). In keiner anderen Narkosegruppe verstarben Tiere wäh-
rend oder nach der Anästhesie.  
Die Auswertung der Narkosedauer ergab eine signifikante längere Narkosedauer nach CH, VAA und PROP 
Anästhesie im Vergleich zur VAA+A Anästhesie (s. Abb. 11 B), da die Antagonisierung in dieser Versuchs-
gruppe im Anschluss an die 60-minütige OP (+ 2 min) vorgenommen wurde und die Tiere somit erwar-
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tungsgemäß früher erwachten. Die Zeit bis zum Wiedererwachen aus der Narkose nach der Antagonisierung 
(s.c.) betrug 3,05 ± 0,22 min ( x ± S.E). Die Versuchstiere zeigten unmittelbar nach der Antagonisierung eine 
starke Unruhe und ein gestörtes Orientierungsvermögen. 
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CH
 
Latenzzeit bis zur 1. cT [min]
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*
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* 
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* 
Abb. 10: Einschlafzeit (A) und Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT (B). Dargestellt sind die x ± S.E. 
der Einschlafzeiten (A) und die Latenzzeiten (A, je n=11) bis zum Erreichen der 1. cT (B) für die verschiede-
nen Narkosegruppen in min (B, CH: n=11, VAA: n=10, VAA+A: n=11, PROP: n=4). Die Sterne kennzeich-
nen signifikante Unterschiede (*p<0,05) im Vergleich zwischen den einzelnen Narkosegruppen. Die Anzahl 
der Tiere, welche die cT nicht erreichten, sind in Tab. 16 aufgeführt.  
Abb. 11: Dauer der 1. cT (erstmalige cT nach Injektion, A) und Narkosedauer (B). Dargestellt sind die 
x  ± S.E. der Dauer der 1. cT (A, CH: n=11, VAA: n=10, VAA+A: n=11, PROP: n=3° [1 Tier mit verscho-
bener Venenverweilkanüle wurde nicht in die Auswertung einbezogen, da die OP abgebrochen wurde]) und 
der Narkosedauer (B, CH: n=11, VAA: n=11, VAA+A: n=11, PROP: n=6) in min für die verschiedenen Nar-
kosegruppen. Die Sterne kennzeichnen signifikante Unterschiede (*p<0,05) im Vergleich zu den übrigen 
Narkosegruppen. 
A B 
A B 
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Narkosedaten 
(in min) 
Narkosegruppe 
CH  VAA  VAA+A  PROP  
Einschlafzeit  
Gesamt 
♂  
♀  
 
2,24 ± 0,12 
2,33 ± 0,14 (6) 
2,12 ± 0,17 (5) 
 
1,42 ± 0,12 
1,24 ± 0,10 (6) 
1,64 ± 0,19 (5) 
 
1,63 ± 0,16 
1,64 ± 0,21(6) 
1,62 ± 0,28 (5) 
 
5,40 ± 0,30 
6,11 ± 0,22 (6) 
  4,56 ± 0,32* (5) 
Latenzzeit 1. cT 
Gesamt 
♂ 
♀ 
 
5,66 ± 0,24 
5,48 ± 0,32 (6) 
5,87 ± 0,38 (5) 
 
6,44 ± 0,47 
6,86 ± 0,68 (5) 
6,02 ± 0,65 (5) 
 
8,73 ± 0,81 
10,25 ± 1,13 (6) 
 6,90 ± 0,42* (5) 
 
25,09 ± 2,67 
- (0) 
25,09 ± 2,67 (4) 
Dauer der 1. cT 
Gesamt  
♂  
♀ 
 
49,14 ± 4,48 
47,56 ± 6,49 (6) 
51,03 ± 6,70 (5) 
 
     47,83 ± 7,05 
36,72 ± 10,97 (5) 
58,95 ± 6,45 (5) 
 
44,77 ± 5,27 
34,26 ± 6,96 (6) 
 57,38 ± 2,64* (5) 
 
70,67 ± 28,29  
- (0) 
 70,67 ± 28,29 (3) 
Narkosedauer 
Gesamt 
♂ 
♀ 
 
155,66 ± 8,21 
137,63 ± 8,12 (6) 
  177,29 ± 7,59* (5) 
     
  182,23 ± 20,58 
128,89 ± 7,56 (6) 
246,96 ± 17,96** (5) 
     
    71,40 ± 0,73 
71,89 ± 1,25 (6) 
 70,82 ± 0,67 (5) 
 
167,22 ± 40,99 
77,94 ± 3,51 (3) 
256,50 ± 20,41** 
(3) 
 
Tab. 16: Einschlafzeit, Latenzzeit bis zur 1. cT, Dauer der cT sowie Narkosedauer. Aufgezeigt sind die  
x ± S.E. in min der untersuchten Narkoseformen sowie der Vergleich männlicher zu weiblicher Versuchstie-
re (n ♂/♀ in Klammern angegeben). Signifikante Unterschiede zwischen ♂ und ♀ (*p<0,05, **p<0,001) 
sind mit Sternen gekennzeichnet.  
 
Untergruppe und Tier 
 PROP Anästhesie 
Geschlecht cT 
Dosierung bei 
1. cT 
(in µl/kg/min) 
Letalität 
(min bis zum 
Exitus) 
Dosierung 
bei Exitus 
(in 
µl/kg/min) 
1. PROPflex: 70-100 µl/kg/min° 
1 ♂ nein - ja (32,0) 120 
2 ♂ nein -  ja (27,5) 110 
3 ♂ nein -  ja (35,6) 140 
4 ♀ ja 100 - - 
 5 ˆ ♀ ja 100 - - 
6 ♀ ja 110 - - 
2. PROPfix: 100 µl/kg/min°° 
7 ♂ nein -  - 
8 ♂ nein -  - 
9 ♂ nein -  - 
10 ♀ nein - ja (22,0 nach 
Infusionsende) - 
11 ♀ ja 100 - - 
 
Tab. 17: Übersicht: Einteilung und ermittelte Narkosedaten der PROP-Gruppe mit Einzelauflistung der 
Tiere nach Geschlecht, 1. cT (ja/nein) und Dosierung bei welcher die 1. cT erreicht wurde sowie die Letalität 
mit Zeitpunkt (min) und die Dosierung bei welcher der Tod eintrat. Erläuterungen zu °/°°/^ s. Tab. 15. 
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Alle Versuchsgruppen (ausgenommen ISO-Gruppe, s. Methodik 3.2.3) bestanden anteilig aus 6 männlichen 
und 5 weiblichen Tieren. Wie sich in den Vorversuchen zu PROP schon andeutete (s. 4.1.1), zeigten im 
Hauptversuch weibliche, mit PROP anästhesierte Tiere mit 4,56 ± 0,32 min eine signifikant kürzere Ein-
schlafzeit als männliche Tiere mit 6,11 ±  0,22 min (s. Tab. 16). In der Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. 
cT zeigten sich auch Unterschiede in der VAA-Gruppe, da weibliche Tiere verglichen mit männlichen Tieren 
eine signifikant längere Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT aufwiesen. Nach PROP Gabe erreichten nur 
weibliche Versuchstiere die cT (s. Tab. 16 und 17), allerdings auch nur 4 der 5 Tiere. In der VAA+A-Gruppe 
war die Dauer der 1. cT bei weiblichen Tieren signifikant länger als bei männlichen Tieren (s. Tab. 16). In 
der VAA-Gruppe zeigte sich ein ähnlicher Trend, die Power des Test aber zu gering (0,149) um statistisch 
signifikante Unterschiede zu finden. Wie bereits zuvor erwähnt, erreichte kein männliches Tier nach PROP 
Gabe die cT. Das Geschlecht der Versuchstiere zeigte auch einen eindeutigen Einfluss auf die Narkosedauer. 
Ausgenommen Tiere der VAA+A-Gruppe, welche nach der 60-minütigen OP-Dauer eine Antagonisierung 
aller Anästhesiekomponenten erhielten und damit früher erwachten, wiesen weibliche Tiere in den übrigen 
Narkosegruppen eine signifikant längere Narkosedauer auf als männliche Tiere.  
Fehlinjektionen bei der i.p Applikation in der CH-Gruppe verliefen als s.c. Injektionen und zeigten sich 
durch Erhebungen der Haut durch die injizierte Flüssigkeit. Bei den i.p. Applikation in der PROP-Gruppe 
kam es zu keinen Fehlinjektionen. Fehlinjektionen der i.m. Applikation in der VAA- und VAA+A-Gruppe 
äußerten sich durch ausbleibende bzw. stark verzögerte Effekte. In diesen Fällen wurde der Versuch abge-
brochen und den Tieren eine Woche Erholungszeit bis zur wiederholten Anästhesie mit gleichem Anästheti-
kum gewährt. 
4.2.2.2  Lidreflex (LR) und Cornealreflex (CR) 
 
Die erstmalige Überprüfung des LR und des CR in der Anästhesie erfolgte mit Beginn der 1. cT (= Zeitpunkt 
0), nachfolgend alle 10 min bis Narkoseende.  
In Tab. 18 ist die Anzahl der Tiere in den untersuchten Narkoseformen aufgelistet, bei denen der CR und der 
LR ausgefallen waren. Zum Zeitpunkt 0 war bei allen in cT befindlichen Versuchstieren (d.h. die keinen SR 
oder ZZR hi. zeigten) der LR ausgefallen. Der CR war hingegen in allen untersuchten Narkosegruppen bei 
fast allen Tieren über die Narkosedauer hinweg positiv (s. Tab. 21). Abgesehen von der VAA+A-Gruppe 
wurden die Messungen abgeschlossen, wenn alle Tiere einer Gruppe sowohl CR als auch LR zeigten.  
Zu den Messzeitpunkten 30, 40 und 50 min war keine exakte Bestimmung der Reflexe möglich. Die Fixie-
rung des Kopfes im Stereotakten, insbesondere der Stirnbügel und die überstreckte Haltung durch den Zahn-
halteapparat, schränkten die Reflexantwort deutlich ein, sodass keine sichere Aussage getroffen werden 
konnte. Erschwert wurde die Testung des CR zudem durch das Vorliegen eines starken Exophthalmus in der 
VAA und VAA+A-Gruppe. Mit Beginn der 1. cT war, unabhängig von der Narkoseform, der LR bei allen 
Tieren ausgefallen. Postoperativ kehrte der LR mit abnehmbarer Narkosetiefe und Wiederlangen des SR 
zunehmend zurück. Nur in der VAA+A-Gruppe wurde die Überprüfung der Reflexe mit Gabe der Antago-
nisten abgebrochen, um die Aufwachzeit ohne weitere Manipulationen zu erfassen. 
Der CR war nur bei einem mit CH anästhesierten Tier zum Messzeitpunkt 20 min und bei 2 Tieren der 
VAA-Gruppe zum Zeitpunkt 0 und 10 min ausgefallen. Bei einem der VAA-Gruppe zum Zeitpunkt 10 und 
20 min sowie bei zwei VAA+A- Tieren zum Zeitpunkt 20 min, lag ein starker Exophthalmus vor, so dass in 
diesen Fällen keine eindeutige Beurteilung des CR möglich war. 
 
 
 
 
62 
 
 
Messzeitpunkt 
(min) 
Narkosegruppe 
CH VAA VAA+A PROP 
SR LR CR SR LR CR SR LR CR SR LR CR 
0= Beginn 1. cT 11 11 0  10   10 2 11 11 0 4 4 0 
10 11 11 0  10   10 (0/2) 11 11 0 4 4 0 
20 11 11 1  10   10 (0/1) 11 11 (0/2) 4 4 0 
60 11 11 0 10 9 0 11 11 0 3 3 0 
70 11 11 0 10 8 0  3 1 0 
80 11 8 0 10 7 0 3 1 0 
90 11 5 0 10 5 0 3 1 0 
100 11 4 0 10 3 0 3 0 0 
110 11 2 0 10 3 0  
120 9 1 0 6 3 0 
130 8 0 0 6 2 0 
140  6 1 0 
150 6 1 0 
160 5 1 0 
170 5 0 0 
 
Tab. 18: Anzahl der Tiere zu bestimmten Messzeitpunkten ab Beginn der 1. cT, die keinen Lidreflex 
(LR) und Cornealreflex (CR) zeigten. Der Stellreflex (SR) dient zum Vergleich. In einzelnen Fällen (in 
Klammern) war der CR nicht eindeutig zu beurteilen, weil ein starker Exophthalmus vorlag. Wegen Fehlsitz 
der Venenverweilkanüle wurden bei einem Tier der PROP-Gruppe der Versuch früher abgebrochen (s. auch 
Tab 18).  
 
4.2.2.3 Kriterien für den Verlust der chirurgischen Toleranz (cT)  
 
Der Verlust der cT, d.h. ein erneut positiver ZZR hi (ZZR hi. pos. bzw. +), wurde der während der OP alle 
10 min zusammen mit weiteren Reflextests überprüft. Traten während der Anästhesie-/OP-Dauer jedoch 
Zuckungen (Körper- und/oder Gliedmaßenzuckungen), hörbares Vokalisieren oder Zähneknirschen auf, 
wurde dies ebenfalls als Kriterium für den Verlust der cT beurteilt und parallel dazu überprüft, ob zu diesem 
Zeitpunkt ebenfalls ein ZZR hi. pos. vorlag. In die Auswertung ging sowohl der Verlust der 1. cT sowie auch 
der Verlust der cT nach gegebenenfalls erfolgter ein- oder zweimaliger Nachdosierung (2. cT und 3. cT, s. 
auch 4.2.2.4) ein. 
 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
Abb. 12: Häufigkeit der Kriterien für den Verlust der cT. ZZR hi. +/-: Zwischenzehenreflex hinten nega-
tiv/positiv, Zuckungen: Gliedmaßen- und/oder Körperzuckungen. Die Pfeile stehen für ein gemeinsames 
Auftreten der verbundenen Kriterien.  
15 x ZZR hi. + 13 x Zuckungen 9 x Vokalisieren 3 x Zähneknirschen 
Verlust der cT 
7 x ZZR hi. + 6 x ZZR hi. - 7 x ZZR hi. + 2 x ZZR hi. - 2 x ZZR hi. + 1 x ZZR hi. - 
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Im Verlauf der Anästhesie wurde insgesamt 36-mal der Verlust der cT innerhalb von 60 min nach Applikati-
on des Anästhetikums erkannt (s. Abb. 12). Am häufigsten erfolgte die Feststellung durch Testung des ZZR 
hi. (15-mal +). Am zweithäufigsten wurde durch gesetzte Schmerzreize im Zusammenhang mit der OP Zu-
ckungen bei den Tieren induziert, wobei in 6 von 13 Fällen der ZZR hi. weiterhin negativ war. In 9 von 36 
Fällen vokalisierten die Tiere im hörbaren Bereich was, bis auf 2 Fälle, mit einem ZZR hi. pos. assoziiert 
war. In 3 Fällen zeigten die Tiere auf einen Schmerzreiz hin Zähneknirschen. Hier wiesen 2 der 3 Tiere einen 
ZZR hi. + auf. Zähneknirschen und Vokalisieren traten in 2 Fällen gemeinsam auf (1 x ZZR hi. -, 1 x ZZR 
hi. +). Auch Vokalisieren und Zuckungen traten in 2 Fällen gemeinsam auf (1 x ZZR hi. -, 1 x ZZR hi. +). 
4.2.2.4  Nachdosierungen 
 
Versuchstiere aller untersuchten Narkoseformen, welche die cT erreichten, wurden laut Versuchsplan unter 
bestimmten Bedingungen im Laufe der Operation nachdosiert: nach CH Inj., VAA Inj. und PROP Inj. erst 
nach dem ersten erfolgten chirurgischen Eingriff (Hautschnitt), nach VAA+A Inj. war dies auch schon zu 
einem früheren Zeitpunkt möglich (s. Methodik 3.2.4.4).  
5 der 11 Tiere der CH-Gruppe wurden einmalig nachdosiert, um die OP unter cT bis zum Ende fortzuführen. 
VAA-Tiere wurden selten nachdosiert, da weibliche Tiere bis auf eine Ausnahme, eine ausreichend lange cT 
aufwiesen oder männliche Tiere bereits vor dem Hautschnitt die cT verloren und demnach nicht operiert 
wurden. In der VAA+A-Gruppe wurde laut Versuchsplan auch bei einem Verlust der cT vor dem Haut-
schnitt nachdosiert. Hier wurden demnach fast alle männlichen Tiere einmal, in zwei Fällen sogar zweimal 
nachdosiert (s. Tab. 19). In zwei Fällen wurde bei weiblichen PROP-Tieren, welche die cT erreichten, die 
Dosis der DI erhöht. Tab. 19 zeigt zudem die benötigte Latenzzeit bis zur erneuten cT (ZZR hi. wieder neg.). 
 
Narkosegruppe 
CH VAA VAA+A PROP 
♂ ♀ ♂ ♀ ♂ ♀ ♂ ♀ 
1. ND (n) 2 3 0 1 5 1 0 2 
2. ND (n) 0 0 0 0 2 0 0 0 
Latenzzeit bis  
zur 2. (° 3.) cT: 
x  ± S.E  
(in min) 
4,08  
± 1,83 
4,20  
± 0,55 - 
2,00  
± 0,00 
   2,12 
  ± 0,07 
° 2,25 
 ± 0,25 
2,00  
± 0,00 
- 
2,0  
± 0,00 
 
Tab. 19: Durchgeführte Nachdosierungen (ND) und Latenzzeiten bis zur erneuten cT bei ♂ und ♀ Ver-
suchstieren in den jeweiligen Narkosegruppen. Angegeben sind die Anzahl der ND (n) sowie die x  ± S.E 
der Latenzzeiten bis zum erneuten Erreichen der cT (CH: n=11, VAA: n=10, VAA+A: n=11, PROP: n=4),  
° hier war eine zweimalige Nachdosierung erforderlich. 
 
4.2.2.5  Wirkungen der verschiedenen Anästhetika auf die Lage des Bulbus in der Orbita 
 
In der Anästhesiephase wurde die Lage des Augapfels in der knöchernen Orbita beurteilt und auf das eventu-
elle Auftreten eines Exophthalmus und auf den maximalen Schweregrad des Exophthalmus geachtet. 
Ausschließlich mit VAA und VAA+A anästhesierte Tiere wiesen zum Teil einen sehr starken Exophthalmus 
auf. Der Exophthalmus trat im Durchschnitt 9,32 ± 2,47 min ( x ± S.E.) nach Erreichen der 1. cT auf und 
dauerte zumeist bis zum Ende der Anästhesie an. Bezogen auf beide Gruppen (n=22) war in 9 % der Fälle 
die Ausprägung leicht, in 59 % mittelgradig stark und in 32 % der Fälle sehr stark ausgeprägt (s. Tab. 20). Es 
ließen sich keine statistisch signifikanten Unterschiede in der Ausprägung zwischen den Geschlechtern er-
mitteln.  
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Geschlecht  
Narkosegruppe 
VAA VAA+A 
E + E ++ E +++ E + E ++ E +++ 
♂, n=6 
(max. E in min) 
5 
(0/0/5/5/40) 
1 
      (10) 
0 1 
(0) 
4 
(0/0/20/20) 
1 
(0) 
♀, n=5 
(max. E in min) 
0 
 
5 
(0/0/5/5/20) 
0 2 
(0/20) 
2 
(0/5) 
1 
(30) 
 
Tab. 20: Vorliegen eines Exophthalmus (E) während der Anästhesiephase in der VAA- und VAA+A-
Gruppe bei ♂ und ♀ Tieren sowie dessen Schweregrad E (+= leicht, ++= mittelgradig stark, +++= sehr 
stark) und der Zeitpunkt des maximalen Auftretens (E max) bei einzelnen Tieren in min. 
 
4.2.3  Physiologische (objektive) Parameter 
4.2.3.1  Vitalparameter: Atem (AF)- und Herzfrequenz (HF) und periphere Sauerstoffsätti-
gung (SpO2) 
 
Die Vitalparameter wurden nahezu kontinuierlich prä-, intra- und postoperativ bis zum Wiedererwachen der 
Tiere aus der Anästhesie erfasst (Methodik s. 3.2.4.2). Die Auswertung umfasste nur den Zeitraum vor der 
Anästhesie (0 min) bis OP-Ende (60 min), da es bis auf eine Ausnahme in der PROP-Gruppe (s. weiter unten 
im Text) später zu keinen signifikanten Änderungen kam. Nur während der Fixierung in dem Stereotakt und 
während der Blutentnahmen wurde die Messung über den Sensorclip des Pulsoximeters unterbrochen, was 
zu einer leichten Verkürzung der Aufzeichnungsdauer führte (s. Methodik 3.2.4.2). Somit umfasst die Dar-
stellung bis zum Ende der OP (60 min) den Zeitraum bis ca. 65 min und beinhaltet folglich auch die Zeit 
nach der Antagonisierung in Gruppe VAA+A. Eine Übersicht zu den einzelnen Werten und signifikanten 
Unterschiede zwischen den Gruppen ist im Anhang (Tab. A6-A8) aufgeführt. 
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Abb. 13: Atemfrequenz (AF). Dargestellt sind die x  ± S.E. der AF in Atemzügen pro min über die 60 min 
Narkosedauer in den jeweiligen Versuchsgruppen. Signifikante Unterschiede (*p<0,05; **p<0,001) im Ver-
gleich zu min 0 innerhalb der Narkoseformen mit Sternen gekennzeichnet (K: n=11; CH: n=10; VAA: n=6; 
VAA+A: n=11; PROP: n=4). Signifikante Unterschiede zwischen den Versuchsgruppen waren nur zur CH-
Gruppe vorhanden (s. Anhang Tab. A5). 
* * 
      K            CH           VAA      VAA+A      PROP 
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Die AF der Kontrollgruppe sank über die Zeit minimal aber nicht signifikant ab, was vermutlich an der Ge-
wöhnung der Tiere an die Umgebung und die Messprozedur lag (s. Abb. 13). Nach CH Gabe kam es nach 
einem anfänglichen leichten Abfall der AF zu einem deutlichen, aber zum Ausgangswert statistisch nicht 
signifikanten Anstieg über Ausgangsniveau. Allerdings zeigte sich ein statistisch signifikanter Anstieg aller 
Folgewerte im Vergleich zur 1.-10. min. Der Wert 1-10. min ist, verglichen mit den Werten der Kontroll-
gruppe, als geeigneterer Referenzwert anzusehen. Ab 11-60 min nach CH-Inj. konnten signifikant höhere 
Werte als in den anderen Versuchsgruppen ermittelt werden (s. Anh. Tab. A5). Der Einfluss der Kombina-
tionsnarkose in den Narkosegruppen VAA und VAA+A führte zu einer stetigen Abnahme der AF gegenüber 
dem Ausgangswert (0 min), welche nach VAA Inj. bereits ab dem Zeitraum 11-20 min., nach VAA+A Inj. 
erst ab dem Zeitraum 40-50 min statistisch signifikant wurde. Beim Vergleich beider Gruppen konnten keine 
signifikanten Unterschiede festgestellt werden. Die Antagonisierung in der Gruppe VAA+A 60 min nach der 
Injektion der Narkose führte zu einem AF-Anstieg fast auf das Ausgangsniveau. Nach PROP Gabe zeigten 
sich keine Unterschiede über den Narkosezeitraum von 60 min. Erst im späteren Verlauf der Narkose unter-
lag die AF und auch die SpO2 deutlichen Schwankungen zwischen 80 und 130 min (s. Anhang Abb. 2). Die 
Atmung war teilweise sehr unregelmäßig mit vereinzelter Apnoe. Tiere der PROP-Gruppe, welche in der 
Narkose verstarben, wiesen unmittelbar vor Eintritt des Todes eine sehr niedrige AF von ca. 60 Atemzü-
gen/min sowie eine SpO2 von unter 50 % auf (nicht dargestellt). In allen anderen Narkosegruppen kam es 
nach der OP zu keinem signifikanten Abfall der AF bis zum Narkoseende. 
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Abb. 14: Herzfrequenz (HF). Dargestellt sind die x  ± S.E. der HF in Herzschläge pro min über die 60 min 
Narkosedauer in den jeweiligen Versuchsgruppen. Signifikante Unterschiede (*p<0,05; **p<0,001) sind im 
Vergleich zu min 0 innerhalb der Narkosegruppen mit Sternen gekennzeichnet (K: n=11; CH: n=10; VAA: 
n=6; VAA+A: n=11; PROP: n=4). Signifikante Unterschiede (°p<0,05; °°p<0,001) zwischen den Versuchs-
gruppen sind im Anhang Tab. A6 aufgeführt. 
 
Die HF in der Kontrollgruppe stieg anfangs leicht an (Stress durch Handling und Injektion), sank dann mit 
zunehmender Beruhigung aber ab der 31. min signifikant bis auf 372,99 ± 9,74 Herzschläge/min ab, vermut-
lich ebenfalls durch die Gewöhnung wie bereits bei AF beobachtet (s. Abb. 14). Ein signifikanter Anstieg der 
HF zeigte sich im ersten Messzeitraum (1-10 min) nach CH Gabe auf 449,28 ± 11,07 Herzschläge/min bis 
einschließlich der 20. min. Danach nahm die HF wieder ab und lag im Zeitraum 41-50 min statistisch signi-
*
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 **
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**
 * 
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fikant unterhalb des Ausgangswertes (0 min). VAA- und VAA+A-Tiere zeigen einen nahezu identischen 
HF-Verlauf. Über die Dauer der Narkose sank die HF signifikant weiter ab, verblieb ab der 31. min aber auf 
annähernd gleich niedrigem Niveau und war signifikant niedriger als in der Kontrollgruppe und den anderen 
Narkosegruppen (s. Anh. Tab. A6). Auffällig ist, dass sich nach der Antagonisierung die HF, verglichen mit 
der AF, nicht normalisierte. Ähnlich wie nach CH Gabe stieg nach PROP Gabe die HF zunächst signifikant 
an, fiel aber im Verlauf deutlich weniger ab und verblieb dann auf ca. gleich niedrigem Niveau.  
In den Narkosegruppen kam er nach der OP in keiner Narkosegruppe zu einer weiteren statistisch signifikan-
ten Veränderung der HF bis zum Wiedererwachen (nicht dargestellt). 
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Abb. 15: Periphere Sauerstoffsättigung (SpO2). Dargestellt sind die x ± S.E. der SpO2 in % über die Nar-
kosedauer von 60 min in den jeweiligen Versuchsgruppen. Die Sterne kennzeichne signifikante Unterschiede 
(*p<0,05;**p<0,001) innerhalb der Versuchsgruppen (K: n=11; CH: n=10; VAA: n=6; VAA+A: n=11; 
PROP: n=4). Signifikante Unterschiede zwischen den Versuchsgruppen (°p<0,05; °°p<0,001) sind im Anh. 
Tab. A7 aufgeführt.  
 
Verglichen gegenüber dem Ausgangswert (0-Wert) an wachen, freibeweglichen Versuchstieren, fiel bei allen 
anästhesierten Tieren die SpO2 über die Narkosedauer signifikant ab, während sie bei der Kontrollgruppe 
über die ganze Zeit stabil bliebt (s. Abb. 15). Die signifikante Abnahme der SpO2 setzte nach CH Inj. lang-
samer ein als in den übrigen Narkosegruppen und lag damit signifikant höher als in der VAA+A-Gruppe. 
Erst im Messzeitraum 11-20 min war die SpO2 um mehr als 6,5 % auf 89,3 ± 0,97 % abgesunken. Bis zur 
Zeitraum 50-60 min verblieb sie auf ungefähr gleich niedrigem Niveau auch verglichen mit der VAA- und 
VAA+A-Gruppe und damit signifikant niedriger als in der Kontrollgruppe aber signifikant höher als die 
SpO2 der PROP-Gruppe. Bei Tieren der VAA- bzw. VAA+A-Gruppe konnte bereits in den ersten 10 min ein 
signifikanter Abfall der SpO2 verglichen mit dem Ausgangswert als auch der Kontrollgruppe festgestellt 
werden. Die niedrigste SpO2 (dies entspricht einen Abfall um ca. 10 % verglichen mit dem Ausgangswert) 
wiesen die Tiere dieser beiden Gruppen in der 11-20 min der Narkose auf. Die Antagonisierung führte zu 
einem sichtbaren Anstieg der SpO2, erreichte bei Beendigung der Messung (Wiedererwachen, SR+) aber 
nicht das Ausgangsniveau. Mit PROP anästhesierte Tiere verzeichneten den deutlichsten SpO2-Abfall inner-
halb von 60 min auf 81 ± 4,05 %. Dies entspricht einem Abfall von fast 16 % gegenüber dem Ausgangswert. 
Damit lag die SpO2 der PROP-Gruppe ab der 11. min auch signifikant unter der SpO2 der Kontrollgruppe. 
** ** ** * 
** 
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Wie bereits erläutert, wurden in der PROP-Gruppe deutliche Schwankungen der SpO2 zwischen 80 und 130 
min nach der Narkose festgestellt (s. Anhang Abb. A7). In den anderen Narkosegruppen kam er nach der OP 
zu keinem signifikanten Abfall der SpO2 bis zum Narkoseende (nicht dargestellt). 
Es zeigte sich zudem ein Einfluss der Nachdosierungen auf die SpO2  nach VAA+A Gabe. Bei Versuchstie-
ren, die ein bzw. zwei Nachdosierungen erhielten (n=7), konnte verglichen mit Tieren der gleichen Gruppe, 
welche nicht nachdosiert wurden (n=4), im Zeitraum 31-40 min ein signifikanter Abfall der SpO2 festgestellt 
werden. Außerdem wiesen nicht nachdosierte Tiere zum Zeitpunkt des Wiedererwachens (SR pos.) eine 
SpO2 in Höhe des Ausgangswertes auf, wohingegen nachdosierte Tiere mit einer signifikant niedrigen SpO2 
wieder erwachten (nicht dargestellt). Dieser Effekt konnte für Vitalparameter HF oder AF in der VAA+A-
Gruppe nicht nachgewiesen werden, ebenso wenig wie für einen Vitalparameter der mit CH anästhesierten 
Tiere mit und ohne Nachdosierungen. 
4.2.3.2  Körperkerntemperatur (KT) 
 
Die KT fiel bei allen Versuchstieren, ausgenommen bei der Kontrollgruppe (Messungen auf die Zeitpunkte  
-10 und 120 min beschränkt) und bei Tieren mit PROP Inj., in den ersten 20 min unterhalb der Grenze für 
die physiologische KT von 37 °C bis 39,5 °C ab (s. Abb. 16 und Tab. 21). Nach CH Inj. blieb die KT da-
raufhin bis einschließlich der 50 min relativ konstant, während es nach VAA und VAA+A Gabe zu einer 
weiteren Abnahme der KT kam. Der niedrigste Wert im Verlauf der OP innerhalb dieser Gruppen wurde am 
Ende zum Zeitpunkt 60 min gemessen. Ab dann verzeichneten mit VAA und CH anästhesierte Tiere wieder 
einen kontinuierlichen KT-Anstieg (nur dargestellt für 60 min nach Wiedererlangen des SR). Nach PROP 
Gabe zeigten Versuchstiere über die 60-minütige Anästhesiephase hinweg eine normale, sogar leicht anstei-
gende KT. Dessen ungeachtet kam es bei diesen Tieren zu einem massiven KT-Abfall 1 h nach Wiedererlan-
gen des Stellreflexes (SR pos.). Ein Vergleich der KT zwischen den Versuchsgruppen erbrachte 1 h nach 
Wiedererwachen heterogene Ergebnisse. Während die KT der CH-Gruppe unverändert blieb und es in der 
VAA-Gruppe zu einem signifikanten KT-Anstieg (jedoch nicht in den Normalbereich) kam, verzeichneten 
Tiere nach VAA+A Gabe einen weiteren signifikanten KT-Abfall.  
Vor Substanzapplikation (min -10) wurde bei allen Versuchstieren eine nahezu gleiche KT im Referenzbe-
reich (s. Literatur 2.3.5) gemessen (s. Anh. Tab. A8). Fortlaufend ab min 10 zeigten sich signifikante Unter-
schiede nach PROP Gabe gegenüber CH, VAA und VAA+A Gabe (in der 40. min lag die KT bei mit PROP 
behandelten Tieren einmalig über derjenigen der Kontrollgruppe) und ab 20. min in der Kontrollgruppe ver-
glichen zur VAA-Gruppe ab 30 min auch verglichen zur VAA+A-Gruppe. Mit CH anästhesierte Tiere wie-
sen erst nach 40. min einen signifikante niedrigere KT als Tiere der Kontrollgruppe auf, kühlten also folglich 
langsamer als nach VAA und VAA+A Gabe aus.  
Auch 1 h nach erneut pos. SR lag die KT in der CH-Gruppe signifikant höher verglichen mit der VAA+A- 
und PROP-Gruppe, aber noch unterhalb der KT der Kontrollgruppe. Am stärksten kühlten VAA+A- und 
PROP-Tiere nach Wiedererwachen ab. Trotz der Antagonisierung kühlten VAA+A-Tiere innerhalb der da-
rauffolgenden h von 35,78 ± 0,28 auf 35,11 ± 0,35 °C ab. Einzig mit VAA behandelte Tiere unterschieden 
sich in der KT 1 h nach Wiedererlangen des SR nicht mehr von der Kontrollgruppe. Die Anzahl der Nachdo-
sierungen mit CH und VAA+A hatten keinen statistisch signifikanten Effekt auf die KT (nicht dargestellt).  
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Abb. 16: Körperkerntemperatur (KT). Dargestellt sind die x  ± S.E. der KT in °C von min -10 (vor Ap-
plikation des Vehikel bzw. Anästhetikums) über min 0 (Beginn cT), 10, 20, 30, 40, 50, 60 min und 1 h post 
Wiedererlangen des Stellreflexes (SR pos.). Die grau gestrichelten Linien zeigen den oben und untere Gren-
ze des physiologischen KT (Henke und Erhardt 2012). Signifikante Unterschiede s. Tab. 21.  
 
 
 
Tab. 21: Statistische Auswertung der Körperkerntemperatur (KT). In der Tab. sind signifikante Unter-
schiede ( x ± S.E. s. Anhang Tab. A8) zusammengefasst (*p<0,05; **p<0,001 im Vergleich zum min -10 
(Basalwert); °p<0,05; °°p<0,001 im Vergleich der unterschiedlichen Versuchsgruppen). 
  
min 
Versuchsgruppe 
K (1) CH (2) VAA (3) VAA+A (4) PROP (5) 
- 10 n.s. n.s. n.s. n.s n.s. 
10 n.s. * * n.s. 
n.s. 
° zu 2,3,4 
20 
n.s. 
° zu 3 
* ** n.s. 
n.s. 
° zu 2,3,4 
30 
n.s. 
° zu 4, °° zu 3 
* ** * 
n.s. 
°° zu 2,3,4 
40 
n.s. 
° zu 2, °° zu 3,4 
* ** ** 
n.s. 
°° zu 2,3,4 
50 
n.s. 
° zu 2, °° zu 3,4 
* 
° zu 3 
** ** 
n.s. 
°° zu 1,2,3,4 
60 
n.s. 
° zu 2, °° zu 3,4 
** ** ** 
n.s. 
°° zu 2,3,4 
1 h post 
SR+ 
n.s. 
° zu 2, °° zu 4,5 
** 
° zu 4,5 
* 
°° zu 4,5 
** ** 
1 h post SR+ 
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4.2.3.3  Körpergewicht (KGW) 
 
Alle Versuchstiere wiesen am Anästhesie- bzw. OP-Tag (d 0) ein KGW von 202 - 310 g auf. Diese enge 
Gewichtsspanne war gewünscht, um den Einfluss von Gewichtsunterschieden auf die Anästhesie zu mini-
mieren. Die Mittelwerte sind Tab. A9 im Anhang zu entnehmen. 
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Das Ausgangsgewicht der Tiere für die geplante VAA+A Anästhesie lag bereits vor der Anästhesie signifi-
kant über dessen der CH- und VAA-Tiere, jedoch nicht über demjenigen der Kontrollgruppe (s. Tab. Abb. 
17). Dieser Verlauf setzte sich in allen Narkosegruppen über den gesamten Versuchszeitraum fort, verstärkte 
sich ab dem OP-Tag sogar zusätzlich. Zudem zeigten sich am Tag -1, 1 und 2 signifikante Unterschiede zwi-
schen Kontrollgruppe und der CH-Gruppe. Alle Versuchstiere, ausgenommen die VAA-Tiere, nahmen von 
Beginn des Versuchs bis zum OP-Tag signifikant an Gewicht zu. VAA-Tiere wiesen bis zum OP Tag ein 
nahezu unverändertes KGW auf, zeigten anschließend am Tag 1 eine signifikante Gewichtszunahme im 
Vergleich zum Ausgangsgewicht (+ 9,9 g), nicht jedoch verglichen zum OP-Tag (+ 5,3 g). Die signifikante 
Gewichtszunahme in den genannten Gruppen setzte sich bis zum letzten Versuchstag fort.  
Nach CH Anästhesie kam es zu einer signifikanten Gewichtsabnahme von durchschnittlich 228,79 auf 
219,39 g. Diese Gewichtsabnahme war unabhängig vom Ausgangsgewicht der Tiere (p>0,05, Pearson Corre-
lation).  
Versuchs- 
gruppe 
Versuchstage 
- 2 - 1 0 1 2 
K (1) n.s. ** ** ** ** 
CH (2) * ** 
° zu 1 
** 
* 
## 
° zu 1 
** 
° zu 1 
VAA (3) n.s. * * * ** 
VAA+A 
(4) 
* 
°zu 2 
und 3 
** 
°zu 2 
und 3 
** 
°zu 2 
und 3 
** 
° zu 2 
°° zu 3 
** 
° zu 2 
°° zu 3 
PROP (5) n.s. n.s. n.s. * n.s. 
- 3 
- 2 0 1 2 - 1 
Abb. 17: Körpergewicht (KGW) aller anästhe-
sierten und stereotaktisch operierten Tiere. Dar-
gestellt sind die x  ± S.E. des KGW in g der Nar-
kosegruppen im Vergleich zur Kontrollgruppe 3 d 
prä (-3) bis 2 d post Anästhesie. Die rote gestri-
chelte Linie kennzeichnet den Anästhesie- bzw. 
OP-Tag (d 0). Signifikante Unterschiede im Ver-
gleich zu d -3 (*p<0,05; **p<0,001), im Ver-
gleich zu d 0 (##p<0,001) und im Vergleich zwi-
schen den Versuchsgruppen (°p<0,05; °°p<0,001) 
sind in der Tab. zusammengefasst. 
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Damit wiesen CH-Tiere die signifikant größte Gewichtsdifferenz vom Tag 0 auf Tag 1 auf verglichen mit 
den anderen Versuchsgruppen, in denen es zu keiner KGW-Abnahme kam (s. Abb. 18). Die Mittelwerte sind 
der Tab. 10 im Anhang zu entnehmen.Von Tag 1 auf Tag 2 nahmen die CH-Tiere wieder an KGW zu, er-
reichten aber am letzten Versuchstag nicht wieder ihr KGW vom OP-Tag. 
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Abb. 18: Körpergewichtsdifferenz von Tag 0 auf Tag 1 post OP der anästhesierten Tiere mit OP. Darge-
stellt sind die x  ± S.E. der Körpergewichtsdifferenz in g der Narkosegruppen im Vergleich zur Kontroll-
gruppe (**p<0,001) und im Vergleich untereinander (##p<0,001) von d 0 (OP-Tag) auf d 1 post OP ( x ± 
S.E. s. Anhang Tab. A10).  
4.2.3.4  Adrenalin (A) und Noradrenalin (NA) 
 
Die statistische Auswertung der 1. Blutprobe (BP) erfolgte im Vergleich zur Isofluran (ISO)-Gruppe (s. Me-
thodik 3.2.4). Erwartet wurde eine deutlich geringe Katecholaminkonzentration im Plasma bei der Inhalati-
onsanästhesie als bei den Injektionsanästhesien. Da Isofluran von Ratten sehr gut vertragen und als Mittel 
der Wahl empfohlen wird (s. Literatur 2.5.2), wurden Werte annähernd im Bereich der physiologischen Wer-
te für wache Ratten angenommen. Die Ergebnisse der mit VAA und VAA+A anästhesierten Tiere sind für 
diese Auswertung zu einer gemeinsamen Gruppe zusammengefasst, da sie bis zur Antagonisierung bis auf 
unterschiedlich erfolgte Nachdosierungen keine abweichende Behandlung erfuhren.  
Bei vereinzelten Tieren war die Blutentnahme nicht möglich, da die Tiere die cT nicht erreichten (1. und 2. 
BP: VAA: n=1, PROP: n=7), die cT zu kurz war für die 2. BP (CH: n=2, VAA: n=4) oder die Entnahme 
beim ersten Versuch nicht gelang (2. BP: VAA: n=1, PROP: n=1). Bei Letzteren wurde auf eine BP verzich-
tet, da es durch die versuchte Blutentnahme bereits zu einer Stressreaktion gekommen sein konnte. Bei ei-
nem Tier der PROP-Gruppe wurde wegen Fehlsitz der Venenverweilkanüle der Versuch beendet und keine  
2. PB gewonnen und bei einem Tier der VAA-Gruppe erfolgte eine fehlerhafte Blutaufbereitung. Die Ergeb-
nisse sind in Abb. 19 und im Anhang Tab. A11 zusammengefasst). 
 
ISO-Tiere wurden in einer Narkosebox anästhesiert und erreichten nach einer präanästhetischen Exzitati-
onsphase nach 4,22 ± 0,33 min ( x ± S.E.; n=5) die cT. Es erfolgte hinsichtlich der Latenzzeit keine statisti-
sche Auswertung verglichen mit anderen Versuchsgruppen, da die ISO-Gruppe ausschließlich zur Ermittlung 
von NA- und A-Vergleichswerten diente. Die Einschlafzeit wurde in dieser Versuchsgruppe nicht erfasst.
## ** 
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Abb. 19: Konzentration NA (1) und A 
(2) im Plasma der 1. (1. BP, A) sowie 
der 2. Blutprobe (2. BP, B) in ng/ml. 
Die Ergebnisse der VAA- und VAA+A- 
Tiere sind hier zu einer gemeinsamen 
Gruppe (VAA) zusammengefasst. Dar-
gestellt sind die Ergebnisse der NA- (1) 
und A-Konzentration (2) der Einzeltier-
proben der 1. BP (A) in ng/ml im Ver-
gleich zur ISO-Gruppe (**p<0,001), bei 
der nur die 1. BP entnommen wurde. 
Signifikante Unterschiede zwischen den 
Injektionsnarkosegruppen sind  mit # 
(p<0,05) gekennzeichnet. Unterschiede 
zwischen der 1. und 2. BP (B) innerhalb 
einer Versuchsgruppe mit ^^ (p<0,001). 
gekennzeichnet. Die x der jeweiligen 
Narkosegruppe sind mit einem schwar-
zen Strich markiert. Da die mit ISO 
behandelten Tiere für die 1. BP dekapi-
tiert wurden, konnte keine 2. BP erfol-
gen. Die A-Konzentrationen der 1. BP 
nach PROP Gabe sowie die A-Konz-
entrationen der 2. BP nach VAA-, 
VAA+A- sowie PROP-Gruppe lagen 
unterhalb der Nachweisgrenze des Kits.  
 
Die x  ± S.E. der Konzentrationen für A 
und NA im Plasma zu den jeweiligen 
Zeiten und in den Versuchsgruppen sind 
im Anhang Tab. A11 aufgeführt. 
 
A2 B2 
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Die NA-Konzentrationen in der 1. BP der mit Injektionsanästhesie behandelten Tiere ergaben signifikant 
niedrigere Konzentrationen verglichen mit ISO-Tieren (s. Abb. 19 A1). Nach CH Inj. lagen die Werte 3-mal 
so hoch und damit signifikant höher als nach VAA Gabe. Die A-Konzentration für die ISO-Gruppe verhielt 
sich korrelierend zu den Ergebnissen der NA-Konzentration (s. Abb. 19 A2). Extrem gering und somit vom 
Kit nicht mehr nachweisbar (die untere Nachweisgrenze des Kits lag laut Herstellerangabe für Blutproben 
vom Menschen bei > 0,01 ng/ml) waren die A-Konzentrationen nach PROP Gabe. 
In der 2. BP konnten nach CH Anästhesie für alle Tiere messbare Werte für die NA-Konzentration ermittelt 
werden, doch lagen sie mit 0,44 ± 0,1 ng/ml signifikant unter den Werten der 1. BP (s. Abb. 19 B1). Die NA-
Konzentration nach VAA/VAA+A Gabe (3 von 15 unterhalb der Nachweisgrenze) unterschieden sich nicht 
von derjenigen der 1. BP. A war für diese Gruppe in keiner Probe mehr messbar (s. Abb. 19 B2). Bei beiden 
PROP-Tieren konnten NA-Konzentrationen für die 2. PB nachgewiesen werden. Obgleich sie doppelt so 
hoch lagen wie bei der 1. BP, war die Power des Test aber zu gering (0,169) um statistisch signifikante Un-
terschiede zu finden. Für einen statistischen Vergleich zwischen den Versuchsgruppen in der 2. BP war die 
Power (0,192) des durchgeführten Tests ebenfalls aufgrund der zu geringen n-Zahl nicht ausreichend. 
4.2.3.5  Immunreaktives Corticosteron (iCS) 
 
Die Bestimmung von iCS im Kot der Ratten sollte zeigen, ob es zu Unterschieden in den Versuchsgruppen 
intra- und insbesondere postoperativ verglichen zum basalen Gehalt (vor der Anästhesie/OP) und zwischen 
den Narkoseformen kommt. Die Ergebnisse sind in Abb. 20 und im Anhang in Tab. A12 zusammengefasst. 
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Abb. 20: Immunreaktives Corticosteron 
(iCS) basal (A) sowie intra- und postoperativ 
(B).  
Die x der jeweiligen Versuchsgruppe sind mit 
einem schwarzen Strich markiert. Die Symbole 
kennzeichnen signifikante Unterschiede zwi-
schen den Versuchsgruppen (*p<0,05; 
**p<0,001). Signifikante Unterschiede von iCS 
basal zu intra- und postoperativ sind im Anhang 
( x ± S.E. Tab. A12) zusammengefasst. 
 
Das Gewicht des Tierkotes ergab statistisch 
keine signifikanten Unterschiede verglichen 
zwischen dem basalen und postoperativen Zeit-
punkt sowie zwischen den einzelnen Versuchs-
gruppen ( x ± S.E. s. Anhang Tab. A12).  
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Die basalen iCS-Gehalte unterschieden sich nicht zwischen den Versuchsgruppen, wie Abb. 20 A zu ent-
nehmen ist. Die Basalwerte lagen durchschnittlichen zwischen 344 und 437 ng iCS pro g Kot.  
Nach PROP und CH Anästhesie zeichneten sich die deutlichsten Veränderungen verglichen mit den jeweili-
gen Basalwerten ab (s. Abb. 20 B). Die stärkste Zunahme des iCS konnte bei PROP-Tieren von 400.03 ± 6,7 
auf 1181,7 ± 172,96 ng/g Kot gemessen werden (p<0,001), gefolgt von CH-Tieren (von 472,0 ± 23,94 auf 
731,7 ± 98,39 ng/g Kot [p<0,001]). CH-Tiere wiesen intra- und postoperativ signifikant höhere Werte ver-
glichen mit Kontrolltieren und VAA-Tieren auf. Keine Veränderungen von basalen zu den intra- und posto-
perativen iCS-Werten ließen sich in der Kontrollgruppe sowie in den VAA- sowie VAA+A-Gruppe feststel-
len. In der VAA+A-Gruppe konnten ausschließlich signifikante erhöhte iCS-Werte im Vergleich zur Kon-
trollgruppe ermittelt werden. Tiere mit (VAA+A) und ohne Antagonisierung (VAA) der Kombinationsanäs-
thesie unterschieden sich ebenfalls nicht in den intra- und postoperativen iCS-Gehalten.  
4.2.3.6  Vokalisation 
 
CH-Tiere (82 %) vokalisierten signifikant häufiger laut bei der Injektion als PROP-Tiere (22 %). Tendenziell 
sendeten VAA- bzw. VAA+A-Tiere (je 63 %) häufiger hörbare Laute aus als PROP-Tiere (p=0,08). 45 % 
der Kontrolltiere vokalisierten ebenfalls laut bei der Injektion.  
Es wurden weder bei der Injektion und der Einschlafphase noch während unangenehmer bzw. schmerzhafter 
Manipulationen (Einspannen, Hautschnitt) in der OP von den Versuchstieren „Disstress calls“ im Ultra-
schallbereich ausgesendet. Auch wurden keine Ultraschallvokalisationen (USV) in anderen Frequenzberei-
chen gemessen. Eine naive Ratte sendete während des Trainings im Hauptversuch eine Serie aus 6 einzelnen 
„Distress calls“ aus (nicht dargestellt).  
4.2.4  Subjektive Parameter   
 
4.2.4.1  Prä- und postnarkotische Exzitationserscheinungen und weitere Beobachtungen 
 
Präanästhetische Exzitationen konnten nach keiner Anästhesieinduktion beobachtet werden. Postanästheti-
sche Exzitationen zeigten hingegen alle Tiere nach PROP Gabe, unabhängig davon, ob sie die cT erreichten 
oder nicht. Diese äußerten sich durch krampfartige Bewegungen der Vordergliedmaßen (überkreuzte Glied-
maßen mit geballten Pfoten) abwechselnd mit den Hintergliedmaßen, die in Richtung Kopf gestreckt wurden 
(Paddelbewegungen). Dieses Verhalten dauerte die ganze Aufwachphase über an und wurde auch bereits in 
den Vorversuchen beobachtet (s. 4.1). In den anderen Narkosegruppen waren keine postanästhetischen Exzi-
tationserscheinungen festzustellen. Jedoch wurde bei einigen Tieren der Versuchsgruppen auffälliges Verhal-
ten in der Aufwachphase registriert: 55 % der VAA+A-Tiere vokalisierten laut (Knurren; hohe, fiepende 
Töne) und/oder zeigten Zähneknirschen, Vibrieren der Barthaare sowie Kopfbewegungen. Bei 36 % der 
VAA-Gruppe konnte Zähneknirschen, Leerkauen oder ein Vibrieren der Barthaare oder Bewegungen des 
Kopfes beobachtet werden. Bei 45 % der CH-Tiere fiel lautes Vokalisieren (Knurren) auf. Die Tiere dieser 
Versuchsgruppe zeigten zudem Leerkauen oder Kopfzittern.  
4.2.4.2  Verhalten nach der Anästhesie 
 
Der Anteil Aktivitäts- zu Ruhe- und Schlafphase unterschied sich innerhalb der ersten h nach Wiedererwa-
chen der Tiere zwischen den Versuchsgruppen signifikant (s. Abb. 21). Alle 3 Tiere der PROP-Gruppe 
schliefen bzw. ruhten die ganzen 60 min über. Tiere nach CH und VAA Gabe schliefen bzw. ruhten anteilig 
länger als Tiere der Kontrollgruppe und nach VAA+A Gabe. Tiere, welche einer Antagonisierung unterzo-
gen wurden (VAA+A) unterschieden sich hingegen nicht von der Kontrollgruppe. Bei diesen Tieren wech-
selten sich allerdings, abweichend von Tieren der Kontrollgruppe, mehrmalige und kurze Fress- und Trink-
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phasen mit kurzen Schlaf- und Ruhephasen ab. Bei VAA+A-Tieren waren viel seltener Ataxien zu beobach-
ten als bei anderen anästhesierten Tieren. Sie wirkten in der 1 h nach Wiedererwachen sehr unruhig, richte-
ten sich häufig auf, aber zeigten in einigen Fällen eine deutlich angestrengte Atmung. Gegen Ende der ein-
stündigen Videobeobachtung konnten bei 4 von 11 VAA+A-Tieren (36 %) eine Piloerektion registriert wer-
den. Auffällig war auch, dass mehr Tiere der VAA+A-Gruppe gegen Ende der Videoüberwachung nun Ata-
xien aufwiesen. Bezüglich des Verhaltens oder Aussehens von CH- bzw. VAA-Tiere waren keine Auffällig-
keiten feststellbar. Signifikant mehr Tiere der Kontrollgruppe und der VAA+-Gruppe fraßen mindestens 
einmal innerhalb der ersten 60 min nach der Anästhesie verglichen mit der PROP-Gruppe, in welcher kein 
Tier in dieser Zeit fraß. Zeitlich zuerst fraßen Tiere der Kontrollgruppe, dicht gefolgt von Tieren nach 
VAA+A Gabe und auch signifikant früher als mit CH und VAA anästhesierte Tiere. Ebenso fraßen die Tiere 
in den einzelnen Versuchsgruppen unterschiedlich häufig. 9 von 11 VAA+A-Tiere (81 %) fraßen während 
der ersten h durchschnittlich 5-mal und damit signifikant häufiger als die Tiere aller anderen Versuchsgrup-
pen. Durchschnittlich 3 Fressphasen konnten nach CH Gabe festgestellt werden. Nur 3 von 9 Tieren (33 %) 
der CH-Gruppe fraßen in der Zeit überhaupt nicht. Nach VAA Gabe fraßen die Tiere im Durchschnitt 2-mal, 
2 von 6 Tieren (33 %) nahmen kein Futter auf in der Zeit. Beim Vergleich der Versuchsgruppen waren, so-
wohl in der Anzahl der Tiere, die mindestens 1-mal tranken, als auch in der Häufigkeit des Trinkens, keine 
statistisch signifikanten Unterschiede zu beobachten.  
Eine Übersicht über alle ermittelten Zeiten mit x  ± S.E. sind im Anhang Tab. A13 aufgelistet. 
 
 
 
 
 
 
 
4.2.4.3  Schmerz- und Disstressbewertung mittels numerischen Scoresystem  
 
Es konnte festgestellt werden, dass 4 von 11 (36 %) Tieren der Kontrollgruppe vor der Anästhesie/OP aus-
schließlich Reaktionen auf das Kriterium “Abwehr gegenüber Handling“ aufwiesen, welches mit einem 
Score von 1 festgesetzt wurde. Dieses Kriterium wurde auch bei 3 von 9 Tieren (33 %) vor CH Gabe, bei 2 
von 11 Tieren (18 %) vor VAA+A Gabe und bei 1 von 3 Tieren (33 %) vor PROP Gabe im Vorfeld der An-
ästhesie/OP erfüllt. Für die Auswertung der Ergebnisse wurde das Kriterium „Abwehr gegenüber Handling“ 
ausgeschlossen (für eine genaue Übersicht s. Anhang Tab. A14). Ein Tier (11 %) der CH-Gruppe wies vor 
der Anästhesie/OP “struppiges Fell“ auf (Kriterien und Scores s. Methodik 3.2.4.6.2.2). Auch zeigten vorher 
Abb. 21: Verhältnis zwischen Aktivitäts- und Schlaf- bzw. Ruhezeit innerhalb der ersten h nach Wie-
dererwachen aus der Anästhesie. Dargestellt sind die x der Aktivitäts- und Schlaf- bzw. Ruhezeit in min in 
den jeweiligen Versuchsgruppen. Signifikante Unterschiede im Vergleich zur Gruppe 1 (**p<0,001), zur 
Gruppe 2 (##p<0,001), zur Gruppe 3 (°p<0,05) und zur Gruppe 4 (^p<0,05; ^^p<0,001) sind mit verschiede-
nen Symbolen markiert.  
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2 von 6 Tieren (33 %) vor VAA Gabe und 2 Tiere (18 %) vor VAA+ Gabe ein “struppiges Fell“ und 1 Tier 
(9 %) vor VAA+A Inj. eine “leichte Reaktion bei Palpation der geplanten Injektionsstelle (ebenfalls Score 
1). Von diesen Tieren ließ nur jeweils 1 Tier nach VAA und VAA+A Gabe zum Zeitpunkt 6 h post OP er-
neut eines dieser genannten und prä OP gezeigten Kriterien erkennen. Dieses Kriterium (“struppiges Fell“) 
wurde vor und 6 h post OP bei den betroffenen Tieren als „nicht vorhanden“ gewertet, da sie nicht direkt als 
Folge der Anästhesie/OP gewertet werden konnten.  
Bei keinem Tier der Kontrollgruppe war 6, 12 oder 24 h nach der Vehikelinjektion und der 60-minütigen 
Pulsoximetermessung ein Score > 1 zu beobachten. Dagegen waren nach bestimmten Anästhesien/OPs 6 und 
12 h post OP Kriterien mit einem Score ≥ 2 feststellbar. Postanästhetisch/postoperativ waren, verglichen mit 
12 und 24 h, die deutlichsten Veränderungen gegenüber der Wertung vor der Anästhesie, zum Zeitpunkt 6 h 
festzustellen (s. Tab. 22). Der Vergleich der ermittelten Scores prä vs. 6 h post OP in den jeweiligen Ver-
suchsgruppen ergab signifikante Veränderung in der VAA- und VAA+A-Gruppe (s. Symbol * Tab. 22). 
Diese Tiere zeigten postanästhetisch/postoperativ eine merkliche Veränderung des Erscheinungsbildes und 
des Verhaltens. Keine signifikanten Unterschiede waren bei Kontrolltieren, bei CH- und PROP-Tieren zu 
beobachten. In der PROP-Gruppe konnte nur eine tendenzielle Zunahme an Scores ermittelt werden, doch 
wurde dieses Ergebnis aufgrund der geringen Tierzahl nicht statistisch signifikant (p=0,1). Eindeutigere Er-
gebnisse konnten beim Vergleich mit der Kontrollgruppe gewonnen werden. Tiere nach VAA, VAA+A und 
PROP Anästhesie zeigten zum Zeitpunkt 6 h post OP signifikant häufiger Kriterien ≥ 2 für Schmerz 
und/oder Disstress im Vergleich zur Kontrollgruppe (s. Symbol ° Tab. 22). Tiere der CH-Gruppe zeigten 6 h 
post OP keinen Unterschied in der Höhe des Scores gegenüber der Kontrollgruppe. Tiere nach PROP Gabe 
wiesen signifikant häufiger Scores > 2 verglichen mit Tieren nach CH und VAA+A Gabe (s. Symbol # Tab. 
22), aber nicht verglichen mit Tieren nach VAA Gabe auf. Nach 24 h war bei keinem anästhesierten und 
operierten Versuchstier mehr ein Score ≥ 2 feststellbar. 
Welche Kriterien speziell bei den Tieren in den einzelnen Versuchsgruppen angeführt wurden, ist im Anhang 
Tab. A14 aufgelistet. In der Einzelbetrachtung der Kriterien konnten ebenso signifikante Unterschiede im 
Vergleich mit der Kontrollgruppe festgestellt werden. Tiere nach VAA Gabe erhielten bei der Beurteilung 
signifikant häufiger das Kriterium “verzögerte Reaktion“ als nach CH oder VAA+A. Auch das Kriterium 
“vermehrtes Schlafen und Ruhen, Fressen und Umherlaufen vermindert, kaum Aufrichten, kaum bis kein 
Putzen“ wurde öfter registriert, war gegenüber den übrigen Narkosegruppen nicht signifikant verändert. Ne-
ben den beiden bereits erwähnten Kriterien, welche auch nach PROP Gabe signifikant häufiger festgestellt 
wurden im Vergleich zur Kontrollgruppe, zeigten nur diese Tiere 6 h post OP eine „Piloerektion“ sowie sig-
nifikant häufiger das Kriterium „leicht aufgekrümmter Rücken, geduckte Haltung, gehobener Kopf“. 
VAA+A-Tiere wiesen ein größeres Spektrum an festgestellten Veränderungen auf, vorrangig aber „struppi-
ges, glanzloses Fell“, „vermehrtes Schlafen und Ruhen […]“, „verzögerte Reaktionen“ sowie „leichte Reak-
tionen Palpationsstelle“.  
4.2.3.1.5 Immunhistochemische Markierung von c-Fos 
 
Wie Abb. 22 exemplarisch zeigt, gelang die immunhistochemische Markierung von c-Fos. Entsprechend der 
verschiedenartigen Funktionen der Regionen, fanden sich unterschiedliche Dichten an c-Fos Protein in den 
ausgewerteten Gehirnregionen (s. Tab. 23). Interessant war jedoch der Vergleich zwischen Kontrollgruppe 
nach Vehikelgabe (isotone NaCl-Lösung) und der CH-Gruppe. Teils ergab sich wie in Abb. 22 der Eindruck 
einer höheren optischen Dichte der ausgewählten Regionen in der CH-Gruppe, doch in keiner dieser Gehirn-
regionen waren signifikante Unterschiede feststellbar. Neben der Auswertung der 5 Strukturen, die eine gro-
ße Rolle bei der Stressreaktion im Gehirn spielen (s. Literatur 2.2.2), wurden zusätzlich alle Gehirnschnitte 
bei geringer Vergrößerung durchgemustert. Hierbei wurden keine weiteren auffälligen Strukturen erfasst.
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Score 
Versuchsgruppe  
K (1) 
n=11 
CH (2) 
n=9 
VAA (1)  
n=6 
VAA+A (4) 
n=11 
PROP (5) 
n=3 
prä 6 h  12 h  24 h  prä 6 h 12 h 24 h prä 6 h 12 h  24 h prä 6 h 12 h 24 h prä 6 h 12 h 24 h 
0 91 82 100 82 89 44 78 78 100 17 50 67 82 45 73 73 67   0 33 33 
≥ 1 9 18 0 18 11 56 22 22 0 83* 50 33 18 55 27 27 33 100° 67 67 
< 2 100 100 100 100 100 67 100 100 100  33 83 100 100 45 91 100 100   0 33 100 
≥ 2 0 0 0 0 0 33 0 0 0 67° 17 0 0 55* 
 ° 
9 0 0 100 
°° # 
67 0 
 
Tab. 22: Prozentuale Häufigkeiten der Tiere mit einem Score von 0, ≥ 1, <2 und ≥ 2 nach Bewertung mittels numerischen Scoresystem zu den Zeitpunk-
ten prä, 6, 12 und 24 h post OP in den jeweiligen Versuchsgruppen (ausgenommenes Kriterium: Abwehr gegenüber Handling). Tiere mit einem Score ≥ 1 be-
inhalten auch Tiere <2 und ≥ 2. Diese wurden im 2. Schritt (untere 2 Zeilen der Tab.) aufgeteilt in die Tiere (%) <2 (einschließlich 0, ≤ 1) bzw. ≥ 2. Signifikante 
Unterschiede der Scores 0 vs. ≥ 1 sowie < 2 vs. ≥ 2 zum Zeitpunkt 6 h post OP verglichen mit dem Score vor der Anästhesie/OP (prä) der eigenen Versuchsgruppe 
mit * (p <0,05) gekennzeichnet. Signifikante Unterschiede der Scores 0 vs. ≥ 1 sowie < 2 vs. ≥ 2 zum Zeitpunkt 6 h post OP verglichen mit Gruppe 1 sind mit ° 
(°p<0,05; °°p<0,001) und signifikanten Unterschiede der Scores < 2 vs. ≥ 2 zum Zeitpunkt 6 h post OP im Vergleich Gruppe 5 zu Gruppe 2 und 4 mit #
 
(p<0,05)
 
gekennzeichnet.  
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Abb. 22: Dichte c-Fos Protein im PaV im Gehirn einer Ratte der Kontrollgruppe nach Vehikelgabe 
(A) und einer Ratte nach CH-Anästhesie (B). Die Region in der linken und rechten Gehirnhälfte der jewei-
ligen Tiere wurde aufgrund der höheren Dichte an c-Fos stärker angefärbt als das umliegende Gehirngewebe. 
Die Länge der Referenzbalken entspricht 500 μm im histologischen Schnitt. PaV = paraventricular hypotha-
lamus nucleus, ventral part. 
 
Gehirnregion 
c-Fos Dichte (in mm2) in den jeweiligen Versuchsgruppe 
K n=5 CH n=5 
MPA 0,398 ± 0,03 0,424 ± 0,02 
PaV 0,408 ± 0,04 0,404 ± 0,02 
S1BF 0,331 ± 0,03 0,342 ± 0,02 
PV 0,313 ± 0,01 0,339 ± 0,02 
MeAd, MeAV 0,351 ± 0,02 0,388 ± 0,02 
 
Tab. 23: Dichte c-Fos in ausgewählten Gehirnregionen. MPA= medial preoptic area; PaV= paraventricu-
larhypothalamus nucleus, ventral part; S1BF= primary somatosensory, barrel field; PV= paraventricular tha-
lamic nucleus; MeAd und MeAV= medial amygdala nucleus anteroventraler part und medial amygdala nu-
cleus anterodorsaler part). 
 
4.2.4 Histopathologische Untersuchung 
 
Mittels histopathologischer Untersuchung sollten eventuelle Veränderungen am Bauchfell (Peritoneum), der 
Leber und/oder am Darm sowie an den Injektionsstellen an der Bauchwand oder der Oberschenkelmuskula-
tur und allen zusätzlich makroskopisch auffälligen Organen untersucht werden.  
Bereits makroskopisch waren bei 4 Tieren (36 %) der CH-Gruppe an den Lebern kleine weißliche Einzie-
hungen am scharfrandigen Leberrand der Facies visceralis zu erkennen. Bei einem der Tiere waren die ein-
zelnen Leberlappen miteinander verwachsen, bei den anderen 3 Tieren lagen Verklebungen mit der Milz und 
dem Magen vor, die jedoch ohne Substanzverlust zu lösen waren. Bei 3 dieser Tiere war die Milz von einer 
weißlichen Schicht überzogen und es lagen Verklebungen mit der linken Niere und/oder der Leber vor, wel-
che ebenfalls ohne Substanzverlust zu lösen waren. Bei allen anderen Versuchsgruppen waren makrosko-
pisch keine Auffälligkeiten zu beobachten. 
Keines der Kontrolltiere wies in den HE-gefärbten Schnitten Veränderungen am Peritoneum, der Leber und 
am Darm auf. In den HE-gefärbten Schnitten der Leber der mit CH anästhesierten Tiere waren bei 100 % 
entzündliche Veränderungen in Form einer Perihepatitis, bei 44 % der Tiere sogar multifokale Koagulations-
nekrosen zu erkennen. Die Koagulationsnekrosen waren vornehmlich am Lobus sinister zu finden (Abb. 23 
A). Es ließ sich eine massive Einwanderung von Entzündungszellen in das geschädigte Lebergewebe erken-
nen (s. Abb. 23 B und C). Bei einem Tier der VAA-Gruppe wurde eine geringgradige multifokale Hepatitis 
A B 
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beobachtet (nicht abgebildet). Bei VAA+A- und PROP-Tieren wurden keinerlei Veränderungen der Leber 
gefunden.  
Die HE-gefärbten Schnitte des Peritoneums der CH-Tiere zeigten ebenfalls bei 100 % der Tiere eine gering- 
bis mittelgradige Peritonitis. Die Gefäße stellten sich aktiviert dar und waren vermehrt blutgefüllt. Hier kam 
es zu einer Auswanderung von Entzündungszellen aus dem Blutstrom (s. Abb. 24 A). Zusätzlich wurden bei 
allen Tieren dieser Gruppe entzündliche Veränderungen des Peritoneum viscerale des Darms, des peripan-
krealen Fettgewebes sowie des Gekröses festgestellt (Steatitis, s. Abb. 24 B). PROP-Tiere wiesen weder 
Veränderungen des Peritoneums noch des Darms und des Gekröses auf. Bei 2 der 3 entnommenen Milzen 
von Tieren der CH-Gruppe war eine Perisplenitis erkennbar. Die Milzkapsel war von einem fibrinösen, mit 
Leukozyten infiltrierten Exsudat überzogen (s. Abb. 24 C). Die Applikation der VAA und VAA+A erfolgte 
intramuskulär (i.m.). Aus exemplarisch 9 untersuchten Oberschenkelmuskelproben dieser beiden Versuchs-
gruppen wiesen 78 % der HE-Schnitte minimale bis hochgradige entzündliche Veränderungen auf (s. Abb. 
25). Eine detaillierte Auflistung der Befunde in den Versuchsgruppen ist im Anhang Tab. A16 verzeichnet. 
 
 
 
 
A 
C 
Abb. 23: HE-Schnitt einer Leber einer mit CH anäs-
thesierten Ratte in 20-facher (A), 100-facher (B) und 
400-facher Vergrößerung (C). Die Länge der Referenz-
balken entspricht 500 μm (A), 100 μm (B) oder 20 μm 
im histologischen Schnitt. 
 
A: Fibrinösen Auflagerungen und Entzündungszellen 
kennzeichnen die Perihepatitis (weißer Pfeil), zudem 
sind Koagulationsnekrosen sichtbar (schwarzer Pfeil).  
* 
B: Intaktes (Stern) benachbart geschädigtem Leberge-
webe mit vollständiger Koagulationsnekrose. Im ge-
schädigten Gewebe sind Entzündungszellen (neutrophile 
Granulozyten und einige Lymphozyten) sichtbar. 
C: Ausschnittsvergrößerung der Koagulationsnekrose 
mit eingewanderten, teils bereits degenerierten, neutro-
philen Granulozyten (schwarzer Pfeile). 
 
B 
79 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 24: HE-Schnitte von Peritoneum (A), peripan-
krealem Fettgewebe mit großem Netz (B) und Milz 
(C) einer mit CH anästhesierten Ratte in 100-facher 
(A) und 200-facher (B, C) Vergrößerung. Die Länge der 
Referenzbalken entspricht 100 μm (A) oder 50 μm (B, C) 
im histologischen Schnitt. 
 
A: Die schwarzen Pfeile markieren neutrophile Gran-
ulozyten als Zeichen einer Peritonitis. Die Arterien sind 
aktiviert und vermehrt blutgefüllt (rote Pfeile).  
A 
B 
C 
Abb. 25: HE-Schnitt einer Oberschenkelmuskulatur 
nach einmaliger intramuskulärer Injektion mit VAA 
in 40-facher Vergrößerung. Die Länge der Referenzbal-
ken entspricht 200 μm im histologischen Schnitt. 
 
Durch die Injektion der VAA kam es zu einer lokalen 
Entzündung in der Muskulatur. Die schwarzen Pfeile 
markieren neutrophile Granulozyten, die zahlreich in das 
Gewebe eingewandert sind.  
B: Steatitis des peripankrealen Fettgewebes und 
Gekröses gekennzeichnet durch die vermehrte Einwan-
derung von Entzündungszellen.  
 
C: Es sind fibrinöse Auflagerungen (schwarzer Pfeil) 
auf der Milzkapsel mit zahlreichen Entzündungszellen 
erkennbar (Peripsplenitis).  
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5 DISKUSSION 
 
Obgleich gesetzliche Vorgaben existieren, die die Verwendung des schonendsten Betäubungsmittels vor-
schreiben (Hermann et al. 2009), ist die wissenschaftliche Datenlage zur intra- und postoperativen Belastung 
für alle Anästhetika fragmentär. Monoanästhesien mit Chloralhydrat, Pentobarbital oder auch Isofluran fin-
den bei Ratten häufig noch Anwendung (Vachon et al. 1999; Stokes et al. 2009). Die Analgesie wird hierbei 
durch den Bewusstseinsverlust erreicht. Noxische Reize können eine Stressreaktion im Körper auslösen, die 
mit negativen Folgen für das Tier verbunden sein können und die Versuchsergebnisse unbewusst beeinflus-
sen (Arras 2001; Antognini et al. 2005; Flecknell 2009). Anästhetika allein modulieren ebenfalls direkt und 
indirekt die Stressreaktion (Otto 2008). Studien zu Chloralhydrat untersuchten vielmals nur die strittige Fra-
ge der Organ- und Gewebetoxizität (u.a. Fleischmann et al. 1977, Vachon et al. 1999) und weniger die Aus-
wirkungen auf das Atem- und Kreislaufsystem (Field et al. 1992). Folglich ist nicht eindeutig geklärt, ob ein 
chirurgisch belastbares Anästhesiestadium (III/2) mittels 3,6 %iger Lösung tatsächlich mit der von Erhardt et 
al. (2012a) beschriebenen massiven Kreislaufdepression einhergeht und welche Folgen dies für das Tier in 
der postoperativen Phase hat. Reversible Anästhesiemethoden, wie die vollständig antagonisierbare Anästhe-
sie (VAA), erreichen eine stabile chirurgische Anästhesie durch die Kombination dreier Wirkstoffgruppen 
(Henke und Erhardt 2012a). So bietet die VAA den Vorteil der Steuerbarkeit in Notfallsituationen, weil eine 
Antagonisierung möglich ist und darüber auch lange Nachschlafzeiten (Flecknell 1992) abgekürzt und das 
postoperative Anästhesierisiko gesenkt werden (Tacke 2010). Auch hierbei ist die intra- und postoperative 
Belastung für die Ratten und die Eignung bei Sprague-Dawley-Ratten allgemein nicht untersucht. Hinwei-
send auf eine Belastung durch die Antagonisierung sind Berichte über starken Blutdruckabfall und ein ge-
störtes Thermoregulationsvermögen, „Rebound-Effekt“, hörbare Vokalisationen, Erbrechen, Unruhe und 
Aufregung bei Ratten und Mäusen (Hu et al. 1992; Mantel 1999; Arras 2008; Hjálmarsdóttir 2005). Mittels 
intravenöser Anästhetika wie Propofol lässt sich die Anästhesietiefe jederzeit vertiefen und die Narkose 
schneller beenden. Aufgrund der Schwierigkeiten mit der Venenpunktion bei Ratten ist sie weniger verbrei-
tet (Flecknell 1992) und zudem mit Stress für den empfindlichen Kleinsäuger verbunden (Brammer et al. 
1993). Inwieweit sich eine i.p.-Bolusgabe zur Einleitung der Anästhesie eignet, wurde bisher nicht unter-
sucht. Studien von Hajighahrani und Vesal (2006) sowie Alves et al. (2010) zeigten vereinzelt Erfolge zur 
Erzeugung einer chirurgisch belastbaren Anästhesie, die eine weitere Untersuchung nahelegten.  
In dieser Arbeit sollte experimentell geprüft werden, welche Auswirkungen das alte, aber heute noch ge-
bräuchliche Anästhetikum Chloralhydrat (CH: 3,6 %, 430 mg/kg KGW), die von Henke und Erhardt (2012) 
und Hermann et al. (2009) empfohlene Kombinationsanästhesie VAA ohne (VAA) und mit (VAA+A) Anta-
gonisierung und die intravenöse Propofol-Anästhesie mit neuem Ansatz der i.p. Bolusapplikation (PROP) 
auf die Stressachse hat (sympathisches Nervensystem, Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse) und 
ob durch sie eine chirurgisch belastbare Anästhesie (Amnesie, Hypnose, Muskelrelaxation/Immobilisation 
und Analgesie) unter relativ stabilen Vitalparametern gewährleistet ist. Hierzu wurde eine 60-minütige stere-
otaktische Gehirn-Operation durchgeführt, weil hierfür aus Gründen der Praktikabilität in der Regel Injekti-
onsnarkosen üblich sind (Sander et al. 2012; Soria-Fregozo et al. 2012; Timmer und Nikkhah 2012).  
Von Relevanz war es außerdem Erkenntnisse über Risiken in der Nachschlafzeit zu gewinnen und zu erfah-
ren, nach welcher der untersuchten Injektionsanästhesien möglichst schnell und belastungsarm der Normal-
zustand wieder erreicht werden kann. So sollten auch Rückschlüsse auf eventuelle postoperative Schmerzen 
gewonnen werden. Außerdem sollte auch eine endgültige Klärung der Frage der für Chloralhydrat erfolgen, 
inwieweit es zu Irritationen am Injektionsort (Peritoneum) und Organen der Bauchhöhle, insbesondere der 
Leber, des Darms inklusive Gekröse und der Milz kommt.  
Für den Vor- und Hauptversuch wurden insgesamt 69 männliche und weibliche Sprague-Dawley-Ratten (5 - 
8 Wochen, 200 - 310 g) verwendet. Im Rahmen des Hauptversuchs sollte des Weiteren die Eignung des 
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Pulsoximeters MouseOx® (STARR Life Sciences®, Oakomont, USA) an wachen und freibeweglichen Rat-
ten evaluiert und damit prä-anästhetische Ausgangswerte im Vergleich zur Anästhesie generiert werden. 
Die vorliegende Arbeit diente der Förderung des Wohlergehens von Laborratten und lieferte somit einen 
Beitrag zum Refinement von Tierversuchen. 
 
5.1 Methodik 
 
5.1.1 MouseOx® Pulsoximeter: Messung von Vitalparametern an wachen und freibeweglichen  
Ratten 
 
Zur Abklärung bestimmter Fragestellungen im Tierversuch mit Nagern kann es notwendig sein, individuelle 
Ruhewerte der Atemfrequenz (AF), der Herzfrequenz (HF) sowie der peripheren Sauerstoffsättigung (SpO2) 
für einen waches, freibewegliches Tier zu ermitteln, welche beispielsweise im Anschluss mit den Werten am 
anästhesierten Tier verglichen werden können. Die in der Literatur angegebenen Referenzwerte geben dabei 
häufig eine physiologische Spanne wieder, welche auch Werte oberhalb des Ruhewerts eines Tieres mit ein-
beziehen. Daher sollte die Ermittlung oben genannter Vitalparameter durch die Verwendung einer neuen 
Methodik mittels eines speziellen Pulsoximeters für Nager (MouseOx® Pulsoximeter, STARR Life Sci-
ences®, Oakomont, USA) etabliert werden, welches Messungen über einen am Hals der Tiere angelegten 
Sensorclip ermöglicht. 
Der Halssensor, welcher Signale der größeren Kopf-/Halsarterien empfängt, bot Vorteile gegenüber her-
kömmlicher Klemmsensoren an der Pfote. Bei starker Vasokonstriktion (z.B. durch die anfängliche Mede-
tomidinwirkung) oder ausgeprägter Pigmentierung der Haut sind Klemmsensoren an der Pfote nicht funktio-
nal oder müssen aufgrund des Andruckes der Sensoren an dem geringer perfundiertem Gewebe der Pfote 
häufig während der Narkose umgesetzt werden (Erhardt et al. 2012b; Henke und Erhardt 2012b). Eine Ent-
haarung der Halsregion ist bei farbigen Tieren für eine ausreichende Signalstärke ebenfalls zwingend not-
wendig, alle anderen erwähnten Probleme entfallen beim Halssensor. Die nach dem 3-tägigen Training mit-
tels Pulsoximeter MouseOx® gewonnen Vitalparameter HF und AF aller im vorliegenden Versuch einge-
setzten Versuchstiere lagen in dem von der Literatur angegebenen Referenzbereich (s. Literatur Tab. 3). Die 
SpO2 bei einem Raumluft atmenden Tier liegt zwischen 95-98 % (Flecknell 2009). Der im vorliegenden 
Versuch ermittelte Wert lag bei 95,7 ± 0,09 ( x ± S.E.) und damit im Referenzbereich. Somit zeigten die 
Daten, dass die Verwendung des MouseOx® Pulsoximeter, welches für Mäuse entwickelt wurde, auch für 
Messungen der Parameter HF, der AF sowie der SpO2 an wachen, freibeweglichen Ratten eine geeignete 
Methode darstellt. Eine Gleichsetzung der ermittelten AF und HF mit Ruhewerten ist jedoch nicht für beide 
Vitalparameter möglich. In einer Studie zur Gewöhnung von Ratten an Routineabläufe in experimentellen 
Versuchen stieg die HF bei Tieren, welche täglich über 20 Tage für 2 - 60 min in einen Versuchskäfig ge-
setzt wurden jedes Mal signifikant an. Erst gegen Ende der 60 min kehrte die HF auf Ausgangsniveau zurück 
(Black et al. 1964). Baturaitre et al. (2005) belegen anhand ihrer Studien eine signifikante Erhöhung kardi-
ovaskulärer Parameter im Anschluss an verschiedene Handling-Verfahren über ca. 30 min. Dies deckt sich 
mit den Ergebnissen der 60-minütigen Pulsoximeter-Messung der Kontrollgruppe der vorliegenden Studie. 
In der 31-40 min setzte ein signifikanter Abfall der HF im Vergleich zum Ausgangswert ein, in der 51-60 
min wurde der niedrigste Wert verzeichnet. Interessanterweise kam es in der Untersuchung von Black et al. 
(1964) auch nach 20 Tagen zu keiner Verkürzung der Latenzzeit bis zum Erreichen der Ausgangs-HF. Eine 
kontinuierliche und frühe Gewöhnung an den Experimentator und das Handling wird zwar allgemein emp-
fohlen, um Stress bei den Tieren abzubauen und die Gefahr von Verletzungen zu minimieren (Smaje et al. 
1998; Deacon 2006; Wolfensohn und Lloyd 2013), doch verschiedene Studien belegen anhand von Messun-
gen kardiovaskulärer, stressempfindlicher Parameter (HF, BD, Stresshormone) eine geringe oder gar keine 
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Gewöhnung der Ratten an das Handling (Balcombe et al. 2004; Prager et al. 2011). So zeigten unterschiedli-
che Handling-Verfahren nach 3 Tagen Wiederholung keine Änderung in der Stärke der Reaktion, bei einer 
Prozedur (Griff im Nacken der Ratte) verkürzte sich ausschließlich die Dauer der Reaktion (Baturaite et al. 
2005). Ferner zeigten sich beim Umsetzen von Ratten in neue Tierkäfige keine Unterschiede in der Stressre-
aktion zwischen dem ersten und dem vierten wöchentlichem Umsetzen (Duke et al. 2001). Eine Gewöhnung 
scheint folglich bei Ratten auch nach mehrmaliger Wiederholung nicht einzutreten. Da die Tiere im vorlie-
genden Versuch aber über die Dauer des Trainings deutlich weniger Aufregung als zu Beginn des Trainings 
zeigten, kann davon ausgegangen werden, dass sich die Tiere zu einem gewissen Maße an die Prozedur ge-
wöhnt hatten und die gewonnenen Werte so vergleichsweise präzise sind (Flecknell 2009). Insgesamt lässt 
sich allerdings daraus schlussfolgern, dass die präanästhetisch gewonnenen Messwerte der HF nicht direkt 
mit Ruhewerten bei Ratten gleichgesetzt werden können. Auch eine Verlängerung der Trainingsdauer hätte 
nach den Untersuchungen von Black et al. (1964) keine Verbesserung herbeigeführt. Einzig die in der Kon-
trollgruppe gegen Ende gemessenen Werte (ab 31. bis 60. min) können, verglichen mit den Ergebnissen von 
Black et al. (1964) und Baturaitre et al. (2005), als solche angesehen werden. Für die Messung von Ruhewer-
ten sind telemetrische Systeme besser geeignet, da Messungen vor geplanten Eingriffen stattfinden können, 
ohne dass die Tiere dies merken oder durch die Anwesenheit des Menschen gestört werden (Arras 2008). 
Jedoch ist dabei vorab eine chirurgische Implantation unter Narkose notwendig.  
 
5.1.2 Messung der Anästhesietiefe 
 
Zur Beurteilung des Erreichens einer chirurgisch belastbaren Anästhesie (Stadium der chirurgischen Tole-
ranz III/2 = cT) mittels der verschiedenen Anästhesiemethoden wurde im vorliegenden Versuch, wie von 
verschiedenen Autoren empfohlen, der Zwischenzehenreflex an der Hintergliedmaße (ZZR hi.) verwendet 
(Bertens et al. 1994; Arras 2001; Henke und Erhardt 2012a; Flecknell 2009). Autoren wie Haberham et al. 
(1997), Mantel (1999), Antognini et al. (2005) und Flecknell (2009) sehen den Ausfall des ZZR als vorran-
gig unabhängig von Vorgängen im Cortex und damit schmerz-assoziierter Aktivität an, da ihm vielmehr 
spinale, motorische Vorgänge zugrunde liegen. Immobilität wird mit steigender Konzentration des Anästhe-
tikums über die Unterdrückung spinaler α-motorischer Neurone im Rückenmark (RM) erzielt (Rampil 1996). 
Somatomotorische Reaktionen treten auch in einem solchen Stadium auf, in welchem bereits durch das All-
gemeinanästhetikum eine starke Depression des Gehirns erzielt wurde (Rampil und Laster 1992). Daraus 
lässt sich ableiten, dass Bewegungen in einem eher oberflächlichen Anästhesiestadium auftreten. Das In-
Erscheinung-Treten somatomotorischer Reaktionen ist aber kein Indiz für Wachheit oder für das Empfinden 
von Schmerzen, da für ein Erlöschen dieser Reaktionen tiefere Anästhesiestadien als für den Verlust des 
Bewusstseins nötig sind (Antognini et al. 2005). Im vorliegenden Versuch wurde der Ausfall des ZZR den-
noch angestrebt, um den Zustand der Bewusstlosigkeit sicher zu stellen, auch wenn er teils bereits durch den 
Verlust des Stellreflexes (LORR) angenommen wurde (Franks 2008). Die in cT bestehende Unterdrückung 
von Körper- und Gliedmaßenzucken wurde im vorliegenden Versuch gefodert, um ein sicheres und präzises 
stereotaktisches Arbeiten zu gewährleisten. Ob es bei den Anästhetika auch zur Unterdrückung starker respi-
ratorischer, haemodynamischer und hormoneller Reaktionen unter cT kommt, war Teil der Fragestellung.  
In der vorliegenden Arbeit konnte der ZZR allein teils keine eindeutig sichere Aussage erbringen, denn bei 
fast der Hälfte der mit Zuckungen (Körper- oder Gliedmaßenzuckungen) reagierenden Tiere war der ZZR 
vollständig ausgefallen. Vokalisierten die Tiere laut unter einem Operationsreiz, war der ZZR nur in 2 von 7 
Fällen ausgefallen. In nur 3 Fällen trat Zähneknirschen auf, welches bei einem Tier mit einem negativen 
ZZR assoziiert war. In der Studie von Mantel (1999) war bei allen Tieren, die auf Operationsreize mit Kör-
perzucken reagierten, der ZZR vollständig ausgefallen. Angesichts des Mangels bezüglich anderer adäquater 
Stimuli für den Eintritt in die cT bei der Ratte und anderen Nagern, kann der ZZR nach eigener Ansicht in 
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Übereinstimmung mit der Aussage von Flecknell (2009) als Kennzeichen für den Eintritt in die cT verwen-
det werden, sollte aber nur als Anhaltspunkt in der Anästhesie gelten. Ableitend von Aussagen in der Litera-
tur (Antoginini et al. 2005) und den hier ermittelten Ergebnissen scheint aber ein alleiniges Heranziehen des 
ZZR als Zeichen für das Bestehen der cT bei Nichtbeachtung anderer körperlicher Reaktionen im Verlauf 
der OP nicht empfehlenswert. Mantel (1999) bezeichnet den ZZR ebenfalls als Richtwert, weil Hautschnitt 
und Durchtrennen der Muskulatur bei den Tieren mit ausgefallenem ZZR problemlos möglich waren. Weite-
re Bezugspunkte zur Anästhesietiefe im eigenen Versuch stellten der Lidreflex (LR) und Cornealreflex (CR) 
sowie das Auftreten eines Exophthalmus (E) dar. Wie bereits erläutert (s. Ergebnisse 4.2.2.2), erschwerte die 
Fixierung des Kopfes der Versuchstiere im Stereotakt die Beurteilung der beiden Reflexe am Auge. Bei 
gleichzeitigem Auftreten eines E war eine akkurate Beurteilung nicht möglich (Wahrscheinlichkeit der 
falsch-negativen Ergebnisse stieg aufgrund des E an). Mit Eintritt in die 1. cT war der LR bei allen Tieren 
erloschen. Vor Wiedererlangen des Bewusstseins und nach Ende der cT wiesen alle Tiere wieder den LR 
auf. Folglich ist der LR eher als Anhaltspunkt für ein oberflächliches Anästhesiestadium und nicht für die cT 
zu werten. Der CR war bis auf wenige Ausnahmen (2-mal negativ, 3-mal unklar) in allen Narkosegruppen 
nahezu über die ganze Narkosedauer positiv. Nach Meinung der GV-SOLAS (2010a) und Ullmanns (2012) 
weist ein leichter E bei Nagern auf eine für chirurgische Eingriffe geeignete Anästhesietiefe (III/2), ein star-
ker E bereits auf ein riskantes und tiefes Stadium hin (III/3: Stadium der Depression). Henke und Erhardt 
(2012a) werten einen E bei Ratten allgemein als ein Zeichen für eine zu tiefe Narkose. Im eigenen Versuch 
lag bei allen Tieren aus Gruppe VAA und VAA+A bereits nach wenigen Minuten ein E vor. Bei der Mehr-
zahl der Tiere (14 von 22 Tieren) handelte es sich dabei um einen mittel- bis hochgradigen E. Folglich könn-
te man anhand der vorher angeführten Aussagen generell auf ein zu tiefes Anästhesiestadium schließen. 
Überdies war der CR nur bei 2 dieser Tiere eindeutig ausgefallen, was nach Meinung der GV-SOLAS 
(2010a) und Ullmanns (2012) neben einem starken E für das Stadium III/3 spricht. Bezüglich der unklaren 
Fälle bleibt es fraglich, ob sich der CR aufgrund des starken E nicht eindeutig nachweisen ließ oder das Tier 
bereits an der Grenze zum Stadium der Depression stand. Mit CH und PROP anästhesierte Tiere entwickel-
ten hingegen zu keinem Zeitpunkt der Narkose einen E, auch nicht kurz vor dem Versterben der Tiere der 
PROP-Gruppe. Zusammenfassend betrachtet ist die alleinige Beurteilung der Stärke des E sowie in Verbin-
dung mit dem CR als nur bedingt hilfreich zur Beurteilung der Anästhesietiefe anzusehen. Die Klärung der 
Frage, ob das Auftreten eines E auch einen Hinweis auf eine zu tiefe Anästhesie im vorliegenden Versuch 
lieferte, wird unter 5.2.3 diskutiert.  
 
5.1.3 Stereotaktische Gehirn-Operation 
 
Zur Evaluierung der chirurgischen Belastbarkeit wurde eine im Institut für Pharmakologie und Toxikologie 
der Freien Universität Berlin etablierte OP-Methode (z.B. Sander et al. 2012) für eine stereotaktische Gehirn-
Operation (OP) bei der Ratte ausgewählt. Hintergrund für die Auswahl dieses chirurgischen Eingriffs war, 
dass für diese Art von Eingriff in der experimentellen Neurologie meist Injektionsnarkosen verwendet wer-
den. In dieser OP wurden unterschiedlich starke noxische Reize gesetzt, beispielsweise durch den Schnitt in 
die Kopfhaut oder das Kratzen des Periosts. Von der Haut ausgehende Schmerzempfindungen (oberflächli-
che Schmerzen) können von großer Intensität sein (FELASA 1994). Insbesondere am Kopf wird die 
Schmerzhaftigkeit im Vergleich zu anderen Körperregionen (wie beispielsweise dem Rücken) als hoch ein-
geschätzt (Henke et al. 2012b). Periost ist nach Brüchen oder chirurgischen Eingriffen für einen scharfen 
Schmerz verantwortlich (FELASA 1994). Laut ACLAM (2007) wird der durch die Implantation einer Elekt-
rode ins Gehirn verursachte Schmerz als minimal bis mild eingestuft. Da es keine Studien zur durchschnitt-
lich zu erwartenden Schmerzdauer nach einem stereotaktischen Eingriff bei Ratten gibt, ist es nur möglich, 
sich an Daten von chirurgischen Eingriffen am Menschen zu orientieren. Hier werden vergleichbare Eingrif-
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fe ohne Sedation und postoperative Analgesie vorgenommen. Nach Bonika (1990) beträgt die durchschnitt-
lich zu erwartende Schmerzdauer bei Operationen am Kopf des Menschen 1,0 Tage. Folglich konnte die im 
vorliegenden Versuch bei der Ratte durch OP induzierte Schmerzintensität- und -dauer (bei Verzicht auf die 
postoperative Analgesie) als ausreichend hoch betrachtet werden, um eine registrierbare Verhaltensänderung 
im Vergleich operierter zu nicht operierter Tiere (Kontrolltiere) erwarten zu können. Es ist bekannt, dass die 
Schmerzintensität auch bei Nagern aufgrund des circardianen Rhythmus tageszeitlichen Schwankungen un-
terworfen ist und sie von der Art des Schmerzes abhängt (Kubynin und Ignatov 1995). Nach deren Untersu-
chung ist die Schmerzintensität nach mechanischer Stimulation bei Ratten 4 h nach Einschalten des Lichts 
am höchsten und gegen Ende der Dunkelphase am niedrigsten. Umgerechnet auf den Zeitpunkt der OP des 
vorliegenden Versuchs bestand folglich eine mittlere Schmerzempfindlichkeit.  
 
5.1.4 Disstress und Schmerzen beim Tier- Erkennung und Bewertung 
 
Zur Erkennung von intra- und postoperativen Disstress und Schmerzen in diesem Versuch wurden, in Er-
mangelung einer allgemeingültigen und aussagekräftigen Methode für Tiere (Murrell und Johnsen 2006), 
nach den Empfehlungen der ACLAM (2007) und von Otto (2008) verschiedene physiologische (objektive) 
und subjektive Parameter unter Berücksichtigung der speziesspezifischen Besonderheiten miteinander kom-
biniert. Physiologische Parameter und deren Veränderungen sind anhand verfügbarer Maßeinheiten quantifi-
zierbar, sie geben allerdings auch keine sichereren Informationen als subjektive Parameter (Otto 2001). Auch 
mit der Kombination aus physiologischen und subjektiven Parametern kann (wenn überhaupt) nur indirekt 
und annäherungsweise eine Erkennung möglich gemacht werden, da Schmerz und Disstress höchst subjekti-
ve Erfahrungen sind, die durch seelische Emotionen beeinflusst und modifiziert werden (Scharmann 1999; 
Otto 2008). Untersuchungen am Menschen haben gezeigt, dass hohe postoperative Stresshormonwerte in 
keinem Zusammenhang mit dem subjektiven Schmerzempfinden standen (Hjortsø et al. 1985). Dies verdeut-
licht umso mehr, mit welcher Bedachtsamkeit Äußerungen bezüglich Disstress und Belastungen beim Tier 
getätigt werden sollten. In einer Studie beim Hund korrelierten objektive und subjektive Parameter nach 
einer Kreuzband-Operation kaum miteinander (Conzemius et al. 1997). 
Abweichungen in Verhaltensweisen und physiologischen Funktionen können nur entdeckt werden, wenn das 
normale oder abnormale Verhalten und das Erscheinungsbild des Tieres vor der potenziell schmerzhaften 
Prozedur bekannt ist (Scharmann 1999; Flecknell 2009). Ist eine Veränderung nach einer potenziell 
schmerzhaften Prozedur festzustellen, ist es sehr wahrscheinlich, dass Schmerz bzw. Disstress die Ursache 
der Veränderung ist (Spinelli und Markowitz 1987). Alle Parameter zur Erkennung von intra- und postopera-
tiven Disstress und Schmerzen wurden ausschließlich an anästhesierten und operierten Ratten erhoben. Die 
Einzelhaltung und das Handling der Tiere im Vorfeld und im Anschluss an die Anästhesie/OP sowie die 
Beeinträchtigung durch Aufregung beim Scoring der Tiere oder bei Sammeln von Kot wurden an jedem Tier 
im Hauptversuch gleichermaßen durchgeführt. In der Zeit des Versuchs erfolgte kein Einstreuwechsel. All 
diese Manipulationen sind bekannt als Ursache für erhöhte Stressparameter bei Ratten (Carstens und Moberg 
2000; Balcombe et al. 2004). Da der Spiegel von Katecholaminen (KA) im Plasma bei Ratten nahezu immer 
durch die Gewinnung beeinflusst ist (Lepschy et al. 2008), ist auch im vorliegenden Versuch ein geringer 
Einfluss durch die Venenpunktion nicht auszuschließen. Auch dieser Eingriff erfolgte bei allen Ratten mit 
Injektionsnarkose gleichermaßen, sodass dieser Einfluss zu vernachlässigen ist. Der verursachte Stress durch 
die Sammlung von Kotproben für die Analyse von immunreaktiven Corticosteron ist als gering einzuschät-
zen im Vergleich zur Gewinnung aus Blutproben (Palme et al. 2005). Nachteilig ist, dass im Vorfeld des 
Versuchs keine Analyse der immunreaktiven Metaboliten im Kot der Versuchstiere und der Kreuzreaktivität 
des verwendeten Immunoassays mit den auftretenden Metaboliten vorgenommen wurde, wie es in der Lite-
ratur empfohlen wird (Palme 2005). Nichtsdestotrotz wurden mittels ähnlicher Immunoassay-Kits (EIA) 
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aussagekräftige Ergebnisse erzielt (Eriksson et al. 2004; Cavigelli et al. 2005) und auch das hier verwendete 
EIA-Kit erbrachte signifikante Unterschiede, die eine Eignung im vorliegenden Versuch bestätigten. Anzu-
merken ist außerdem, dass das für die vorliegende Arbeit erstellte und verwendete numerische Bewertungs-
system nicht mit dem Ziel konzipiert wurde, universelle Verhaltensmerkmale zu finden, die in spezifischer 
Weise für Schmerzen bei Ratten nach jeglicher Art von Eingriff stehen. Es wurde auf Basis des speziesspezi-
fischen Normalverhaltens der Ratte erstellt und durch spezifische Kriterien für die Anästhesie sowie die ste-
reotaktische Operation ergänzt.  
 
5.2 Ergebnisse  
 
5.2.1 Vorversuche: intraperitoneale Propofol-Injektion 
 
Keine der drei im Vorversuch untersuchten Dosierungen für die i.p.-Bolusapplikation von Propofol konnte 
die gewünschte Anästhesietiefe erzeugen. Obwohl das Peritoneum die Resorption hydrophober Substanzen 
ermöglicht, war die Resorptionsrate und –geschwindigkeit hier vermutlich zu gering um eine effektive Kon-
zentration im Gehirn zu erzielen. Zu diesem Ergebnis kamen ebenso Hajighahrani und Vesal (2006) und 
Alves et al. (2010) in ihren Studien an Ratten. Insgesamt decken sich die Aussagen mit dessen Flecknells 
(2009), welcher von wenig gut vorhersagbaren Ergebnissen bei der i.p. Darreichung von Propofol berichtete. 
Damit ließe sich gemäß seiner Aussage ausschließlich eine starke Sedation erzielen. Dies entspricht den ei-
genen Ergebnissen, denn die Ratten erreichten auch nach Gabe von 120 und 140 mg/kg KGW kein chirurgi-
sches Toleranzstadium (cT). Eine Dosierung von 120 mg/kg wurde, wie bereits im Kap. 4.1. erläutert, als 
ausreichend für die weitere Propofol-Gabe per Dauerinfusion (DI) betrachtet. Die Tiere zeigten im An-
schluss an die i.p. Bolusapplikation auffällige Verhaltensweisen (Lecken mit der Zunge, starken Fresstrieb). 
Von einem gesteigerten Appetit wurde nur bei Hunden und Menschen im Anschluss an die Propofol-
Narkose berichtet (Kramer 2007). Die beobachteten starken postanästhetischen Exzitationen können durch 
die Tatsache erklärt werden, dass Propofol nicht die Erregungsschwelle für Krampfanfälle anhebt (Soar et al. 
1991). So wurde auch bei anderen Tierarten wie z.B. beim Hund von spontanen Bewegungen bis hin zu 
Muskelkrämpfen berichtet (Smedile et al. 1996; Kramer 2007). 
Da Propofol per se nicht bzw. gering analgetisch wirkt, ist die hier erreichte oberflächliche Hypnosestadium 
nur für nicht schmerzhafte Manipulationen geeignet. Die beobachteten Exzitationen werden zwar vermutlich 
vom Tier aufgrund der retrograden Amnesie nicht bewusst wahrgenommen, können für das Tier aber eine 
Verletzungsgefahr darstellen (Erhardt und Haberstroh 2012). Es bleibt kritisch anzumerken, dass eine be-
wusste Wahrnehmung während der Exzitationen angezweifelt wird, was jedoch nicht belegt ist. Eine reine 
i.p. Bolusapplikation von Propofol ist insgesamt nicht zu empfehlen. 
 
5.2.2 Chirurgische Toleranz und Dauer der Narkose 
 
Ein geeignetes Narkoseregime sollte bei nahezu 100 % der Tiere eine cT erzeugen. Ein Tier der VAA-
Gruppe (9 %) und 7 Tiere der PROP-Gruppe (64 %) erreichten die cT nicht. Das VAA-Tier zeigte sich im 
Vorfeld der Anästhesie sehr erregt, was einen Einfluss auf die Anästhesietiefe haben kann (Tacke 2010). 
Ausschließlich weibliche Tiere der PROP-Gruppe erreichten die cT. Die signifikant verlängerte Einschlafzeit 
der PROP-Gruppe (auch gegenüber der i.m. Applikation in der VAA- und VAA+A-Gruppe) sowie die La-
tenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT lieferte einen weiteren Hinweis für eine längere Resorptionszeit, wie 
bereits von Alves et al. (2010) vermutet. Deutlich wurde in der PROP-Gruppe ein signifikanter Einfluss des 
Geschlechts auf die Anästhesie, da weibliche Tiere eine signifikant kürzere Einschlafzeit zeigten. Auch in 
Studien beim Menschen konnte bei der Propofol-Wirkung ein Geschlechtsunterschied festgestellt werden. 
Männer benötigten eine signifikant höhere Menge an Propofol als Frauen, um das Bewusstsein zu verlieren 
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(Kodaka et al. 2005). Bei einem der weiblichen PROP-Tiere verschob sich der Sitz der Venenverweilkanüle 
beim Umlagern in den Stereotakten, was sich bei dieser Narkosemethode als Nachteil für diese Art von OP 
darstellt und die Eignung zusätzlich herabsetzt. Die weiblichen Tiere der PROP-Gruppe erlangten bei einer 
Dosierung von 100 - 110 μl/kg/min die cT. Die Ergebnisse des Vorversuchs und der Einschlafzeit sowie der 
Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. cT im Hauptversuch zeigten, dass männliche Tiere eine höhere Dosie-
rung benötigen, um die cT zu erreichen. Männliche Tiere mit einer Dosiserhöhung über 100 μl/kg/min zeig-
ten alle Anzeichen einer starken Atemdepression (Pumpatmung, reduzierte Atemfrequenz, Abfall der SpO2) 
und verstarben bereits bei 110, 120 und 140 μl/kg/min. Die gemäß Versuchsplan gewählte Zeitspanne für die 
Dosiserhöhung bis zum Erreichen der cT wurde mit 2 min festgesetzt, da sich Propofol aufgrund seiner Lip-
ophilie durch eine schnell Penetration der Blut-Hirn-Schranke (BHS) und damit durch einen schnellen Wir-
kungseintritt auszeichnet (Kramer 2007). Ein weibliches Tier aus PROPfix verstarb 22 min nach Abbruch der 
Infusion nach Nichterreichen der cT. Auch Tiere, welche die cT erreichten, zeigten zwischen 80 und 130 min 
deutliche Unregelmäßigkeiten der AF und SpO2. Da hohe Dosen eine Dämpfung der Atemfunktion zur Folge 
haben (Sebel und Lowdon 1989; Short und Bufalari 1999), ist anzunehmen, dass die applizierten Dosen in 
Kombination mit der beständig resorbierten Menge an Propofol aus dem Bauchraum zu hoch lagen bzw. für 
einige weibliche Tiere grenzwertig waren. Allerdings zeigten alle verstorbenen männlichen Tiere noch einen 
leicht auslösbaren ZZR hi. Das legt die Vermutung nahe, dass das in diesem Versuch festgesetzte Intervall 
von 2 min für die Nachdosierung zu kurz gewählt wurde, um eine stabile cT auszubilden. Folglich wurden 
die Tiere bei bereits aufkommender Atemdepression weiter nach- und letztlich überdosiert. Aufgrund der 
hohen Mortalitätsrate ist von der Verwendung einer i.p. Applikation mit anschließender DI abzuraten. Selbst 
bei Verlängerung des Nachdosierungs-Intervalls blieben die erwähnten Probleme der i.p. Applikation beste-
hen. Die i.p. Bolusapplikation stellt somit keine Alternative zur bereits etablierten i.v. Bolusapplikation mit 
anschließender intravenöser (i.v.) Aufrechterhaltung von Brammer et al. (2001) dar.  
Hinsichtlich der Dauer der erstmalig erreichten cT waren zwischen der CH, VAA und VAA+A keine statisti-
schen Unterschiede feststellbar. Die Anästhesiemethoden erzeugten im Durchschnitt eine chirurgisch belast-
bare Narkose von 45 - 50 min. Somit können mittellange Operationen (ca. 45 min) durchgeführt werden, 
ohne dass es einer Nachdosierung bedarf. Allerdings verloren männliche Tiere der VAA+A-Gruppe signifi-
kant früher die cT als weibliche Tiere. Auch bei VAA-Tieren war diese Tendenz vorhanden. Hier betrug die 
durchschnittliche cT-Dauer 57 - 60 min, bei männlichen Tieren nur etwas mehr als die Hälfte der Zeit. Bei 
CH-Tieren zeigten sich derlei Unterschiede nicht. In vorangegangenen Studien mit der vollständig antagoni-
sierbaren Anästhesie an adulten Nagern wurde nur ein Geschlecht untersucht (Mantel 1999; Perantoni 2000; 
Hjálmarsdóttir 2005) oder eventuelle Geschlechtsunterschiede wurden nicht herausgestellt (Neff 2000; 
Schneider 2000; Rölgten 2002). Bei weiblichen Tieren kehrte der ZZR doppelt so spät wieder als bei männ-
lichen Tieren. Im vorliegenden Versuch lagen keine oder nur minimale Alters- und Gewichtsunterschiede 
zwischen den Tieren vor. Das Alter war aber insofern entscheidend, da sich die Versuchstiere im Alter von 5 
- 8 Wochen bereits zum Teil in der Pubertät befanden, was Unterschiede z.B. in der Wirkstoff-Resorption, 
Proteinbindung, dem Verteilungsvolumen und/oder dem Metabolismus nach sich ziehen kann (Ciccone und 
Holdcroft 1999).  
Im Falle mittellanger und langer chirurgischer Eingriffe (45 - 60 min und länger) sollte daher bei der Kombi-
nationsanästhesie VAA das Alter und Geschlecht der Ratten und die damit erforderlichen Nachdosierungen 
berücksichtigt werden (s. auch 5.2.3).  
 
Narkosedauer und Antagonisierung 
In der VAA+A-Gruppe trat nach der Antagonisierung innerhalb 3,05 ± 0,22 min ( x ± S.E.) das Narkoseende 
ein. Mantel (1999) fand in seinen Studien eine ähnlich lange Aufwachzeit nach extravaskulärer Injektion. Im 
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akuten Notfall tritt die Wirkung daher möglicherweise zu spät ein, so dass eine i.v. Injektion vorzuziehen ist. 
Ist das ausschließliche Ziel der Antagonisierung das Verkürzen der Nachschlafdauer, so ist nach eigener 
Ansicht die einfacher durchzuführende, subcutane (s.c.) Applikation ausreichend. Über die Hälfte der 
VAA+A-Tiere (55 %) wachten unter hörbarem Vokalisieren, Miktion, Leerkauen sowie Zähneknirschen 
und/oder anderen Bewegungen des Kiefers abrupt auf. Diese Beobachtungen konnten auch in den anderen 
Narkosegruppen (36 % der VAA- und 45 % nach CH-Gruppe) bei spontanem Aufwachen gemacht werden. 
Nach dem Aufwachen im Anschluss an die Antagonisierung verhielten sich jedoch nur die VAA+A-Tiere 
sehr unruhig und wirkten orientierungslos. Durch Atipamezol wird Medetomidin rasch von den α2-
Rezeptoren verdrängt, was auch unerwünschte Nebenwirkungen wie Tachykardie, Unruhe und starke Aufre-
gung hervorruft (Hu et al. 1992; Flecknell et al. 2007). Auch Naloxon soll Effekte wie Angst und Aufregung 
hervorrufen (Lamont und Mathews 2007). Durch die Antagonisierung ist die Narkosedauer wie erwünscht 
signifikant kürzer als bei den anderen untersuchten Injektionsnarkosen. Erst nach durchschnittlich ca. 2,5 h 
wachten CH-Tiere aus der Narkose auf, gefolgt von PROP-Tieren mit durchschnittlich ca. 2,75 h und von 
VAA-Tieren mit durchschnittlich ca. 3 h. Bei Letzterem wiesen weibliche Tiere, welche die cT erreichten, 
mit durchschnittlich > 4 h im Vergleich zu > 1 h bei männlichen Ratten eine signifikant längere Narkosedauer 
auf. Dies lässt sich nicht eindeutig auf die Nachdosierung zurückführen, da nur 1 von 5 weiblichen Tieren 
nachdosiert wurde. Die PROP-Anästhesie mit Einleitung per i.p. Bolus hatte, entgegen der Ergebnisse von 
Brammer et al. (1993) nach i.v. Bolus, eine Verlängerung der Aufwachphase zur Folge. Diese war höchst-
wahrscheinlich der lang anhaltenden Resorptionszeit des Propofols aus der Bauchhöhle geschuldet (Alves et 
al. 2010). Männliche Tiere der CH- und VAA-Gruppe wachten signifikant früher als weibliche auf. Diese 
deutlichen Geschlechtsunterschiede wurden von Nevalainen et al. (1989) bei der Kombinationsanästhesie 
Medetomidin-Ketamin bei Ratten beschrieben. In seinen Studien lag der Unterschied in der Narkosedauer 
zwischen durchschnittlich ca. < 1 h bis 2 h. Im Gegensatz zur vorliegenden Arbeit fand keine Nachdosierung 
statt. Auch bei Mäusen dauerte die Wiederkehr des SR bei weiblichen doppelt so lange nach Ketamin-
Medetomidin-Gabe wie bei männlichen Tieren (Cruz et al. 1998). Gründe für die Geschlechtsunterschiede 
wurden bereits oben im Text erläutert. Für Chloralhydrat-Anästhesien sind Unterschiede hinsichtlich des 
Geschlechts bei der Narkosedauer nicht belegt.  
 
5.2.3 Vitalparameter Atemfrequenz (AF), Herzfrequenz (HF) und periphere Sauerstoffsättigung 
(SpO2) 
 
AF: In allen Versuchsgruppen wurden die Wachwerte der Vitalparameter für jedes Einzeltier ermittelt und 
aus dem Mittelwert der jeweiligen Gruppe der Ausgangswert berechnet (s. 5.1.1). In allen Narkosegruppen 
lag die AF über die gesamte OP-Dauer in dem in der Literatur angegebenen physiologischen Bereich. In der 
CH-Gruppe kam es in den ersten 10 min der Narkose zu einem leichten Abfall der AF. Der Ausgangswert 
lag mit durchschnittlich 110 Atemzügen/min etwas über den Ausgangswerten der anderen Versuchsgruppen 
und ist höchstwahrscheinlich der präanästhetischen Aufregungen der Tiere geschuldet. Bei der Auswertung 
der Ergebnisse fiel auf, dass kein signifikanter Unterschied im Vergleich zum Ausgangswert, wohl aber ge-
genüber dem Mittelwert des Zeitraums 1-10 min vorlag, welcher mit durchschnittlich 99 Atemzügen/min 
einem physiologischen Ruhewert näherliegt. So ergibt sich bereits ab der 21-30 min bis zum Ende der OP 
ein signifikanter Anstieg der AF. Eine solche Tachypnoe kann hinweisend auf eine zu flache Anästhesie sein 
(Flecknell 2009), wofür in der CH-Gruppe keinerlei Hinweise durch Reflextests und andere Kriterien vorla-
gen. Sie kann aber auch im Zusammenhang mit einer zu tiefen Anästhesie, Hypotension oder Hyperkapnie 
auftreten (Haskins 2007). Weitere Ursachen wie Hyperthermie, Sepsis, Atelektasen und Schnappatmung 
(Haskins 2007) können im vorliegenden Fall ausgeschlossen werden. Schmerz allgemein verursacht eine 
Erregung des medullären Atemzentrums und ruft Veränderungen des Atemmusters und der Atemfrequenz 
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hervor (Flecknell 2009). Hyperkapnie und eine dosisabhängig auftretende Hypotension wurden in der Litera-
tur unter Chloralhydrat-Anästhesie beschrieben (Field et al. 1992; Rodrigues et al. 2006). Field et al. (1992) 
stellte in ihren Untersuchungen an Ratten eine durch Chloralhydrat hervorgerufene dauerhaft signifikante 
Hypotension mit anschließender nichtkompensierter respiratorischen Azidose fest. Im vorliegenden Versuch 
erfolgte keine Messung des BD, wodurch eine Interpretation der Ergebnisse schwierig ist. Da aber die Ta-
chypnoe bereits vor Setzen der chirurgischen Schmerzreize auftrat, sie sich über die Dauer der OP graduell 
verschlimmerte und auch nach Ende der OP fortbestand, liegt die Ursache der Hypotonie und Hyperkapnie 
nahe. In der PROP-Gruppe zeigten sich keine signifikanten Änderungen der AF innerhalb der ausgewerteten 
Zeitdauer, allerdings ist der signifikante Abfall der SpO2 als Anzeichen für eine Atemdepression zu werten 
(s. SpO2). Tiere dieser Gruppe, welche in der Narkose verstarben, wiesen unmittelbar vor Eintritt des Todes 
eine sehr niedrige AF von ca. 60 Atemzügen/min und Pumpatmung auf. Ein so starker Abfall (ca. 40 %) 
gegenüber dem präanästhetischen Wert kündigt ein bevorstehendes respiratorisches Versagen an (Flecknell 
2009). Wie bereits zuvor erwähnt, wiesen auch weibliche Tiere, die die cT erreichten, zwischen 80 und 130 
min nach Beendigung der DI deutliche Schwankungen der AF mit unregelmäßiger Atmung und kurzeitigen 
Apnoe auf. Gründe hierfür wurden unter Punkt 5.2.2 erläutert. In den Gruppen VAA und VAA+A kam es zu 
einer stetigen Abnahme der AF gegenüber dem Ausgangswert, welcher im Übergang von Anfang bis Mitte 
(VAA) bzw. gegen Ende der OP (VAA+A) statistisch signifikant wurde. Der Abfall der AF ist vor allem auf 
die atemdepressive Wirkung des Fentanyls zurückzuführen. Medetomidin und Midazolam können die Atem-
depression verstärken (Erhardt et al. 2012b). Eine starke atemdepressive Wirkung der Komponenten und ein 
Hinweis auf ein zu tiefes und damit riskantes Anästhesiestadium konnten im vorliegenden Versuch aber 
nicht bestätigt werden. Nur eine initiale mittelgradige Hypoxie, welche später in eine über die Nachschlaf-
dauer persistierende geringgradige Hypoxie überging (s. SpO2), konnte registriert werden. Die mittels 
MouseOx® gemessenen Werte liegen über den Werten von Perantoni (2000) und deutlich über denen von 
Mantel (1999). Diese Werte wurden, wie auch in den meisten anderen Narkosestudien in der Literatur, alle 
10 min durch Auszählen der Atembewegungen der Tiere über 30 s bzw. 1 min ermittelt. Anzumerken ist, 
dass es möglicherweise während der kurzen Perioden, in denen keine Messungen mittels Pulsoximeter-Clip 
durchgeführt werden konnten (Einspannen, Blutabnahme), zu einem vorübergehenden stärkeren AF-Abfall 
gekommen ist, der so nicht erfasst werden konnte. Auch bei Betrachtung kürzerer Messintervalle (2 min) 
sank die AF bei kaum einem Tier unter 70 Atemzüge/min in den Gruppen VAA und VAA+A, sodass eine 
Auswertung der Mittelwerte über die Zeitdauer der einzelnen OP-Abschnitte (10 min) keine negativen Aus-
wirkungen auf die Aussagekraft der Ergebnisse hatte. Es bleibt offen, ob die Erfassung der AF durch Aus-
zählen der Atembewegungen unter Narkose möglicherweise ungenauer ist, insbesondere bei flacher Atmung 
(Whelan und Flecknell 1992) oder der hier verwendete Rattenstamm toleranter gegenüber den atemdepressiv 
wirksamen Substanzen war. Da Ratten häufig symptomlose Träger chronischer Atemwegserkrankungen sind 
(Thiel et al. 2008) ist auch dahingehend ein Einfluss auf vorherige Studien nicht gänzlich auszuschließen. 
Um verlässliche Forschungsergebnisse zu ermitteln und eine Vergleichbarkeit der Daten gewährleisten zu 
können, müssen Tiere verwendet werden, die frei von Infektionen sind (Flecknell 2009). Im vorliegenden 
Versuch wurden die Tiere nach Erhalt vom Züchter unter hygienischen Maßnahmen zur Vermeidung von 
Infektionen (Desinfektionswanne, separate Kittel und Gummistiefel etc.) gehalten. Durch die Antagonisie-
rung in der Gruppe VAA+A zeigte sich ein deutlicher Anstieg der AF nahezu bis auf Werte vor der Narkose. 
Es ist davon auszugehen, dass wenige Zeit später der Ausgangswert erreicht wurde, was aufgrund der Been-
digung der Messung nach Wiedererlangen des SR nicht mehr erfasst werden konnte.  
HF: Ab der 11 bis zur 30 min der Narkose wiesen CH-Tiere eine signifikant höhere HF als Kontrolltiere auf. 
Dieser HF-Anstieg deckt sich mit den Ergebnissen der gemessenen KA-Konzentrationen, welche sich eben-
falls zu diesem Zeitpunkt erhöht zeigten (s. 5.3.5). Im späteren Verlauf sank die HF signifikant ab, was auf 
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die bradykarde Wirkung aufgrund erhöhter vagaler Aktivität durch Chloralhydrat zurückzuführen ist (Field 
et al. 2001; Rodrigues et al. 2006; Erhardt et al. 2012b). Für die ermittelte Erhöhung der HF in der Narko-
seeinleitungsphase und zu Narkosebeginn, in denen noch keine schmerzhafte chirurgische Manipulation 
erfolgt war, könnte Stress durch vorgeschaltete Manipulationen (Balcombe et al. 2004), eine Schmerzreakti-
onen im Zusammenhang mit der gewebsreizenden Wirkung des Chloralhydrats (Valenstein 1961; Fleisch-
mann et al. 1977; Dada et al. 1992; Vachon et al. 1999) oder die vom Anästhetikum ausgelösten Reaktionen 
auf den Kreislauf und/oder dessen Effekte auf das zentrale und periphere Nervensystem mit Folgen für die 
sympathische Aktivität (Taylor 1990; Perkin et al. 1992; Neukirchen und Kienbaum 2008) ursächlich sein. 
Das präanästhetische Vorgehen inklusive Handling gestaltete sich für alle Versuchsgruppen gleich. In der 
Kontrollgruppe wurde zudem auch eine i.p. Injektion mit isotoner Natriumchlorid-Lösung (NaCl) durchge-
führt, was nur einen geringen Anstieg der HF zur Folge hatte. Im Zeitraum 11 - 20 und 21 - 30 min lag die 
HF in der CH-Gruppe sogar signifikant höher verglichen mit den Werten der Kontrollgruppe. Folglich ist 
dem präanästhetischen Handling diesbezüglich keine große Bedeutung beizumessen. Einen Hinweis auf vis-
zerale Schmerzen bei der Injektion mit Chloralhydrat, wie sie unter Propofolinjektion beschrieben wurden 
(Kramer 2007), lässt sich in der Literatur nicht finden. Es ist aber bekannt, dass i.p. verabreichte, reizende 
Substanzen Schmerzen verursachen können (Morton et al. 2000), welche dann, gemäß der Schmerzleitung, 
entsprechende vegetative Reaktion auslösen (Pfannkuche 2008). CH-Tiere vokalisierten signifikant häufiger 
laut bei der Injektion verglichen mit PROP-Tieren, aber nicht verglichen mit Kontrolltieren. Da unterschied-
liche Allgemeinanästhesien unterschiedlich starke endokrine Stressreaktionen im Körper hervorrufen kön-
nen, ist ein dahingehend stärkerer Einfluss seitens des Chloralhydrats möglicherweise ebenfalls von Rele-
vanz und kommt zusätzlich als Ursache für die Tachypnoe in Frage. Entweder nahmen diese Einflüsse auf-
grund sinkender Plasmakonzentrationen später ab oder sie wurden von der Bradykardie (Erhardt et al. 
2012b) überdeckt, da sich diese, wie in den Untersuchungen von Field et al. (1993) beschrieben, mit steigen-
der Anästhesietiefe bei Chloralhydrat verschlimmerte. Die HF in Gruppe VAA und VAA+A war ab Beginn 
der Narkose signifikant erniedrigt verglichen mit der Kontrollgruppe und den eigenen Ausgangswerten. Dies 
war zu erwarten, da sowohl Medetomidin (Tacke und Reinert 2006) als auch Fentanyl (Erhardt et al. 2012b) 
eine Bradykardie auslösen. Diese Ergebnisse gehen konform mit den ermittelten Pulsfrequenzen von Mantel 
(1999) und Parantoni (2000). Deren gemessene Werte lagen etwas unter den hier ermittelten Ergebnissen, 
was eher der Tatsache geschuldet werden kann, dass deren verwendete Pulsoximeter nur bis 255 Herzschlä-
ge/min erfassten. Die hier ermittelten Werte lagen noch im angegebenen Referenzbereich (s. Literatur 2.3.5) 
und bleiben auch während der Nachschlafzeit stabil. Ein deutlicher HF-Anstieg nach der Antagonisierung, 
wie er bei anderen Kleinsäugern beschrieben ist (Astner 1998; Mantel 1999; Perantoni 2000), wurde in der 
vorliegenden Arbeit nicht registriert. Auch hier ist davon auszugehen, dass wenige Zeit später der Aus-
gangswert erreicht wurde, was aufgrund der Beendigung der Messung nach Wiedererlangen des SR nicht 
mehr erfasst werden konnte. In der PROP-Gruppe kam es außer zu Beginn der Narkose zu keinen signifikan-
ten Veränderungen. Der anfängliche signifikante HF-Anstieg ist möglicherweise auf die stressproduzieren-
den Manipulationen im Zusammenhang mit der Venenkatheterisierung zurückzuführen.  
SpO2: In allen Narkosegruppen kam es im Verlauf der Narkose zum Absinken der SpO2. Dabei wurde die 
stärkste Hypoxie (auf < 80 %) in der PROP-Gruppe festgestellt, die sich im späteren Verlauf geringfügig 
verschlimmerte und auf die bereits erwähnten dosisabhängigen atemdepressiven Effekte des Propofols (Se-
bel und Lowdon 1989, Short und Bufalari 1999) zurückzuführen ist. Unter CH-Narkose bildete sich eine 
relativ gleichbleibende, geringgradige Hypoxie heraus, welche zeitlich etwas später einsetzte als in der 
VAA- und VAA+A-Gruppe. Auch in den Studien von Rodrigues et al. (2006) kam es zu keiner nennenswer-
ten Veränderungen der SpO2 im Vergleich zu Kontrollgruppe. Höchstwahrscheinlich gelang es den Tieren 
im vorliegenden Versuch durch die Tachypnoe einer Verstärkung der Hypoxie entgegen zu steuern. Ursache 
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für die frühe und mittelgradige Hypoxie der Kombinationsanästhesie in der VAA- und VAA+A-Gruppe 
kann die initiale, periphere vasokonstriktive Wirkung des Medetomidins sein (Sinclair 2003), die ca. nach 
einer halben h nachlässt sowie die atemdepressive Wirkung aller 3 Anästhesiekomponenten. Während der 
Nachschlafzeit hielt die geringgradige Hypoxie an. Es ließ sich zudem erkennen, dass je flacher die Anästhe-
sie zum Zeitpunkt der Antagonisierung war, desto schneller erreichten die Tiere nach der Antagonisierung 
ihren eigenen Ausgangswert der SpO2 vor der Anästhesie. 
 
5.2.4 Körperkerntemperatur 
 
Ein Hauptaugenmerk bei der Narkose von Ratten liegt auf einer stabilen Körperkerntemperatur (KT), welche 
ohne die Zufuhr exogener Wärme stark absinkt (Mantel 1999; Flecknell 2009). Neben fehlender Muskelakti-
vität, reduzierter Stoffwechselaktivität (Kilic et al. 2004) und Wärmeverlusten im Zusammenhang mit der 
OP (Henke und Tacke et al. 2012) haben Anästhetika einen direkten Einfluss auf die KT. Besonders stark 
setzen α2-Adrenozeptorantagonisten (Virtanen 1989) und Opioide das Thermoregulationsvermögen herab 
(Blair 1971), welche Bestandteile der vollständig antagonisierbaren Anästhesie sind. Folglich war eine Er-
niedrigung der KT zu erwarten, auch wenn propagiert wird, dass die unerwünschten Nebenwirkungen der 
einzelnen Mittel minimiert werden (Hermann et al. 2009; Henke und Ehrhardt 2012a). Nach 20 min fiel die 
KT in den Gruppen VAA, VAA+A und CH unter den unteren physiologischen Referenzbereich von 37 °C. 
Danach fiel die KT in allen genannten Gruppen trotz exogener Wärmezufuhr weiter kontinuierlich ab. Unter 
VAA- und CH-Anästhesie beträgt der KT-Unterschied zum Wachwert bis zum OP-Ende durchschnittlich ca. 
1 °C. Der größte KT-Unterschied zum Wachwert wurde hierbei nach VAA+A Gabe festgestellt (durch-
schnittlich > 2 °C). Eine mögliche Ursache dessen sind die vorgenommenen Nachdosierungen in der 
VAA+A-Gruppe, welche zu einer Verstärkung der Hypothermie geführt haben könnten. Dieser Effekt zeigte 
sich aber nicht als statistisch signifikant. Kosanke (2012) konnte in ihren Narkosestudien mit der vollständig 
antagonisierbaren Anästhesie, der Ketamin-Xylazin- und Isofluran-Anästhesie bei Ratten ähnliche Ergebnis-
se aufzeigen, wobei die Auskühlung der Tiere unter der Inhalationsnarkose am stärksten ausgeprägt war. 
Medetomidin verursacht eine Depression thermoregulatorischer Zentren des ZNS (Virtanen 1989). Im Gen-
gensatz zu anderen Anästhetika, welche eine Vasodilatation hervorrufen, kommt es unter Medetomidin an-
fangs etwa für 30 min zu einer peripheren Vasokonstriktion und Zentralisierung des Blutflusses und somit zu 
einer Verminderung des Wärmeverlustes über die Haut (Sinclair 2003). Später kommt es auch unter Mede-
tomidin zu einer Vasodilatation. Zudem wird die Freisetzung von Noradrenlin gehemmt, was einen BD-
Abfall unterstützt (Löscher 2010). Fentanyl wirkt dämpfend auf das Thermoregulationszentrum im Hypotha-
lamus und führt zu einer Schwellenerhöhung der Reaktion auf Wärme. Zudem führt Fentanyl selbst zu Va-
sodilatation und damit zu einer Verstärkung des Wärmeverlusts über Radiation (Diaz und Becker 2010). 
Midazolam führte bei Mäusen zu einer dosisabhängigen Vasodilatation (Colussi et al 2011). In den Untersu-
chungen von Rodrigues et al (2006) sank die KT unter Chloralhydrat-Anästhesie ohne exogene Wärmezu-
fuhr auf ca. 35 °C. Bei Chloralhydrat wird unter Verwendung hoher Dosen von einer Depression des Herz-
Kreislaufsystems mit starker Vasodilatation berichtet, was einen Zusammenbruch der Wärmeregulation zur 
Folge hat (Löscher 2010). Field et al. (1993) beschrieb bereits eine Verstärkung des BD-Abfalls bei einer 
Erhöhung der Dosis von 300 auf 400 mg/kg KGW bei der Ratte. Bei dieser Studie wurde die KT nicht er-
fasst. Auch Propofol induziert dosisabhängig eine Senkung des arteriellen BD und führt somit zu einer Va-
sodilatation (Diaz und Becker 2010). Da eine Wärmeplatte nur zur Unter- bzw. Vorderseite des Tieres Kon-
takt hat, verliert die restliche Körperoberfläche weiterhin an Wärme durch Konduktion. Um einer Hypother-
mie vorzubeugen, müssen laut Lukasik und Gillies (2003) mindestens 60 % der Körperoberfläche Kontakt 
zur exogenen Wärmequelle haben. Es sollten also noch zusätzliche Maßnahmen ergriffen werden, um eine 
Auskühlung zu vermeiden (z. B. Zudecken mit Folie). In der eigenen Studie kam es in der PROP-Gruppe zu 
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keinem KT-Abfall unter exogener Wärmezufuhr, sondern sogar zu einem geringen, aber nicht signifikanten 
Temperaturanstieg. Bei den weiblichen Tieren der PROP-Gruppe schien die verwendete Propofol-Dosis 
keine starke Vasodilatation bewirkt zu haben. Scheinbar reichte die exogene Wärmezufuhr in diesem Fall 
aus (zu geringe Temperatur und/ oder weitere Maßnahmen erforderlich), um einen KT-Abfall vorzubeugen. 
Von Interesse im vorliegenden Versuch war weiterhin, inwieweit die Versuchstiere nach Erwachen aus den 
verschiedenen Narkose befähigt waren, ihre KT wieder selbständig zu regulieren. Bei der Kontrollgruppe 
sank die KT durchschnittlich um 0,3 °C, dessen Ursache wahrscheinlich in der Beruhigung der Tiere in ihrer 
vertrauten Umgebung ohne Anwesenheit eines Menschen lag. Während die KT in der VAA Gruppe zwar 
noch signifikant gegenüber dem Ausgangswert erniedrigt war, hatten die Tiere dennoch fast wieder den phy-
siologischen KT-Bereich erreicht und wiesen keine signifikanten Unterschiede mehr zur Kontrollgruppe auf. 
Die Tiere der CH-Gruppe zeigten weiterhin Anzeichen eines noch beeinträchtigten Thermoregulationsver-
mögens. PROP-Tiere hingegen wiesen nach Entzug der exogenen Wärmezufuhr einen massiven Wärmever-
lust auf. Es ist anzunehmen, dass die sich die insgesamt hohen Dosen und die verzögerte i.p. Resorption stark 
auf das Kreislaufsystem ausgewirkten und eine verzögerte Erholung zur Folge hatten. Da sich die Tiere in 
dieser Stunde kaum bewegten (s. postanästhetisches Verhalten) und keine exogene Wärmezufuhr vorge-
nommen wurde, kühlten sie zunehmend ab. Ein Hauptargument für die Verwendung antagonisierbarer Anäs-
thetika ist die Aufhebung der langer Nachschlafdauer und der damit verbundenen Gefahr einer lebensbedroh-
lichen Hypothermie (Flecknell 1993; Hermann et al. 2009). In Studien zur vollständig antagonisierbaren 
Anästhesie beim Meerschweinchen (Roberts 1993) und beim Kaninchen (Astner 1998) konnte gezeigt wer-
den, dass die Antagonisierung aller 3 Komponenten die Fähigkeit zur Thermoregulation wiederherstellte. 
Mantel (1999) beobachtete hingegen, dass es nach Wiedererwachen bei Ratten zu einem weiteren Tempera-
turabfall kam (nach > 2 h war der Wert zum Zeitpunkt der Antagonisierung nicht erreicht). Dies konnte in 
den eigenen Untersuchungen bestätigt werden. Eine Stunde nach Wiedererlangen des SR wiesen die Tiere 
eine um durchschnittlich 0,6 °C geringere KT als zum Zeitpunkt der Antagonisierung auf und lagen damit 
signifikant niedriger gegenüber der KT der VAA-Gruppe. Dies wurde bei 36 % der Tiere der VAA+A Grup-
pe auch durch eine Piloerektion sichtbar. Eine mögliche Erklärung dafür könnte der „Rebound-Effekt“ der 
Substanzen sein. Hierbei nimmt die initiale Virgilianz wieder deutlich ab, wenn die Halbwertszeit der Anta-
gonisten zu kurz ist (Erhardt und Henke 2012). Folglich können Tiere wieder in einen sedierten Zustand 
zurückfallen (Haskins 1993). Dieses Phänomen wurde bei Mäusen beobachtet (Hjálmarsdóttir 2005) und 
konnte selbst nach der empfohlenen 2. Antagonisierung (Erhardt und Henke 2012) nicht endgültig behoben 
werden. Auf einen „Rebound-Effekt“ des Midazolams (Wirkdauer ca. 2 h) wird aufgrund der ca. 1-stündigen 
Wirkung des Flumazenils hingewiesen (Flecknell 2009). Da die Wirkung des Atipamizols doppelt so lange 
anhält wie die von Medetomidin, ist ein Rückfall eher ungewöhnlich (Sinclair 2003) aber nicht auszuschlie-
ßen (Erhardt et al. 2012b). Er wurde bisher beim Hund (Vähe-Vähe 1990) und bei der Kuh beschrieben 
(Ranheim et al. 1999). Naloxon besitzt mit 1 - 1,5 h eine ausreichend lange Plasmahalbwertszeit, um die 
Wirkung des mit 30 min kurzwirksamen Opioids Fentanyl (Paddlefort und Erhardt 1992) dauerhaft aufzuhe-
ben. Also könnten 2 von 3 Komponenten einen „Rebound-Effekt“ verursacht haben. Insbesondere männliche 
Tiere der VAA+A Gruppe (5 von 6) wurden durchschnittlich nach 35 min zum ersten Mal nachdosiert, 2 
Tiere sogar ein 2. Mal kurz vor Ende der OP, was die Wirkung der einzelnen Substanzen erneut deutlich 
verlängerte. Der „Rebound-Effekt“ zeigte sich bei Mäusen durch halb-geschlossene Augen, gesträubtes Fell 
und Kauern in einer Ecke (Hjálmarsdóttir 2005). So könnte es im eigenen Versuch zu einer weiteren Aus-
kühlung entweder aufgrund einer zurückgekehrten Sedation gekommen sein und/oder möglicherweise auch 
eine wiederkehrende vasodilatatorische Wirkung der Substanzen eine weitere Auskühlung begünstigt haben. 
Nachteilig könnte sich auch der von Mantel (1999) bei Ratten festgestellte dramatische BD-Abfall (auf 60 % 
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des Vorwertes) nach der Antagonisierung ausgewirkt haben. Wie lange dieser bei Ratten anhält und ob sie 
Ursache der Hypothermie ist, bleibt die Fragestellung zukünftiger Versuche.  
Da eine Hypothermie auch schwerwiegende postoperativ Folgen nach sich ziehen kann (s. Literatur 2.3.5), 
ergibt sich die Notwendigkeit der exogenen Wärmezufuhr auch nach erreichtem Wachzustand bis zum Be-
stehen eines homöostatischen Zustandes nach allen untersuchten Anästhesien. Mit den Ergebnissen für die 
VAA+A-Gruppe konnte nach Mantel (1999) erneut gezeigt werden, dass es durch die Antagonisierung bei 
Ratten nicht, wie allgemein angenommen, zur Aufhebung der wirkstoffinduzierten Hypothermie kommt.  
 
5.2.5 Weitere objektive und subjektive Parameter zur Erfassung und Bewertung von Disstress 
und/oder Schmerz 
 
Körpergewicht (KGW): Außer in der CH-Gruppe kam es in keiner Gruppe im Versuchszeitraum zu einer 
signifikanten Reduktion des KGW. KGW-Abnahmen werden speziesübergreifend als Folge von Belastung 
und Schmerz gewertet (Carstens und Moberg 2000; Stasiak et al. 2003), sollte aber immer mit natürlichen 
Tagesschwankungen in Relation gesetzt werden (Flecknell 2009). Eine signifikante Abnahme von durch-
schnittlich 9,4 g in der CH-Gruppe am Tag nach der OP bei einer durchschnittlichen Tageszunahme von 5-
15 g pro Tier (eigene Beobachtung), ist demnach als Folge der Anästhesie/OP zu werten. Eine Verminderung 
des KGW nach einem chirurgischen Eingriff resultiert laut Liles und Flecknell (1993) aus der Kombination 
von chirurgischem Stress und postoperativem Schmerz. Im Gegensatz zu Liles und Flecknell (1993), die in 
ihren Untersuchungen keine Kontrollgruppe mit Anästhesie aber ohne chirurgische Manipulation einbezo-
gen, konnten Roughan und Flecknell (2000) eine signifikante Abnahme des KGW allein durch die angewen-
dete Isofluran-Anästhesie (mit und ohne preemptive Analgesie) feststellen. Folglich müsste die Aussage von 
Liles und Flecknell (1993) nach eigener Ansicht um die Stressreaktion durch die Anästhesie ergänzt werden 
(s. A, NA). In der tierschutzrelevanten postoperativen Phase (ab diesem Zeitpunkt wird Schmerz bewusst 
wahrgenommen) wurde im vorliegenden Versuch in keiner Narkosegruppe eine postoperative Analgesie 
vorgenommen. Da alle Tiere der gleichen OP unterzogen wurden, mussten alle Tiere nach Wiedererwachen 
einem ähnlich starken Wundschmerz ausgesetzt sein. Auch wenn sich die Wahrnehmung von Schmerzen 
individuell unterscheidet (Mogil 1999), ergibt sich daraus folgende Vermutung: wenn der postoperative 
Schmerz in der Mehrzahl der Narkosegruppen keine Veränderung des KGW hervorrief, liegt die Ursache für 
die KGW-Reduktion der CH-Gruppe wahrscheinlich vielmehr im anästhesiebedingten Stress und/oder der 
CH-bedingten Peritonitis (s. 5.2.7). Bekannt ist, dass sowohl chirurgisch und/oder anästhesiebedingter Stress 
hormonelle Veränderungen hervorruft (Weissman 1990; Taylor 1990), die einen gesteigerten Katabolismus 
von Fetten, Kohlenhydraten und Proteinen zur Folge haben (Desborough 2000), welcher zur statistisch signi-
fikanten Abnahme des KGWs in der CH-Gruppe beigetragen haben könnte.  
 
Katecholamine (KA): Adrenalin (A) und Noradrenalin (NA): 
1. Blutprobe (1. BP): Eine gesteigerte Freisetzung von KA erfolgt auch unter Anästhesie (Antognini et al. 
2005; Otto 2008) als Reaktion auf eine zugrundeliegende Stresssituation durch Schmerz und/oder Verletzun-
gen (auch durch chirurgische Manipulationen), sowie durch Hypovolämie, Hypotension, Hypoxie, Hyper-
kapnie, Hypothermie und Hypoglykämie (Kopin et al. 1978; Haskins 1992). Sie kann bereits vor der Anäs-
thesie durch Aufregung und Angst einsetzen (Carstens und Moberg 2000). Konzentrationen der KA reprä-
sentieren ausschließlich Momentaufnahmen, da sie eine kurze Halbwertszeit (Mensch: 2-3 min) besitzen 
(Kopin et al. 1978). Wie zuvor bereits erwähnt, war der Stress durch das Handling bis zur Induktion der An-
ästhesie für alle Tiere gleich. Auf Referenzwerte von Tieren der Kontrollgruppe wurde verzichtet, da die 
Werte bereits durch die Abnahme selbst verändert gewesen wären bzw. die  Tiere durch eine zusätzliche OP 
für eine chronische Venenkatheterisierung belastet gewesen wären. Stattdessen wurde eine ISO-Gruppe aus 
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5 Tieren mittels 3 %-igen Isofluran anästhesiert, nach Erreichen der cT zur Blutgewinnung dekapitiert und 
mit den Ergebnissen der 1. Blutprobe (BP) der Injektionsnarkose-Gruppen verglichen. Bei keiner Versuchs-
gruppe wurden bis zu diesem Zeitpunkt chirurgische Manipulationen sondern nur Reflextests vorgenommen 
(vorhergehender Reflextest lag ca. 2-3 min zurück). Anders als erwartet, wurden in der ISO-Gruppe im Ver-
gleich zu allen Injektionsanästhesie-Gruppen signifikant höhere Konzentrationen für A und NA gemessen. 
Diese traten allerdings nur bei 2 von 5 Tieren auf. Perkin et al. (1992) verglichen in ihren Studien die Stress-
reaktionen unter Einleitung einer Anästhesie per i.p. Injektion von Thiopental und Dietylether per inhalatio-
nem (p.i.) in einer Narkosekammer und fanden signifikant höhere A- und NA-Werte im Blutplasma bei der 
Inhalationsanästhesie, die sie auf die Applikationsart zurückführten. Im vorliegenden Versuch erfolgte die 
Blutgewinnung in der ISO-Gruppe später als bei Perkin et al. (1992) (nach Ausfall des ZZR hi.) und nach 
Dekapitation der Tiere, die ebenfalls einen Einfluss auf die Stressreaktion hat (Kopin et al. 1978). So lässt 
sich u.a. auch wegen der geringen Gruppengröße nicht klären, ob die Erhöhung tierart- und stammesspezifi-
schen, individuellen Faktoren, dem Stress durch Anästhesieeinleitung in der Narkosebox und/oder der modu-
lierenden Wirkung des Isoflurans zugerechnet werden kann. Allerdings wurden in einer kürzlich veröffent-
lichten Untersuchung von Marquardt (2013) unter vergleichbaren Bedingungen bei 2 verschiedenen Maus-
stämmen bei Verwendung von 2 und 5 %-igen Isofluran ähnlich hohe Werte gemessen. Die im vorliegenden 
Versuch beobachteten Exzitationen bei der Einleitung der ISO-Anästhesie, die laut Henke (2010) nicht mehr 
bewusst wahrgenommen werden, wurden auch bei den reflexaktiveren Hamstern und Mäusen beschrieben 
(Henke 2010; Marquardt 2013). Eine eingehende Untersuchung zur Stressbelastung unter Isofluran-Narkose 
sollte, trotz aller Empfehlungen durch Wixon und Smiler (1997), Flecknell (2009), Hermann et al. (2009), 
Henke und Erhard (2012a) und Wolfensohn und Lloyd (2013), nach diesen Ergebnissen Gegenstand weiterer 
Forschung sein. 
Unter CH-Anästhesie war die NA-Konzentration signifikant erhöht verglichen mit der VAA/VAA+A-
Gruppe. Die ermittelten Werte lagen auch deutlich höher gegenüber den von Bühler et al. (1987) angeführten 
Basalwerten bei Sprague-Dawley-Ratten (NA= 0,46 ng/dl). Die erhöhten NA-Konzentrationen gehen kon-
form mit den Werten für die HF und AF. Da die Tachykardie bereits deutlich früher bestand als zum Zeit-
punkt der 1. BP ist anzunehmen, dass auch die KA bereits deutlich früher erhöht waren. Insgesamt erhärtet 
es den Verdacht, dass die unter CH-Anästhesie beschriebene rasche (Rodrigues et al. 2006) und starke dosis-
abhängige Hypotension (Field et al. 1993; Rodrigues et al. 2006) auch im vorliegenden Versuch eine Stress-
situation darstellte und die Aktivierung des sympathischen Nervensystems nach sich zog. So sorgt NA vor-
rangig für eine Erhöhung der Auswurfleistung des Herzens und verengt die Blutgefäße um den BD zu stei-
gern (Kopin et al. 1978). NA und A steigen nicht zwangsläufig parallel an (Weissman 1990). Zudem wurde 
dem neuronalen und adrenomedullären Zweig des sympathischen Nervensystems eine unterschiedliche Sen-
sitivität zugeordnet. De Boer et al. (1990) schrieb NA eine physiologische (oder physische) Komponente als 
Reaktion auf einen Stressor zu und A die psychologische (oder mentale) Komponente, Perkin et al (1991) 
nahm allerdings eine genau umgekehrte Zuordnung vor. Eher unwahrscheinlich ist, dass es sich um haemo-
dynamische Reaktionen als Folge der Prüfung des ZZR gehandelt haben könnte. Die Konzentrationen der 
VAA/VAA+A-Gruppe sowie der PROP-Gruppe lagen unterhalb des von Bühler et al. (1987) angeführten 
Basalwertes. Insbesondere Benzodiazepine, häufig auch α2-Adrenozeptoragonisten sowie das Hypnotikum 
Propofol können die basale Aktivität des sympathischen Nervensystems hemmen und dessen Vermögen, auf 
Hypotension zu reagieren, verringern (Neukirchen und Kienbaum 2008). Die A-Konzentrationen unterschie-
den sich nicht zwischen CH- und VAA-/VAA+A-Tieren und sind vergleichbar mit dem von Bühler et al 
(1987) ermittelten Basalwert (0,12 ng/dl). PROP-Tiere wiesen noch geringere A-Konzentrationen auf, die 
vom Analyse-Kit nicht mehr erfasst werden konnten.  
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2. BP: Sowohl die A- als auch die NA-Konzentrationen unter CH-Anästhesie waren nach Setzen eines 
Schmerzreizes (Hautnaht) gegen Ende der OP signifikant niedriger als bei der 1. BP. Des Weiteren wiesen 
CH-Tiere für NA wiederholt höhere Werte gegenüber der VAA-/VAA+A-Gruppe und PROP-Gruppe auf. 
Diese waren im Gegensatz zur VAA-/VAA+A-Gruppe in allen Proben messbar, doch waren hier keine signi-
fikanten Unterschiede zu finden. Ausschließlich für die CH-Gruppe konnten messbare Werte für A nachge-
wiesen werden. Diese waren ebenfalls signifikant niedriger verglichen mit der 1. BP, sind nach Vergleich 
mit den Basalwerten von Bühler et al. (1987) dennoch leicht erhöht. Eine Erklärung läge darin, dass die in 
der CH-Gruppe hervorgerufene Kreislaufsituation sich mit Länge der Narkosezeit relativiert, wie auch von 
Rodrigues et al. (2006) für Ratten beschrieben. Ein Ausbleiben hoher KA-Werte nach einem Schmerzreiz 
deutet hier auf das Vorliegen einer ausreichend tiefen Narkose mit Analgesie hin. Nicht auszuschließen 
bleibt allerdings auch, dass die ca. 2 - 3 min nach der Hautnaht entnommene 2. BP den Zeitpunkt des KA-
Peaks durch den noxischen Reiz bereits überschritten hatte oder das Setzen von Einzelheften in der Kopfhaut 
nicht ausreichend schmerzhaft war, um derlei Reaktion auszulösen.  
 
Immunreaktives Corticosteron (iCS): Die ermittelten Basalwerte zeigten keine Unterschiede zwischen den 
Versuchsgruppen. Ein Vergleich der eigenen Basalwerte mit Werten aus der Literatur bei Ratten ist fast un-
möglich, da die Tiere neben anderen Haltungsbedingungen auch anderen Handling-Verfahren ausgesetzt 
waren sowie unterschiedliche Kotsammel-Regims und EIAs mit verschiedenen Kreuzreaktivitäten durchge-
führt wurden. Die Zeitspanne für die Basalwerte umfasste den prä-, intra- und postoperativen Zeitraum der 
Anästhesie/OP am darauffolgenden bzw. übernächsten Versuchstag um circardiane Unterschiede zu mini-
mieren. Unerlässlich für die Interpretation der Ergebnisse war, dass sich keine signifikanten Unterschiede 
beim Kotgewicht basal vs. intra- und postoperativ bzw. verglichen zwischen den Versuchsgruppen zeigten. 
Nur für PROP- und CH-Tiere wurden signifikant höhere iCS-Werte nach der Anästhesie/OP gemessen im 
Vergleich zur eigenen basalen Konzentration. Zudem lagen die iCS-Werte signifikant über denen der ande-
ren Versuchsgruppen (dies galt nicht für die CH-Gruppe verglichen mit der VAA+A-Gruppe). Demnach 
kam es zu einer vergleichbar stärkeren Aktivierung der Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse 
(HHNA) und damit zu einer messbar höheren Konzentration von iCS bei der CH- und PROP-Anästhesie als 
bei der VAA- und VAA+A-Anästhesie. Eine erhöhte Stressreaktion der VAA im Vergleich mit und ohne 
Antagonisierung ließ sich nicht finden. Dies schließt allerdings nicht vollkommen aus, dass Unterschiede 
existierten. Die langen Sammelintervalle im vorliegenden Versuch und die dadurch größeren Kotmengen 
könnten feine Unterschiede verdeckt haben (Bamberg et al. 2001). Grund für die gewählte Länge des Inter-
valls war, die durch die Anästhesie möglicherweise verlängerte Darmpassagezeit zu überbrücken. So hätte 
bei einem kürzeren Intervall eine Erhöhung des iCS bei Narkosen mit längerer Nachschlafdauer (CH, VAA, 
PROP) womöglich nicht erfasst werden können. Möglicherweise hätten noch andere Corticosteron-
Metabolite durch einen spezifischeren Immunoassay detektiert werden können. A/NA und iCS: Vor allem 
unter CH-, aber auch unter PROP-Anästhesie kam es zu einer verstärkten intraoperativen Stressreaktion 
(KA- und iCS-Werte) sowie zu Stress in der postoperativen Phase (iCS-Werte), gekennzeichnet durch eine 
Aktivierung des sympathischen Nervensystems und/oder der HHNA. Unter VAA-Anästhesie (VAA+, 
VAA+A) ließ sich keine quantifizierbare Stressreaktion feststellen.  
 
Ultraschallvokalisation (USV) bei 22-kHz: Brudszynski und Ociepa (1992) konnten in ihren Versuchen an 
Ratten zeigen, dass leichte Berührungen vorrangig im Nackenbereich der Tiere bzw. der vorderen Rücken-
partie bei nicht gehandelten Ratten USVs auslösen. Bereits nach wenigen Durchläufen vokalisierten die Tie-
re signifikant weniger, wodurch sie zu der Auffassung gelangten, dass diese sogenannten „Distress calls“ 
eher für durch potenzielle Gefahren (z.B. Mensch oder Fressfeind) ausgelösten Stress und nicht zwangsläufig 
für Schmerz oder Unwohlsein stehen. Diese Beobachtungen gehen konform mit denen des vorliegenden 
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Versuchs. Die Tiere wurden über Wochen täglich gehandelt und über 3 Tage vor der Anästhesie mit einem 
Pulsoximetersensor am Hals trainiert. Bei einem Tier wurden noch am 1. Trainingstag „Distress calls“ fest-
gestellt. Da die Tiere gut gehandelt waren, ist es folglich nicht verwunderlich, dass am OP-Tag keine „Dis-
tress calls“ mehr ausgesendet wurden. Hörbare Laute und USVs werden bei wachen Nagern als Indikator für 
Schmerzen gedeutet (Jourdan 1998; Han et al. 1995; Wiliams et al. 2008), wobei Williams et al. (2008) USV 
keinen höheren Informationsgehalt beimaßen als hörbaren Vokalisationen. Da im eigenen Versuch hörbare 
Vokalisationen unter Narkose auftraten, ist nicht auszuschließen, dass auch USVs bei nachlassender Anäs-
thesietiefe aufgetreten sind. In der Literatur finden sich keine Hinweise zu USV unter Allgemeinanästhesie. 
Weil intraoperativ ausschließlich zum Zeitpunkt des Hautschnitts eine Detektion von USVs erfolgte, bleibt 
offen, ob andere Schmerzreize in der OP USV ausgelöst haben. Da aber wache Tiere im eigenen Versuch 
selbst bei der Injektion keine USV aussendeten und nur laut vokalisierten, ist es kaum denkbar, dass sie dies 
ausgelöst durch andere Schmerzreize unter Bewusstseinsverlust taten.  
 
Numerisches Scoresystem und postanästhetisches Verhalten 
Ziel nach der Anästhesie ist eine schnelle Wiederherstellung des Normalzustandes des Tieres. Auch die na-
türliche Futter- und Wasseraufnahme sollte möglichst bald wieder erfolgen (GV-SOLAS 2012). Während 
Kontrolliere und VAA+A-Tiere durchschnittlich ca. in der Hälfte der Beobachtungszeit schliefen und sie in 
der anderen Hälfte aktiv waren, schliefen PROP-Tiere die gesamte 1. h nach Wiedererwachen und nahmen 
daher noch kein Wasser oder Futter auf. Signifikant länger schliefen auch CH- und VAA-Tiere. VAA+A-
Tiere zeigten interessanterweise ein völlig anderes Aktivitäts-/Ruhemuster als Kontrolltiere. Sie wechselten 
kurze Fress- und Trinkphasen mit kurzen Schlaf- und Ruhephasen ab. Starke Aufregung und Unruhe sind 
unerwünschte Wirkungen der Atipamezol- und Naloxon-Gabe (Hu et al. 1992; Henke und Reinert 2006; 
Lamont und Mathews 2007). Häufige, abrupte Bewegungen während des Ruhens sowie häufiges Aufstehen 
und Niederlegen wird unter Autoren als Anzeichen dafür gesehen, dass bei der Ratte Disstress oder Schmerz 
vorherrschen (s. Literatur 2.2.5). VAA+A-Tiere nahmen das erste Futter signifikant früher nach der Anästhe-
sie auf als die anderen Narkosegruppen. Wasser nahmen alle Versuchsgruppen ähnlich früh wieder zu sich. 
Es zeigte sich, dass genauso viele CH-Tiere wie Tiere anderer Narkosegruppen in der 1 h Futter aufnahmen 
und dies nicht weniger häufig taten. Außerdem nahmen sie bis zum 2. Tag wieder an Gewicht zu. Folglich 
führte die CH-Anästhesie und OP nicht zur Futterverweigerung. Keine andere Gruppe als die CH-Gruppe 
verlor aber durch die Narkose/OP an KGW. Diese massive KGW-Reduktion konnte demnach nur die Folge 
der erhöhten Stressreaktion sein, wie bereits oben im Text beschrieben. 
Im vorliegenden Versuch sind Anzeichen von Schmerzen eventuell durch die Nachwirkungen der Anästhesie 
maskiert oder könnten mit solchen verwechselt werden. Deshalb muss eine Interpretation sehr vorsichtig 
erfolgen. Das Merkmal “Abwehr gegenüber Handling“, welche bereits vor der Anästhesie/OP bei einigen 
Tieren unabhängig von der Versuchsgruppe registriert wurde, ist nach eigener Auffassung kein wertvolles 
Kriterium zur Feststellung von Disstress und/oder Schmerzen bei Ratten. Die Auswertung der Ergebnisse 
des Scorings zeigte grundlegend, dass anästhesierte und operierte Tiere der VAA-, VAA+A- und PROP-
Gruppe 6 h post OP (nicht mehr nach 12 und 24 h) ein deutlich verändertes Verhalten bzw. Erscheinungsbild 
gegenüber vor der OP besaßen. Insbesondere PROP-Tiere waren von den Nachwirkungen deutlich stärker 
betroffen als CH- und VAA+A-Tiere. Die Mehrzahl dieser Tiere wies in der Aktivitätsphase Kriterien wie 
„verzögerte Reaktionen“ und „Schlafen/Ruhen vermehrt, Fressen und Umherlaufen vermindert, kaum Auf-
richten, kaum bis kein Putzen“ und 1 dieser 3 Tiere zeigte sich „lethargisch und reaktionsträge“. Auch bei 
der Mehrheit der VAA-Tiere waren die ersten beiden Kriterien zu beobachten. Dieses Verhalten ist mit grö-
ßerer Wahrscheinlichkeit auf eine verzögerte Erholung bzw. verlängerte Sedation nach der Anästhesie zu-
rückzuführen und weniger auf das Bestehen von Schmerzen. Der starke Abfall der KT und das Verhalten in 
der 1. h nach der Anästhesie bestätigen diese Vermutung. Bereits genannter Grund ist die langsame Resorp-
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tion des Propofols aus der Bauchhöhle. Die Dauer der Sedation durch Medetomidin wird mit bis zu 3 Stun-
den angegeben (Henke und Reinert 2006), sodass 6 h post OP keine sedative Wirkung mehr zu erwarten war. 
Dennoch kann in diesem Fall von einer verzögerten Erholung gesprochen werden. In der Literatur finden 
sich keine Hinweise, inwieweit der noch aktive Narkoseanteil das Verhalten beeinflusst und ob dabei Unbe-
hagen entsteht (Hjálmarsdóttir 2005). Der bei Mäusen unter VAA beschriebene über 7-stündige Sedationszu-
stand (Hjálmarsdóttir 2005), welche ca. 1 h nach der Antagonisierung eintrat („Rebound-Effekt“), konnte 6 h 
post OP (= ca. 5 h nach Wiedererwachen) im eigenen Versuch bei den Ratten in der VAA+A-Gruppe selte-
ner beobachtet werden (18 % verzögerte Reaktionen, 27 % „vermehrt Schlafen/Ruhen [...], 0 % Piloerekti-
on). Deutlicher war hier der „Rebound-Effekt“ eine Stunde nach der Antagonisierung, gekennzeichnet durch 
eine Piloerektion und durch die Rückkehr von Ataxien. Zum Zeitpunkt 6 h post OP wiesen allerdings 36 % 
noch „struppiges, glanzloses, geschlossenes Fell“ auf. Insgesamt war bei den VAA+A-Tieren ein signifikant 
höherer Score im Vergleich zum Wert vor der Anästhesie/OP festzustellen. Nach 6 h war bei 2 der 3 PROP-
Tiere (67 %) die Piloerektion zu erkennen. Dies weist darauf hin, dass die Tiere auch 5 h nach der letzten 
KT-Messung Schwierigkeiten mit ihrer Temperaturregulation hatten. Außerdem zeigten ebenfalls 67 % ei-
nen leicht aufgekrümmten Rücken, auch 33 % der VAA-Tiere wiesen dieses Kriterium auf. Auch dieses lässt 
sich nicht eindeutig als Bestehen von Schmerzen oder als Folge der Anästhesie deuten. Die Bewertung des 
Verhaltens als Indikator für Disstress (oder Schmerz) wird allgemein dadurch behindert, dass es an Wissen 
beim Menschen mangelt, welche Verhaltensweisen beim Labornager wirklich dafür stehen (Carstens und 
Moberg 2000). Noch schwieriger und problematischer ist es laut Scharmann (1999), den Grad des Schmer-
zes und/oder des Disstress zu erfassen. Jeweils nur 1 Tier der VAA Gruppe zeigte 6 h post OP eine „mäßige 
Körperkondition“ und eine „vertiefte Atmung mit leicht erhöhter Frequenz“, was nach eigener Abwägung 
mit den Folgen der Anästhesie eher schmerzassoziierten Kriterien zugeordnet werden kann. „Leichte Reakti-
onen bei der Palpation der Injektionsstelle“ waren bei annähernd gleich vielen Tieren der CH und VAA+A-
Gruppe 6 h post OP, nicht aber bei der VAA- oder PROP-Gruppe zu finden. Ein VAA+A-Tier zeigte sogar 
„deutliche Reaktionen bei der Palpation der Injektionsstelle“. Da VAA+A Tiere anteilig häufiger nachdosiert 
wurden, scheint es dadurch zu einer stärkeren Schmerzhaftigkeit gekommen zu sein (s. auch 5.3.6).  
Das eigens für den Versuch konzipierte Bewertungssystem ermöglichte folglich präzisere Veränderungen im 
Verhalten und Erscheinungsbild gegenüber vor der Anästhesie/OP zu erfassen, dennoch war es aber nicht 
möglich dadurch auf das Bestehen von Schmerzen zu schlussfolgern, da die Beobachtungen größtenteils 
ebenso gut Nachwirkungen der Anästhesie (verzögerte Erholung, verlängerte Sedation) sein konnten. Es 
lässt sich allerdings feststellen, dass CH- und VAA+A-Tiere nach der Anästhesie am frühesten wieder annä-
hernd Normalverhalten zeigten, wohingegen VAA- und PROP-Tiere dafür eine längere Zeit benötigten. 
Nichtsdestotrotz ließen sich bei VAA+A-Tieren postanästhetisch Anzeichen für Disstress erkennen (Aufre-
gung, Orientierungslosigkeit, „Rebound-Effekt“ in Form von Ataxien und Piloerektion, deutlich verändertes 
Aktivitätsmuster). Bei CH-anästhesierten Tieren ließ sich keine Übereinstimmung der objektiven und sub-
jektiven Parameter erkennen. Bei den anderen Narkosegruppen erbrachten objektive und subjektive Parame-
ter teils übereinstimmende Ergebnisse.  
 
5.2.6 Immunhistochemische Markierung von c-Fos 
 
Die ermittelte erhöhte Stressreaktion unter CH-Anästhesie lies erwarten, dass es im Vergleich zu Kontrolltie-
ren zu einer erhöhten Aktivierung des c-fos Gens und damit zu einer verstärkten Bildung des c-Fos Proteins 
kommt. Zudem wurden bei CH-Tieren teilweise massive entzündliche Veränderungen bei der histopatholo-
gischen Untersuchung festgestellt (s. 5.2.6), wonach vermutet werden konnte, dass sie zu Schmerzen und 
Unwohlsein bei den Tieren führten. Im vorliegenden Versuch wurde bei CH-Tieren 48 h nach der Anästhe-
sie/OP in keiner der ausgewerteten Gehirnregion signifikant mehr c-Fos Protein als bei Kontrolltieren nach-
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gewiesen. Die c-Fos Expression ist in Neuronen normalerweise niedrig, kann aber im Zuge der Wachstums 
eines Tieres ansteigen (Herrera und Robertson 1996). Ursachen für fehlende Unterschiede können darin be-
gründet sein, dass die Induktion von c-fos rasch und vorrübergehend stattfindet und Protein-Peaks von c-Fos 
2 h nach der Gentranskription zu finden sind (Harris 1998) und nach wenigen Stunden wieder abgebaut wer-
den (Bullitt et al. 1992). Die meisten Studien in der Literatur, welche sich mit der Untersuchung von c-Fos 
nach akutem Stress oder Schmerz beschäftigten, untersuchten die Tiergehirne ca. 30-120 min nach der Sti-
mulation. Auch lang andauernde elektrische Stimulationen in den Studien von Bullitt et al. (1992) über 4,5 h 
ergaben nach 24 h nur noch weniger als die Hälfte c-Fos positiver Neurone als zum Zeitpunkt des Peaks. So 
ist es wahrscheinlich, dass die Stressreaktion in der OP nach 48 h nicht mehr mittels c-Fos nachzuweisen ist. 
Dies würde bestätigen, dass die Schmerzdauer von 1,0 Tagen, wie sie bei Menschen nach solchen OPs zu 
erwarten ist, auch bei Ratten zutrifft. Ob die in der histopathologischen Untersuchung der Organe gefunde-
nen Veränderungen als dauerhafte, noxische Stimulationen zu schwach waren, um eine vermehrte Expressi-
on zu induzieren (Harris 1998), bleibt offen. Dafür sprechen würde, dass diese Tiere kaum Anzeichen für 
Schmerzen und/oder Disstress zeigten.  
 
5.2.7 Histopathologische Untersuchung 
 
Dass es unter Verwendung niedriger Konzentrationen der CH-Injektionslösung zu einer deutlichen Minimie-
rung von Irritationen in der Bauchhöhle kommt (Vachon et al. 1999), konnte in der vorliegenden Arbeit nicht 
bestätigt werden. Auch unter der Verwendung einer 3,6 %-igen Lösung in der CH-Gruppe betrug die Inzi-
denz für Peritonitis, Steatitis sowie Perihepatitis 100% und für Perisplenitis 22 %. Bei 44 % der Tiere wur-
den Lebernekrosen gefunden. Die Veränderungen waren innerlich vorrangig auf der linken Körperseite zu 
finden, auf welche die Tiere nach Ende der OP gelegt wurden. Dieser Teil war vermutlich länger mit der 
Substanz in Kontakt. In Übereinstimmung mit Vachon et al. (1999) kam es unter Verwendung niedrig kon-
zentrierter Lösungen nicht zum Ileus. In beiden Untersuchungen erfolgte die histopathologische Untersu-
chung 48 h nach der Anästhesie. Vachon et al. (1999) machten keine Aussage über die genaue Häufigkeit 
einer Peritonitis, sondern sprachen nur über „einige Tiere“. Anstatt in der Leber, beobachteten sie bei einigen 
Tieren Nekrosen der Bauchmuskulatur. Ebenfalls stellten sie bei 4 von 10 Tieren eine Serositis der Milz fest 
und belegten damit eine höhere Inzidenz als in der vorliegenden Arbeit. Ursachen für die Unterschiede der 
Befunde könnten in der minimal höheren Dosierung und der teilweise durchgeführten Nachdosierung in der 
vorliegenden Studie begründet sein. Unter der Verwendung höherer Konzentrationen sind diese und weitere 
Nebenwirkungen unter CH allgemein bekannt: Schädigungen der Magenschleimhaut bei Ratten (Ogino et al. 
1989), adynamischer Ileus und Peritonitis bei Meerschweinchen und Ratten (Valenstein 1961; Fleischmann 
et al. 1977) sowie Ileus, Peritonitis und intrabdominale Adheasionen bei Hamstern (Dada et al. 1992). Field 
et al. (1993) beschrieb, dass er bei Verwendung einer 5 %-igen Lösung und einer Dosierung von 300 und 
400 mg/kg KGW keine makroskopisch sichtbaren Veränderungen unmittelbar im Anschluss an die Narkose-
versuche beobachtete und eine mikroskopische Untersuchung aus diesem Grund unterblieb. Eine Untersu-
chung von Bette et al. (2004) konnte aber zeigen, dass es 4 h nach der Narkose mit CH zu einem signifikan-
ten Anstieg pro-inflammatorischer Zytokine in optisch unauffälligen Milzen kam. Daraus schlussfolgerten 
die Autoren, dass es wahrscheinlich zeitgleich auch in anderen abdominalen Organen zu einer Induktion 
entzündlicher Prozesse kommen kann. Selbst im vorliegenden Versuch waren 48 h später makroskopisch 
Verwachsungen einzelner Organe, die Perisplenitiden sowie die Lebernekrosen bei den Tieren sichtbar. Bei 
der Disstress- und Schmerzbewertung nach der Narkose/OP zeigten die Tiere kaum bis keine Symptome 
einer Peritonitis (d.h. 22 % mit einer leichten Reaktion bei der Palpation der Bauchdecke nach 6 h und 11 % 
nach 24 h; kein hochgezogenes Abdomen, Bauchdecke bei der Palpation nicht gespannt). Trotz massiver 
intraabdominaler Entzündungen bei allen Tieren ließ also das Erscheinungsbild und das Verhalten der Tiere 
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wenige Stunden nach der Anästhesie/OP nur in Einzelfällen geringe Veränderungen erkennen, die von Wis-
senschaftlern eventuell bei schneller, routinemäßiger Adspektion oder in Gruppenhaltung gänzlich übersehen 
werden können. Somit entsteht der fälschliche Eindruck einer gut verträglichen CH-Anästhesie. Dem gegen-
über stehen die bei 78 % der Tiere gefundenen Myositiden in der Oberschenkelmuskulatur bei exemplarisch 
9 untersuchten Tieren der VAA und VAA+A-Gruppe. Bei den restlichen 22 % der Tiere kann davon ausge-
gangen werden, dass die entzündlichen Veränderungen nicht in der ausgewählten Schnittebene lagen. Dass 
es bei i.m. Injektionen zu Nekrosen und Entzündungen kommt, haben bereits Smiler et al. (1990) in ihren 
Studien aufgezeigt. Dennoch werden i.m.-Injektionen für Ratten empfohlen (Henke und Erhardt 2012a). Die 
Gewebeschäden hatten bei keinem Tier eine Beeinträchtigung der Bewegung zur Folge. Dennoch konnten 
bei einigen Tieren 6 und 24 h post OP leichte bis deutliche Reaktionen bei der Palpation der Injektionsstelle 
beobachtet werden. Sollten in Tierversuchen motorische Verhaltenstests durchgeführt werden, ist nach eig-
ner Ansicht eine Wartezeit von mehreren Tagen notwendig, um eine dahingehende Beeinflussung auszu-
schließen. Die geringgradige multifokale Hepatitis bei 1 VAA-Tier bestand höchstwahrscheinlich bereits vor 
der Anästhesie. Da dieses Tier keine signifikanten Abweichungen in der Narkosedauer im Vergleich zu an-
deren VAA-Tieren zeigte, wurde es in die Wertung aufgenommen.  
 
5.2.8 Schlussbetrachtung und weiterführende Untersuchungen 
 
Von den drei untersuchten Injektionsanästhesien in dieser Studie, sind die CH-Anästhesie als auch die 
PROP-Anästhesie mit i.p. Bolusapplikation und i.v. Aufrechterhaltung mittels DI nicht zu empfehlen. Die 
CH-Anästhesie suggeriert subjektiv deutliche Vorteile für den Experimentator, wie das Ausbleiben pränarko-
tischen Exzitationen, die Aufrechterhaltung einer ausreichenden cT-Dauer für mittellange bis lange chirurgi-
sche Eingriffe sowie post OP eine schnelle Erholung bei scheinbar gutem Wohlbefinden. Die Tiere zeigten 
während der Anästhesie aber auch Tachykardie und Tachypnoe und wiesen intra- und postoperativ signifi-
kant erhöhte Stresswerte (A/NA, iCS) auf. Trotz Verwendung einer ausreichend starken Verdünnung (3,6 
%ige Lösung), welche laut Literatur das Risiko für Irritationen deutlich senken soll, konnten bei alle Ratten 
48 h nach der Anästhesie/OP größtenteils massive Entzündungen in der Bauchhöhle festgestellt werden. Ein 
neuer Ansatz zur Minimierung von Stress in der Einleitungsphase der reinen i.v. Anästhesie mit Propofol 
mittels i.p. Applikation erzeugte ausschließlich eine Hypnose und keine cT. In Kombination mit einer i.v. DI 
führte die verzögerte i.p. Resorption zu einer nicht kalkulierbaren und steuerbaren Narkosetiefe, die mit einer 
hohen Letalität einherging. PROP-Tiere, welche die Anästhesie und OP überlebten, zeigten neben einer star-
ken Atemdepression nach Wiedererwachen Anzeichen einer bestehenden Sedation sowie hohe intra- und 
postoperative Stresswerte (iCS). Die VAA führte im Vergleich mit der CH- und PROP-Anästhesie zu keiner 
signifikanten Aktivierung der Stressachsen und stellt somit die schonenste der untersuchten Injektionsanäs-
thesien für Ratten dar. Sie bietet eine stabile cT bei nur moderater Wirkung auf das Herz- Kreislauf- sowie 
das Atemsystem auch während der Nachschlafzeit. Die Antagonisierung in der VAA+A-Gruppe führte vor-
rübergehend zur Aufhebung der Wirkung der Anästhesiekomponenten ausgenommen der leichten Hypo-
thermie, welche sich nach Wiedererwachen deutlich verschlimmerte. Zudem war bei den Tieren nach der 
Antagonisierung Orientierungslosigkeit, Nervosität und ein verändertes Aktivitätsmuster zu beobachten. 
Kurze Zeit nach Wiedererwachen zeigten allerdings einige Tiere Anzeichen eines „Rebound-Effektes“. Es 
ließ sich jedoch nicht anhand objektiver Parameter beweisen, dass dies bei den Ratten Disstress auslöste. 
Unter ISO-Anästhesie wurden weit höhere Stresswerte als unter den Injektionsanästhesien ermittelt. Da für 
Inhalationsanästhesien mit Isofluran keine weiteren wissenschaftlichen Daten zur Stressbelastung bei Ratten 
vorliegen, scheinen weiterführende Untersuchungen der von vielen Autoren als Mittel der Wahl angesehenen 
Anästhesiemethode nach den Ergebnissen dieser Studie notwendig. 
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Der heute noch gängige Einsatz von Injektionsanästhetika bei Laborratten basiert zum großen Teil auf empi-
rischen Daten. Auf der Grundlage des deutschen Tierschutzgesetzes sind Wissenschaftler verpflichtet, das 
nach dem derzeitigen Kenntnisstand schonendste Betäubungsmittel zu verwenden. Die wissenschaftlichen 
Daten zur intra- und postoperativen Belastung bei vielen Anästhetika sind lückenhaft. Daher wurden in die-
ser Studie im Sinne des „Refinements“ von Tierversuchen verschiedene Injektionsnarkosen bei 69 männli-
chen und weiblichen 6-8 Wochen alten Sprague-Dawley-Ratten im Rahmen einer stereotaktischen Gehirn-
operation (OP) verglichen, bei der zumeist Injektionsnarkosen Verwendung finden. 
Die Ratten wurden entweder mit Chloralhydrat (CH: 3,6 %, 430 mg/kg intraperitoneal [i.p.] KGW), mit der 
vollständig antagonisierbaren Anästhesie (Medetomidin 0,15 mg/kg Körpergewicht [KGW], Midazolam 2 
mg/kg KGW, Fentanyl 0,005 mg/kg KGW intramuskulär [i.m]) ohne (VAA-Gruppe) bzw. mit Antagonisie-
rung (sog. VAA+A-Gruppe) zum OP-Ende (Atipamezol 0,75 mg/kg, Flumazenil 0,2 mg/kg, Naloxon 0,12 
mg/kg subcutan [s.c.]) anästhesiert und nach Erreichen des Stadiums der chirurgischen Toleranz (cT), ge-
kennzeichnet durch den Ausfall des Zwischenzehenreflexes an des Hintergliedmaße (ZZR hi.), einer 60-
minütigen OP unterzogen. Eine weitere Gruppe erhielt eine i.p.-Bolusinjektion Propofol in einer Dosis von 
120 mg/kg KGW, die sich im Rahmen von Vorversuchen als geeignet herausgestellt hatte, um bei Ratten 
eine Hypnose zu bewirken. Anschließend wurde Propofol zu Erzeugung und Aufrechterhaltung einer cT per 
Dauerinfusion i.v. (4 - 6 mg/kg/h) verabreicht. Kontrolltiere erhielten eine Injektion mit isotoner Kochsalzlö-
sung (i.p.) ohne OP. Die Erfassung des KGWs erfolgte 3 Tage vor bis 2 Tage nach der OP. Im Vorfeld wur-
de jedes Tier über 3 Tage an das Tragen eines Pulsoximeterclips am Hals gewöhnt. Dies diente der Ermitt-
lung von Basiswerte für die Atemfrequenz (AF), Herzfrequenz (AF) und die periphere Sauerstoffsättigung 
(SpO2)am wachen, freibeweglichen Tier am Tag der Anästhesie mittels MouseOx®-Pulsoximeter. In Narko-
se wurden die Tiere mittels Pulsoximeter, Reflextests (ZZR hi., Lid- [LR] und Cornealreflex [CR]) und Rek-
talthermometer überwacht. Die externe Wärmezufuhr wurde über eine elektrische Wärmeplatte (37 °C) vor-
genommen Zu zwei Zeitpunkten erfolgten Blutabnahmen zur Bestimmung der Adrenalin- (A) und Noradre-
nalinwerte (NA) mittels HPLC. Der Verlust der cT wurde anhand festgelegter Kriterien bestimmt (ZZR hi. 
positiv, Zuckungen, lautes Vokalisieren, Zähneknirschen) und die Tiere ggf. nachdosiert. Prä- und postopera-
tiv wurde immunreaktives Corticosteron (iCS) mittels ELISA aus Kotproben ermittelt. Zudem wurde die 
prä- vs. postoperative Belastung durch Etablierung eines nummerischen Scoresystems und Videoüberwa-
chung der Tiere bewertet. 48 h nach der OP wurden die Ratten euthanasiert und relevante Organe und Ge-
webe für die histopathologische und immunhistochemische Untersuchung entnommen, um mögliche Anäs-
thetika bedingte Irritationen sowie eine stressinduzierte Aktivierung von c-Fos-Proteinen in schmerz-
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assoziierten Gehirnregionen zu analysieren. Eine weitere Gruppe erhielt eine Inhalationsnarkose mit 3 % 
Isofluran (ISO) ohne OP und diente der Ermittlung von A und NA Basiswerten. Die AF lag bei 104 ± 1,05 
Atemzüge/min, die HF bei 396 ± 2,10 Herzschläge/min und die SpO2 bei 95,7 ± 0,09 % (Angaben als Mit-
telwerte ± Standardfehler). Die Verwendung des MouseOx®-Pulsoximeters erwies sich als geeignete Me-
thode zur Ermittlung von Wachwerten bei freibeweglichen Ratten.  
Alle CH-anästhesierten Tiere erreichten das cT-Stadium. Die Dauer der cT lag bei 49,14 ± 4,48 min, die 
Narkosedauer bei 155,66 ± 8,21 min. Während der Narkose zeigten die Tiere Tachykardie, Tachypnoe sowie 
eine geringgradig erniedrigte SpO2 und eine leichte Hypothermie. Erhöhte A/NA-Spiegel wiesen auf eine 
deutlich höhere intraoperative Stressbelastung in der CH-Gruppe hin. Auch iCS war in der CH-Gruppe im 
Vergleich zu VAA/VAA+A signifikant erhöht. Vom Tag der Anästhesie/OP auf den Folgetag verloren CH-
Tiere durchschnittlich 9,4 g KGW. Postoperativ waren bei den Tieren keine bis geringe Anzeichen für 
Schmerz und/oder Disstress zu erkennen. Histopathologisch zeigten alle Ratten eine Peritonitis und Perihe-
patitis, 44 % der Tiere multifokale, akute Lebernekrosen und 22 % eine Perisplenitis. 95 % der mittels VAA 
anästhesierten Tiere erreichten die cT mit einer Dauer von 47,83 ± 7,05 min (VAA) bzw. 44,77 ± 5,27 min 
(VAA+A). Bei VAA-Tieren betrug die gesamte Narkosedauer 182,23 ± 20,58 min. Bei der VAA-Anästhesie 
insgesamt waren signifikante geschlechtsspezifische Unterschiede in der Latenzzeit bis zum Erreichen der 1. 
cT, der cT-Dauer und der Narkosedauer festzustellen. Die VAA-Anästhesie führte zu einer mittelgradiger 
Atemdepression und milden Hypothermie bei signifikant niedrigeren A/NA-Werten im Vergleich zu CH. 
Eine Nachdosierung ging mit einem vorrübergehenden signifikanten Abfall der SpO2 einher. Tiere der 
VAA+A-Gruppe erwachten 3,05 ± 0,21 min nach der s.c. Antagonisierung aus der Narkose. Anschließend 
zeigten sie starke Aufregung und Unruhe und ein verändertes Aktivitätsmuster, eine Stunde später teils Pilo-
erektion sowie Ataxien. Die Körperkerntemperatur (KT) der VAA+A-Tiere sank innerhalb 1. Stunde nach 
der Antagonisierung signifikant ab. Einige Tiere wiesen eine Myositis als Folge der i.m. Applikation auf. 
Nach PROP-Anästhesie erreichten nur 36 % der Tiere das cT. Im Narkoseverlauf kam es bei diesen Tieren 
zu einer starken Beeinträchtigung der Atemfunktion. PROP-Tiere wiesen einen signifikanten Abfall der KT 
und Anzeichen verlängerter Sedation nach Wiedererwachen sowie die höchsten iCS-Gehalte auf. Insgesamt 
verstarben 4 von 11 Tieren wegen starker Atemdepression intra- oder postoperativ. Interessanterweise waren 
die nach ISO-Anästhesie ermittelten A/NA-Konzentrationen signifikant höher gegenüber allen Injektionsan-
ästhesie-Gruppen. 
Die Ergebnisse dieser Studie belegen, dass die CH-Anästhesie mit gesteigerter Stresshormonfreisetzung 
einherging. Die Verwendung 3,6 %iger CH-Lösungen ist insbesondere wegen der massiven histopathologi-
schen Befunde abzulehnen, obwohl die Tiere subjektiv ein scheinbar gutes Wohlbefinden aufwiesen. Die i.p. 
Applikation von Propofol erzeugte nur eine oberflächliche Anästhesie. Aufgrund der starken postanästheti-
schen Exzitationen sollte sie nur bedingt für kurze, nicht schmerzhafte Manipulation verwendet werden. Die 
initiale i.p. Propofol-Gabe mit anschließender i.v.-Infusion ist der reinen i.v. Gabe unterlegen und nicht emp-
fehlenswert. Die VAA-Anästhesie ist für Ratten für stereotaktische OPs hingegen gut geeignet. Dabei ist 
eine exogene Wärmezufuhr auch nach der Antagonisierung zwingend notwendig, da das Thermoregulations-
vermögen nach Wiedererwachen nicht ausreichend wiedererlangt wurde. Auf eine Belastung durch die un-
erwünschten Wirkungen der Antagonisierung wie Aufregung und Unruhe sowie durch die postanästhetische 
Hypothermie konnte nur anhand subjektiver Kriterien geschlossen werden. Hier sind weitere Untersuchun-
gen nötig. Sofern kein Anästhesienotfall besteht, kann allerdings auf die Antagonisierung verzichtet werden, 
da in der Nachschlafzeit unter externer Wärmezufuhr (37 - 38 °C) kein wesentliches Risiko einer lebensbe-
drohlichen Hypothermie bzw. Kreislauf- und Atemdepression besteht.  
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Injectable anesthetics are still commonly used today, but mainly this is based on empirical data. In line with 
the German Animal Welfare Act, researches have to choose the least stressful anesthetic. However, scientific 
data about pain and distress during and after anesthesia are rare. To contribute to the refinement of animal 
experiments, we therefore investigated the suitability of different injectable anesthetics during a stereotactic 
surgery, for which kind of surgery injectable anesthetics are mostly used, in 69 male and female, 6 - 8 weeks 
old Sprague-Dawley rats.  
Rats were anesthetized with either chloral hydrate (CH: 3.6 %, 430 mg/kg intraperitoneal [i.p.]), with a 
complete reversible anesthesia (medetomidine 0.15, midazolam 2, fentanyl 0.0005 mg/kg intramuscular 
[i.m]) without (MMF) and with reversal (MMF with reversal) at the end of surgery (atipamezole 0.75, 
flumazenile 0.2, naloxone 0.12 mg/kg subcutaneous [s.c.]) or with propofol (PROP). The PROP-group 
received an i.p. bolus injection of propofol (120 mg/kg), shown to generate hypnosis in proceedings, 
followed by constant intravenous infusion (4 - 6 mg/kg/h) to achieve and maintain surgical tolerance (st). 
After reaching surgical anesthesia, indicated by loss of the pedal withdrawal reflex of the hind limb, a 60 
minute surgery was undertaken. Rats with saline injection and without surgery served as control. Body 
weight of each rat was assessed 3 days before the surgery until 2 days after surgery. Over 3 days prior 
anesthesia and surgery, rats were adapted to wear a collar clip for MouseOx® pulse oximeter, used to gain 
basal of respiratory rate (RR), heart rate (HR) and peripheral oxygen saturation (pO2) values in awake and 
freely moving rats. During narcosis, monitoring was conducted via pulse oximeter, reflex tests (pedal 
withdrawal reflex, corneal and palpebral reflex) and rectal thermometer. All animals were placed on an 
electrical heating pad (37 °C). Levels of adrenalin and noradrenalin (A/NA) were analyzed at two designated 
time points via HPLC. Movement of the body or the extremities, audible vocalizations and teeth grinding 
were classified as defined criteria for the loss of st. If animals lost st during surgery, they received an 
additional anesthetic dose. Immunoactive corticosteron (iCS) in feces was determined by ELISA 
immunoassay before and after surgery. Moreover, different signs of pain and distress were scored by using a 
numerical pain scale and including video recordings. Rats were sacrificed 48 h after surgery for 
histopathological and immunhistochemical examination to analyze potential irritation on abdominal organs 
and tissue as well as stress-induced activation of c-Fos-protein in brain regions associated with pain. 
Furthermore, 5 rats were deeply anesthetized with 3 % isoflurane (ISO) and immediately sacrificed for 
reference values of A and NA. The RR assessed by MouseOx® pulse oximeter was 104 ± 1.05 brpm with a 
HR of 396 ± 2.10 bpm and an pO2 of 95.7 ± 0.09 % (results present the mean  ± standard error). The 
MouseOx® pulse oximeter was found in the present study to be suitable to measure accurate values for 
awake and freely moving rats.  
All rats undergoing CH anesthesia reached st. The duration of the st was 49.14 ± 4.48 min, duration of 
narcosis was 155.66 ± 8.21 min. During the whole narcosis animal showed tachypnoea, tachycardia as well 
102 
 
as minimal depressed pO2-levels and a slightly hypothermia. Elevated levels of A/NA indicated a high 
intraoperative distress. In addition, iCS levels were significantly elevated in comparison to the MMF-group. 
CH-rats lost 9.4 g of bodyweight from day of surgery to the following day. Overall, post-surgical little or no 
signs of pain and distress were observed after awakening from anesthesia, but all CH-rats exhibited 
peritonitis and perihepatitis, 44 % acute multifocal liver necrosis and 22 % perisplenitis. 95 % in the MMF-
group reached satisfactory surgical anesthesia with duration of 47.83 ± 7.05 min (MMF) or 44.77 ± 5.27 min 
(MMF with reversal). Without reversal, MMF anesthesia lasted 182.23 ± 20.58 min. Gender-differences 
were noted in the latency to st, duration of st as well as duration of narcosis. Rats undergoing MMF 
anesthesia showed moderate depression of respiratory function and mild hypothermia. The A/NA levels were 
lower than in the CH-rats. Rats that received additional doses of MMF to maintain st showed a transient 
significant decrease of pO2. Core body temperature decreased significantly during 1 h after reversal. Post-
mortem examination revealed myositis in some of the MMF-rats. MMF-rats with reversal awaked from 
anesthesia after 3.05 ± 0.31 min. Afterwards the rats were restless and agitated. After 1 h some of the rats 
exhibited piloerection and ataxic movements. Only 36 % of PROP-rats reached sufficient surgical anesthesia, 
accompanied by a pronounced respiratory depression. PROP-rats exhibited a significant decrease of core 
body temperature and signs of prolonged sedation after awakening from anesthesia. 4 of 11 rats died from 
respiratory failure during or after surgery. Surprisingly, levels of A/NA after ISO inhalation anesthesia were 
significantly higher compared to the injection groups. 
The results of this study indicate that CH anesthesia is associated with an increased liberation of stress 
hormones. The use of a 3.6 % solution of CH has to be refused especially because of the pathohistological 
findings, despite animals showed subjectively a good well-being. Propofol administered as an i.p. bolus 
produced only hypnosis. Therefore, i.p. injections are marely useful for short and non-painful procedures. 
However, post-anesthetic excitations represent limitations. The initial i.p. propofol bolus followed by 
intravenous infusion is therefore less suitable than an absolute intravenous administration. Thus, i.p. 
injections cannot be recommended. The complete reversible combination MMF is considered as suitable for 
stereotactic surgeries of Sprague-Dawley rats. There is an urgent need to continue heating after awakening, 
because thermoregulation is insufficiently restored after reversal of MMF anesthesia. Distress through the 
undesirable effects of the reversal like agitation and restlessness and through hypothermia was presumed 
only by subjective criteria. Further investigations are needed here. If there is no emergency situation, reversal 
should be avoided. In case of permanent external heating (37 - 38 °C) there is no major risk of life-
threatening hypothermia or depression of respiratory or cardiovascular function during sleeping time.  
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9 TABELLARISCHER ANHANG 
 
Abb. 1: Schädel einer Ratte mit Bregma und Lambda 
 
 
 
Abb. 1: Schädel einer Ratte mit den eingezeichneten Knochenplatten (nach Paxinos und Watson 2007). Die 
Punkte Bregma und Lambda dienten der Ausrichtung des Schädels bei der stereotaktischen OP und zur Posi-
tionierung der Führungskanüle. Die Trepanationsstelle (x) lag am Ende des 2. Drittels auf Höhe der Strecke 
zwischen Bregma und Lambda, leicht seitlich zur Mitte des Os temporale versetzt. 
 
Tab. A1  Hormonbestimmung 
 
Bestimmung der Katecholamine Adrenalin (A) und Noradrenalin (NA) 
(Reagenzkit für HPLC Analytik der Katecholamine im Plasma, Chromsystems Instruments & Chemicals 
GmbH, München) 
 
Probenvorbereitung Tierplasma (für beide Blutproben gleich) und Kontrollplasma 
 
- Plasmamenge mittels Feinwaage ermitteln, Probe für 10 min bei 4000 rpm gekühlt zentrifugieren 
und Plasmaüberstand in 500 µl Cup pipettieren (bei unklarer Trennung 2 x erfolgt) 
- Probenvorbereitungskartusche mit Aluminiumoxid (Al2O3) entnehmen und mit Probennummer be-
schriften 
- 500 µl Extraktionspuffer hinzugeben, isotone NaCl-Lösung zufügen (angepasst an das zum Einsatz 
kommende Plasmavolumen) und definiertes Plasmavolumen zufügen (100 - 320 µl);  
Kontrollplasma: 1 ml des nach Arbeitsvorschrift des Herstellers (Chromsystems Instruments & 
Chemicals GmbH, München, Deutschland) gelöste Lyophilisat (Kontrollplasma) hinzugeben 
- 50 µl interner Standard zu pipettieren 
- 30 min verschlossen mit Deckel über Kopf schütteln 
- unteren Verschlusstopfen abnehmen und Plasmaüberstand mittels Vakuumpumpe absaugen  
- 3 x 1 ml Waschpuffer hinzugeben, jeweils kurz durchmischen und absaugen 
- 2 min bei 4000 rpm gekühlt trocken zentrifugieren (zum Teil 2 x erfolgt) 
- unteren Verschlusstopfen verwerfen, Probenvorbereitungskartusche an Kunststoffprobengefäß 
(“Plastic vial“) montieren 
- 120 µl Eluationspuffer hinzugeben, kurz aufschütteln und 5 min stehen lassen 
- 30 s stark vortexen 
- 2 min bei 2300 rpm 120 µl des Eluats in untere Verschlusskappe zentrifugieren 
- Probenröhrchen bis zur Messung bei - 80° C lagern 
 
 
 
Bregma Lambda 
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Bestimmung von immunreaktiven Corticosteron (iCS) 
 
Kotprobenaufbereitung 
(DetectX® Corticosterone Enzyme Immunassay Kit, Arbor Assays, Michigan, USA) 
 
- Kot von Einstreu säubern, wiegen, im Mörser mit Pistill zerkleinern und homogenisieren 
- 0,2 g Kot abwiegen und in Probenröhrchen geben 
- 2 ml Ethanol hinzugeben und 30 min auf dem Rüttler inkubieren  
- 15 min bei 5000 rpm zentrifugieren 
- Überstand in 2 ml Eppendorf-Reaktionsgefäß pipettieren  
- in einer Vakuumzentrifuge bis zur vollständigen Trocknung zentrifugieren (→ Pellet) 
- bei - 80 ° C bis zur endgültigen Analyse aufbewahren 
 
Probenvorbereitung vor Durchführung des Assays 
- lösen der Pellets in 100 µl Ethanol und 400 µl Assay Buffer 
- je 2 x vortexen und 5 min stehen lassen 
 
Tab. A2 Zusammensetzung und Herstellung der Lösungen 
 
Perfusion und Anfertigung von Organschnitten 
 
Lösung Zusammensetzung und Herstellung 
4 %iges Paraformaldehyd 
500 ml A.d. auf 60 °C erhitzen, 
40 g Paraformaldehyd unter Rühren dazugeben, 
mit 10M NaOH klären und filtrieren, 
mit 500 ml 0,2 M Phosphatpuffer verdünnen. 
30 %ige Zuckerlösung 
30 g raffinierten Zucker in 
70 g 0,1 M Phosphatpuffer unter Rühren lösen 
0,1 M Phosphat-gepufferte Saline (PBS) 100 ml 0,1 M Phosphatpuffer 
0,9 g NaCl unter Rühren dazugeben 
Aufbewahrungsmedium/ Gefriermedium 
4,28 g Glucose und 0,07 g Magnesiumchlorid-
Hexahydrat in 25 ml 0,1M PBS lösen und mit 87 % 
Glycerin auf 50 ml auffüllen 
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Imunhistochemie 
 
Lösung Zusammensetzung und Herstellung 
TBS (Tris-gepufferte isotone Kochsalzlösung) 
9 g NaCl und 6,06 g TRIS 
in 1000 ml A.d. lösen und den pH mit 37%iger Salz-
säure auf 7,60 einstellen. 
Carrier-Lösung 
100 ml TBS 
1 g Rinderserumalbumin 
1 ml Kaninchen-Serum 
1,5 ml 20%iges Triton X 100 
„Blocking-Solution“ 
4,5 ml Carrier-Lösung 
100 mg Rinderserumalbumin 
0,5 ml Kaninchenserum 
TRIS/ Nickel-Lösung 
0,3 g Nickelammoniumsulfat in 
50 ml TBS lösen; pH auf 7,6 einstellen 
DAB (Diaminobezidin)-Lösung 125 μl Ansatz (entspricht 0,125 mg 3,3´-DAB) 
4 ml TRIS/ Nickel-Lösung 
Gelatinelösung 
3,5 g Gelantinepulver und 0,35 g Chromalaun in 500 
ml A.d. geben, unter Rühren auf 60 °C erhitzen,  
1 Thymolkristall hinzu geben 
 
Tab. A3 HE-Färbung 
 
Färbeprotokoll 
 
- die rehydrierten Schritte wurden 3 min in saurem Hämalaun nach Mayer (Carl Roth GmbH, Karlsru-
he, Deutschland) gefärbt 
- anschließend 10 min mit Leitungswasser gespült 
- 30 min mit 1 % wässriges Eosin (Fa. WALDECK GmbH & Co. Devision Chroma, Münster, 
Deutschland) gegengefärbt 
- 5 min in Leitungswasser gespült 
- in aufsteigender Alkoholreihe mit Ethanol (99 %, CG-Chemikalien, Laatzen, Deutschland) entwäs-
sert: 
 
Reagenz Zeit (in min) Wiederholungen 
Ethanol 70 % 3 1 
Ethanol 96 % 3 2 
Ethanol 100 % 3 3 
Xylol 3 2 
 
- mit Leica CV Mount vom Objektträger-Eindeckautomat Leica CV 5030 (Leica Microsystems Nuss-
loch GmbH, Nussloch, Deutschland) eingedeckt 
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Gemeinsame Legende für die Tab. A4 – A13: 
Dargestellt sind die Mittelwerte plus Standardfehler ( x ± S.E) der einzelnen Untersuchungen. Signifikante 
Unterschiede mit Kreisen gekennzeichnet (°p<0,05; °°p<0,001); n.d. = nicht durchgeführt.  
 
Tab. A4:  Aufwachzeiten der VAA+A-Gruppe nach Antagonisierung: x ± S.E. 
 
Aufwachzeiten (in min) der VAA+A-Tiere 1-11 
4,37 2,50 3,17 3,73 3,32 2,40 3,20 3,43 2,25 2,98 2,15 
 
Tab. A5: Atemfrequenz: x  ± S.E. 
 
  
Messung 
(min) 
Atemfrequenz (in Atemzüge/min) in den jeweiligen Versuchssgruppe 
K (1) CH (2) VAA (3) VAA+A (4) PROP (5) 
0 
p 
103,39 ± 3,05 
n.s. 
109,88 ± 3,66 
n.s. 
103,63 ± 3,44 
n.s. 
102,62 ± 2,51 
n.s. 
101,97 ± 6,33 
n.s. 
1-10 
p 
103,30 ± 2,70 
n.s. 
96,12 ± 3,65 
n.s. 
98,48 ± 4,62 
n.s. 
99,12 ± 6,13 
n.s. 
92,95 ± 9,71 
n.s. 
11-20 
p 
99,14 ± 2,78 
n.s. 
116,77 ± 3,62 
° zu 3 
°° zu 4 und 5 
88,69 ± 4,25 
n.s. 
91,10 ± 3,65 
n.s. 
91,55 ± 7,28 
n.s. 
21-30 
p 
98,30 ± 2,61 
n.s. 
121,18 ± 4,59 
° zu 1 und 5 
°° zu 3 und 4 
84,19 ± 5,92 
n.s. 
87,99 ± 4,07 
n.s. 
95,87 ± 9,23 
n.s. 
31-40 
p 
95,31 ± 3,85 
n.s. 
122,87 ± 7,03 
° zu 1 und 5 
°° zu 3 und 4 
86,03 ± 5,11 
n.s. 
88,23 ± 4,80 
n.s. 
94,72 ± 9,26 
n.s. 
41-50 
p 
96,69 ± 2,27 
n.s. 
122,87 ± 7,14 
° zu 5 
°° zu 1, 3 und 4 
85,91 ± 4,88 
n.s. 
86,12 ± 4,80 
n.s. 
95,22 ± 10,39 
n.s. 
51-60 
p 
96,36 ± 2,48 
n.s. 
122,16 ± 7,24 
° zu 1, 4 und 5 
°° zu 3 
85,77 ± 5,10 
n.s. 
97,65 ± 5,60 
n.s. 
91,53 ± 9,81 
n.s. 
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Abb. 2: Atemfrequenz und periphere Sauerstoffsättigung der PROP-Gruppe (bis 200 min) 
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Abb. 2: Atemfrequenz (A) und periphere Sauerstoffsättigung (B) der PROP-Gruppe (n=4). Dargestellt 
sind die x  ± S.E. der Atemfrequenz in Atemzüge pro min und die periphere Sauerstoffsättigung in % über 
200 min Narkosedauer (ab 61 - 70 min: n=3, ab 101 - 110 min: n=2, ab 180 - 190 min: n=1). 
 
Tab. A6: Herzfrequenz: x  ± S.E. 
 
  
Messung 
(min) 
Herzfrequenz (in Herzschläge/min) in den jeweiligen Versuchssgruppe 
K (1) CH (2) VAA (3) VAA+A (4) PROP (5) 
0 
p 
399,05 ± 10,35 
n.s 
416,72 ± 14,31 
n.s. 
395,57  ± 11,21 
n.s. 
382,72 ± 8,49 
n.s. 
370,00 ± 3,52 
n.s. 
1-10 
p 
416,79 ± 11,92 
°° zu 3 und 4 
449,28 ± 11,07 
°° zu 3 und 4 
328,88 ± 8,58 
n.s. 
321,88 ± 5,06 
n.s. 
430,84 ± 9,66 
°° zu 3 und 4 
11-20 
p 
398,84 ± 10,02 
°° zu 3 und 4 
443,64 ± 14,57 
° zu 1 
°° zu 3 und 4 
315,75 ± 9,47 
n.s. 
315,14 ± 7,21 
n.s. 
403,03 ± 7,98 
°° zu 3 und 4 
21-30 
p 
389,86 ± 11,93 
°° zu 3 und 4 
433,97 ± 16,87 
° zu 1 
°° zu 3 und 4 
308,87  ± 8,38 
n.s. 
304,42 ± 10,20 
n.s. 
395,32 ± 20,35 
°° zu 3 und 4 
31-40 
p 
382,45 ± 10,22 
°° zu 3 und 4 
410,74 ± 11,98 
°° zu 3 und 4 
309,84 ± 10,23 
n.s. 
297,51 ± 9,48 
n.s. 
391,86 ± 27,26 
° zu 3 
°° zu 4 
41-50 
p 
377,60 ± 11,84 
°° zu 3 und 4 
377,53 ± 11,46 
°° zu 3 und 4 
302,03 ± 12,59 
n.s. 
291,64 ± 14,06 
n.s. 
401,48 ± 25,10 
°° zu 3 und 4 
51-60 
p 
372,99 ± 9,74 
°° zu 3 und 4 
354,17 ± 14,56 
°° zu 3 und 4 
299,10 ± 14,31 
n.s. 
278,04 ± 29,61 
n.s. 
388,91 ± 16,89 
° zu 3 
°° zu 4 
A B 
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Tab. A7: Periphere Sauerstoffsättigung: x  ± S.E. 
 
Tab. A8: Körperkerntemperatur: x  ± S.E. 
 
  
Messung 
(min) 
periphere Sauerstoffsättigung (in %) in den jeweiligen Versuchssgruppe 
K (1) CH (2) VAA (3) VAA+A (4) PROP (5) 
0 
p 
95,54 ± 0,361 
n.s. 
95,80 ± 0,195 
n.s. 
95,84 ± 0,251 
n.s. 
95,35 ± 0,363 
n.s. 
96,03 ± 0,284 
n.s. 
1-10 
p 
95,82 ± 0,171 
°° zu 3 und 4 
93,78 ±  0,572 
° zu 4 
87,65 ± 2,071 
n.s. 
85,94 ± 3,835 
n.s. 
89,93 ± 2,146 
n.s. 
11-20 
p 
96,87 ± 0,273 
° zu 5 
°° zu 3 und 4 
89,30 ± 0,974 
° zu 3 und 4 
83,61 ± 1,879 
n.s. 
82,76 ±  4,696 
n.s. 
88,32 ± 1,833 
n.s. 
21-30 
p 
95,86 ± 0,297 
° zu 5 
°° zu 3 und 4 
88,49 ± 1,184 
° zu 4 
85,46 ± 1,475 
n.s 
82,85 ±  4,713 
n.s. 
86,13 ± 1,866 
n.s. 
31-40 
p 
95,88 ± 0,300 
°° zu 2, 3, 4 
und 5 
87,55 ±  1,188 
n.s. 
86,90 ± 1,385 
n.s. 
83,03 ± 4,400 
n.s. 
81,90 ± 3,414 
n.s. 
41-50 
p 
95,92 ± 0,292 
° zu 2 
°° zu 3, 4 und 5 
88,65±  0,930 
° zu 5 
88,08 ± 1,596 
n.s. 
84,61 ± 3,917 
n.s. 
78,75±  5,681 
n.s. 
51-60 
p 
96,14 ± 0,218 
° zu 3 und 4 
° zu 2, 3 und 5 
88,11 ± 0,909 
° zu 5 
88,17 ± 1,933 
° zu 5 
89,77 ± 3,886 
° zu 5 
80,95 ± 4,048 
n.s. 
Messung 
(min) 
Körperkerntemperatur (in °C) in den jeweiligen Versuchsgruppe 
K CH VAA VAA+A PROP 
-10 37,46 ± 0,25 37,45 ± 0,22 37,44 ± 0,11 37,38 ± 0,15 37,83 ± 0,56 
0 (37,46 ± 0,25) 37,29 ± 0,21 37,16 ± 0,14 37,25 ± 0,14 38,03 ± 0,17 
10 (37,46 ± 0,25) 36,76 ± 0,19 36,89 ± 0,12 37,08 ± 0,12 38,23 ± 0,29 
20 (37,46 ± 0,25) 36,62 ± 0,18 36,43 ± 0,20 36,82 ± 0,14 38,17 ± 0,32 
30 (37,46 ± 0,25) 36,65 ± 0,19 36,34 ± 0,20 36,61 ± 0,17 38,57 ± 0,34 
40 (37,46 ± 0,25) 36,63 ± 0,19 36,22 ± 0,25 36,26 ± 0,18 38,60 ± 0,21 
50 (37,46 ± 0,25) 36,61 ± 0,18 36,00 ± 0,31 36,18 ± 0,22 38,70 ± 0,30 
60 (37,46 ± 0,25) 36,36 ± 0,23 35,76 ± 0,42 35,78 ± 0,28 38,23 ± 0,41 
1 h post SR+ 37,16 ± 0,10 36,20 ± 0,18 36,83 ± 0,19 35,11 ± 0,35 34,53 ± 0,09 
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Tab. A9: Körpergewicht: x  ± S.E. 
 
 
Tab. A10: Körpergewichtsdifferent Tag 0 auf Tag 1: x  ± S.E. 
 
Tab. A11: Katecholamine Adrenalin (A) und Noradranlin (NA): x  ± S.E. 
 
Tab. A12: Immunreaktives Corticosteron (iCS) aus Rattenkot: x  ± S.E. 
Probe 
iCS (in ng/kg Kot) in den jeweiligen Versuchsgruppe 
K CH VAA VAA+A PROP 
a) basal 344,01  
± 33,26 
472,00  
± 23,94 
370,00 
± 44,58 
473,36  
± 57,76 
400,03 
 ± 6,07 
b) postoperativ 381,79  
± 26,84 
731,70 
 ± 98,39 
501,83  
± 93,37  
588,21  
± 58,70 
1181,68 
± 172,96 
 
Gewicht der Kotpellets 
Probe 
Kotgewicht (in g) in den jeweiligen Versuchsgruppe 
K CH VAA VAA+A PROP 
a) basal 3,35 ± 0,33  3,94 ± 0,61 4,08 ± 0,40 4,25 ± 0,85 3,83 ± 0,91 
b) postoperativ 3,20 ± 0,21 2,79 ± 0,46 4,68 ± 0,94 3,79 ± 0,57 4,69 ± 0,26 
Versuchs- 
gruppe 
Körpergewicht (in g) an den jeweiligen Versuchstagen 
Tag - 3 Tag - 2 Tag - 1 Tag 0 Tag 1 Tag 2 
K 
234,14 
± 6,09 
237,11 
± 6,71 
243,79 
± 7,43 
247,16 
± 8,23 
250,40 
± 8,36 
255,59 
± 8,96 
CH 
211,88 
± 4,44 
218,50 
± 5,20 
221,41 
± 5,68 
228,79 
± 6,01 
219,39 
± 5,63 
227,41 
± 6,10 
VAA 
218,58 
± 5,08 
220,42 
± 3,56 
224,87 
± 2,25 
225,58 
±2,90 
227,63 
± 2,31 
229,20 
± 2,22 
VAA+A 
244,14 
± 8,58 
250,89 
± 9,20 
254,46 
± 9,74 
262,35 
± 10,80 
262,92 
± 10,39 
266,55 
± 11,07 
 PROP 
240,03 
± 4,92 
240,60 
± 5,00 
241,53 
± 3,14 
244,60 
± 2,08 
249,90 
± 4,40 
244,37 
± 3,31 
Ergebnis 
Körpergewichtsdifferenz (in g) in den jeweiligen Versuchsgruppe 
K CH VAA VAA+A PROP 
x ± S.E. 3,25 ± 1,15 - 9,40 ± 1,57 2,10 ± 3,60 0,57 ±1,81 5,30 ± 3,77 
Versuchsgruppe 
1. BP 2. BP 
A (ng/ml) NA (ng/ml) A (ng/ml) NA (ng/ml) 
CH 0,12 ± 0,03 0,91 ± 0,08 0,23 ± 0,03 0,44 ± 0,10 
VAA und 
VAA+A 
0,11 ± 0,09 0,27 ± 0,05 - 0,24 ± 0,06- 
PROP - 0,15 ± 0,01 - 0,30 ± 0,003 
ISO  5,60 ± 2,51 2,07 ± 0,71 n.d. n.d. 
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Tab. A13: Verhalten nach der Anästhesie: x  ± S.E. 
Verhalten  
Versuchsgruppe 
K 
n=11 
CH 
n=9 
VAA 
n=6 
VAA + A 
n=11 
PROP 
n=3 
Aktivitätsphase (in min) 30,57 ± 3,99 13,37 ± 3,55 9,96 ± 3,37 23,86 ± 3,45 0,00 ± 0,00 
Ruhe- u. Schlafphase  
(in min) 29,43 ± 3,99 46,63 ± 3,55 50,04 ± 3,37 36,14 ± 3,54 60,00 ± 0,00 
Fressen (%) 100  33  33  18  0   
1. Fressen  
(in min) 8,33 ± 4,04 28,89 ± 6,95 
22,24 ± 
10,69 9,83 ± 2,83 0,00 ± 0,00 
Häufigkeit  3,7  ± 0,52 2,6 ± 0,85 1,5 ± 0,76 5,3 ± 1,24 0,0 ± 0,00 
Trinken (%) 36  56  17  45  0  
             Häufigkeit 1,2 ±  0,60 1,3 ± 0,47 0,2 ± 0,2 4,3 ± 2,47 0,0 ± 0,00 
 
 
Gemeinsame Legende für Tab. A14 und A15: 
Dargestellt ist die Anzahl der Tiere in Prozent (%) der jeweiligen Versuchsgruppe. n.d =  nicht durchgeführt. 
 
Tab. A14: Schmerz- und Disstressbewertung mit numerischem Scoresystem 
 
Merkmale vor der Anästhesie/OP 
Versuchsgruppe 
K  
(1) 
n=11 
CH  
(2) 
n=9 
VAA  
(3) 
n=6 
VAA+A 
(4) 
n=11 
PROP 
(5) 
n=3 
Abwehr gegenüber Handling vorhanden 36 33 0 18 33 
leichte Reaktion Palpationsstelle 0 0 0 9 0 
struppiges, glanzloses, geschlossenes Fell 0 11 33 18 0 
 
 
Merkmale 6 h post Anästhesie/OP 
Versuchsgruppe 
K  
(1) 
CH  
(2) 
VAA  
(3) 
VAA+A 
(4) 
PROP 
(5) 
Abwehr gegenüber Handling vorhanden 9 0 0 9 0 
leichte Reaktion Palpationsstelle 0 22 0 18 0 
struppiges, glanzloses, geschlossenes Fell 0 11 27 36 0 
verzögerte Reaktionen 0 11 
67  
* zu 1 
° zu 2 und 4 
18 67 
* zu 1 
leicht aufgekrümmter Rücken,  
geduckte Haltung, gehobener Kopf 
0 11 33 9 67 
* zu 1 
Schlafen/Ruhen vermehrt, Fressen und 
Umherlaufen vermindert, kaum Aufrichten, 
kaum bis kein Putzen 
0 22 67 
* zu 1 
27 
100 
* zu 1 
° zu 2 
leichte Verkrustungen: Brillenauge/Nase 0 0 0 9 0 
gerötete Wunde mit Wundexsudat 0 11 0 0 0 
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vertiefte Atmung mit leicht erhöhter Fre-
quenz 
0 0 17 0 0 
mäßige Körperkondition 0 0 17 0 0 
lethargisch, reaktionsträge 0 0 0 0 33 
Piloerection 0 0 0 0 
67 
* zu 1 
° zu 3 und 4 
mittelgradige Verkrustungen und Nässen 
Brillenauge/Nase 
0 0 0 9 0 
deutliche Reaktion Palpation Injektions-
stelle 
0 0 0 9 0 
                Chi-square */°p<0,05 
 
Merkmale 12 h post Anästhesie/OP 
Versuchsgruppe 
K  
(1) 
CH  
(2) 
VAA  
(3) 
VAA+A 
(4) 
PROP 
(5) 
Abwehr gegenüber Handling vorhanden 27 44 0 46 67 
Schlafen/Ruhen vermehrt, Fressen und 
Umherlaufen vermindert, kaum Aufrichten, 
kaum bis kein Putzen 
0 11 33 0 33 
leichte Verkrustungen: Brillenauge/Nase 0 0 0 18 0 
gerötete Wunde mit Wundexsudat 0 11 0 0 0 
mäßige Körperkondition 0 0 17 0 0 
fast ausschließlich schlafen/ruhen, um-
herlaufen selten, kein fressen, kein put-
zen 
0 0 17 0 0 
stark vorhandene Abwehr gegenüber 
Handling 
0 0 0 0 33 
deutliche Reaktion Palpation Injektions-
stelle 
0 0 0 9 0 
 
Merkmale 24 h post Anästhesie/OP 
Versuchsgruppe 
K  
(1) 
CH  
(2) 
VAA  
(3) 
VAA+A 
(4) 
PROP 
(5) 
Abwehr gegenüber Handling vorhanden 0 11 17 18 67 
leichte Reaktion Palpationsstelle 9 11 0 18 0 
struppiges, glanzloses, geschlossenes Fell 9 11 0 9 0 
leichte Verkrustungen: Brillenauge/Nase 0 0 0 9 0 
gerötete Wunde mit Wundexsudat 0 11 0 0 0 
mäßige Körperkondition 0 0 17 0 33 
 
 
n vor der Anästhesie entspricht n 6, 12 und 24 h post OP           Normal: Score 1, Fett: Score 2 
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Tab. A15:  Histopathologische Untersuchung: Befunde und Schweregrade 
 
Einteilung der Entzündung: +++: hochgradig, ++: mittelgradig, +: geringgradig, +/i:minimal.  
Befunde und 
Schweregrade 
K 
(in %); n=11 
CH 
(in %); n=9 
VAA 
(in %); n=6 
VAA+A 
(in %); n=11 
PROP 
(in %); n=3 
Peritonitis 
+++ 
++ 
+ 
+/- 
0 100 
 
22,2 
77,8 
n.d. n.d. 
0 
Perihepatatitis/ 
Nekrosen 
+++ 
++ 
+ 
+/- 
0 100 
 
44,4 
 
22,2 
33,3 
0 
 
 
 
 
0 0 
Perisplenitis 
+++ 
++ 
+ 
+/- 
n.d. 
22,2 
 
22,2 n.d. n.d. n.d. 
Serositis Darm und Ge-
kröse 
+++ 
++ 
+ 
0 100 
 
0,1 
98,9 
n.d. n.d. 
0 
Myositis 
Oberschenkelmuskulatur 
+++ 
++ 
++/+ 
+ 
+/- 
n.d. n.d. 
n=9 
78 
11 
33,3 
11 
11 
11 
n.d. n.d. 
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